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Résumé  
Le système ubiquitine protéasome responsable de la dégradation de la majorité des 
protéines, joue un rôle important dans la régulation de nombreux processus cellulaires. 
L'inhibition du protéasome induit l’apoptose de nombreuses cellules tumorales, mais pas ou 
peu des cellules saines. Cependant, les mécanismes moléculaires précis mis en jeu restent à ce 
jour peu connus. L’objectif de mon travail de thèse était d'élucider ces mécanismes. Sur un 
modèle cellulaire de leucémies aiguës myéloïdes arrêtées à différents stades de maturation 
hématopoïétique, j’ai montré que le traitement par les inhibiteurs du protéasome conduit, 
contrairement aux agents cytotoxiques classiques, à un taux d’apoptose plus important des 
cellules les plus immatures. Afin d’expliquer ce résultat, j’ai étudié le contenu en protéasome 
de ces cellules et montré que sa quantité et son activité diffèrent. Ces études ont été 
complétées par une analyse protéomique quantitative différentielle à grande échelle, basée sur 
un marquage isotopique des protéines (SILAC). Cette approche permet de mesurer les 
variations d’abondance des protéines après le traitement des cellules KG1a et U937 par la 
lactacystine. Afin d’identifier et de quantifier un maximum de protéines, un double marquage 
des résidus lysine et arginine a été utilisé et associé à un fractionnement subcellulaire et 
protéique. Les protéines ainsi séparées, ont été digérées et les peptides obtenus ont été 
analysés à l’aide d’un des spectromètres de masse les plus performants à l’heure actuelle : le 
LTQ-Orbitrap. Cette étude a conduit à l’identification et la quantification de près de 4000 
protéines pour chaque lignée cellulaire. Parmi les protéines variantes nous retrouvons les 
protéines de la famille HSPs, des régulateurs du cycle cellulaire et des protéines de la voie de 
dégradation ubiquitine protéasome, connues pour être régulées après l’inhibition du 
protéasome. Ces résultats valident notre approche. De façon intéressante, nous identifions 
également de nouvelles protéines, spécifiques à chaque type cellulaire, dont l’abondance varie 
après le traitement. Ces protéines pourraient être impliquées dans la réponse différentielle de 
ces cellules KG1a et U937 aux traitements par la lactacystine. Il s’agit notamment de 
l’interleukine 32 et de la protéine SIVA qui varient uniquement dans les cellules KG1a, plus 
sensibles aux inhibiteurs du protéasome. Ces résultats ouvrent de nouvelles pistes et 
permettent d’envisager l’identification de nouvelles cibles pharmacologiques pour le 
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INTRODUCTION PARTIE I : ROLE DU PROTEASOME 
EN ONCOLOGIE 
CHAPITRE I : DEGRADATION DES PROTEINES PAR LA VOIE 
UBIQUITINE PROTEASOME 
 Le monde du « protéasome » constitue un domaine d’étude vaste et varié, en constante 
évolution. Il suscite de nombreuses questions et plusieurs groupes s’emploient à répondre à 
ces multiples interrogations. De ce fait, l’état de l’art concernant le protéasome dans la 
littérature est très conséquent et diversifié. Par conséquent, ce premier chapitre s’emploiera 
uniquement à décrire les aspects de ce domaine étroitement lié au sujet de cette thèse. Dans ce 
cadre, le fonctionnement général de la voie Ubiquitine- Protéasome sera décrit dans un 
premier temps. L’ensemble des mécanismes régissant la reconnaissance d’une protéine et sa 
dégradation par le protéasome sera ensuite abordé. Enfin, un paragraphe sera entièrement 
consacré aux structures de ce dernier et à son rôle dans la cellule. 
I. Le Système Ubiquitine-Protéasome 
I.A. Les différentes voies de protéolyse cellulaire 
La cellule est une entité dynamique complexe et hautement organisée. Le métabolisme 
cellulaire est finement régulé par des changements dans la concentration de protéines 
spécifiques. Chez les mammifères les protéines qui assurent l’essentiel des fonctions 
cellulaires, sont constamment dégradées et remplacées par de nouvelles protéines synthétisées 
afin de renouveler le stock de molécules actives dans la cellule {Goldberg & Dice, 1974}. 
Cette dégradation permet d’une part, le renouvellement du stock de protéines sans modifier 
l’équilibre cellulaire, et d’autre part, l’élimination des protéines mal repliées provenant de 
mutations ou de dommages métaboliques. Elle détermine ainsi la durée de vie et la 
concentration de nombreuses enzymes et protéines régulatrices comme par exemple : les 
cyclines et les kinases, impliquées dans le cycle cellulaire, ainsi que les facteurs de 
transcription {Baumeister et al., 1998}. Dans les cellules eucaryotes, il existe deux grandes 
voies de protéolyse essentielles à la régulation des protéines : la voie lysosomale et la voie 
non lysosomale. Les protéases impliquées dans la première voie, sont essentiellement les 
cathepsines localisées à l’intérieur des lysosomes {Chapman et al., 1997}. Les protéases de la 
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voie non lysosomale sont essentiellement représentées par les calpaïnes, qui sont des 
protéases à cystéine calcium-dépendantes {Sorimachi et al., 1997} principalement impliquées 
dans les processus d’adhésion, de locomotion, de réarrangement du cytosquelette, 
d’inflammation et dans les voies apoptotiques des cellules {Creagh & Martin, 2001}, et le 
protéasome qui fera l’objet de ce chapitre.  
I.B. La voie Ubiquitine-Protéasome  
C’est la principale voie de dégradation des protéines intracellulaires chez les eucaryotes 
supérieurs. Chez les mammifères, elle est responsable de la dégradation de la majorité des 
protéines cytosoliques et nucléaires préalablement ubiquitinylées {Rock et al., 1994}. 
Contrairement à la dégradation par les autres protéases décrite précédemment, le système 
ubiquitine-protéasome nécessite un apport d’énergie, de l’ATP notamment, et fait preuve 
d’une extrême sélectivité vis à vis des protéines ciblées. La spécificité de ce processus repose 
sur l’étape d’ubiquitinylation, mécanisme complexe et hautement régulé {Varshavsky, 2005}. 
L’importance de cette voie de dégradation a d’ailleurs justifié l’attribution du Prix Nobel de 
Chimie 2004 à Aaron Ciechanover, Avram Hershko et Irwin Rose pour leur contribution 
significative à sa découverte et sa caractérisation.  
I.B.1 Mécanisme général  
Ce système multi-enzymatique fonctionne généralement en deux grandes étapes 
{Glickman & Ciechanover, 2002} qui nécessitent toutes deux l’hydrolyse d’ATP. Dans un 
premier temps, le substrat est étiqueté par l’addition covalente sur certains résidus lysines 
d'une chaîne constituée d’au moins 4 molécules d'ubiquitine (Ub). Cette chaîne, qui agit 
comme un signal de dégradation, est ajoutée via une liaison isopeptidique sur une lysine du 
substrat par l'action d'une cascade enzymatique impliquant 3 types de facteurs appelés E1, E2, 
et E3 {Weissman, 2001} (Figure 1).  
Dans cette réaction, c’est l’enzyme E3 qui apporte la spécificité puisque c’est elle qui 
recrute le substrat ubiquitinylé. Dans un deuxième temps, la protéine poly-ubiquitinylée est 
dégradée par le protéasome 26S, un complexe multimérique de 2500 kDa, qui est lui-même 
formé par l'association de deux sous-complexes {Voges et al., 1999} : le protéasome 20S, qui 
renferme les sites protéolytiques, et un complexe régulateur appelé complexe 19S ou PA700. 
Au cours de cette deuxième étape, le substrat est déubiquitinylé, ce qui permet le recyclage de 
l’ubiquitine, et dégradé en peptides. Il faut toutefois noter que certains substrats ne nécessitent 
pas d’ubiquitinylation préalable. De même, il existe des substrats qui ne sont pas entièrement 














dégradés en peptides, mais clivés puis libérés. Certains des peptides générés par le 
protéasome sont ensuite pris en charge par les molécules du Complexe Majeur 
d’Histocompatibilité (CMH) de classe I dans le cadre de la présentation des antigènes, mais la 
majeure partie est recyclée en acides aminés par des peptidases cytosoliques. Le protéasome 
20S peut également être associé à d’autres régulateurs (activateurs ou inhibiteurs) que le 
complexe 19S, ce qui lui confère des fonctions particulières {Rechsteiner & Hill, 2005} qui 
seront détaillées plus loin dans ce chapitre. De même, il faut souligner que l’ubiquitinylation 
peut être impliquée dans des fonctions indépendantes de la protéolyse, comme l'endocytose, 




Figure 1 : Représentation schématique du Système Ubiquitine Protéasome (UPS) 
 
Adapté d’après Baumeister W, Voges D, Zwickl P. The 26S proteasome: a molecular machine 
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Enfin, l’existence de ces « variantes » du schéma général présenté dans la Figure 1 
illustre la complexité du fonctionnement et la spécificité du système Ubiquitine-Protéasome, 
et explique qu’il existe encore à l’heure actuelle, malgré les nombreuses investigations, un 
grand nombre de « zones d’ombres » dans les modèles actuels concernant ce système. 
Toutefois, il est maintenant clair que la dégradation des protéines par la voie Ubiquitine-
Protéasome est un processus très complexe, contrôlé dans le temps, finement régulé, et 
impliqué dans une multitude de fonctions cellulaires essentielles. On peut citer notamment la 
régulation du cycle cellulaire et de la mort cellulaire programmée (apoptose) {Myung et al., 
2001}, la division cellulaire, la différenciation et le développement, la réponse au stress et aux 
facteurs environnementaux, la morphogenèse neuronale, la modulation des récepteurs de 
surface, les canaux ioniques et la voie sécrétoire, la réparation de l’ADN, la régulation 
transcriptionnelle, la transduction du signal {Coux & Goldberg, 1998} et la biogenèse des 
organelles. Plus globalement, cette voie est impliquée dans des processus comme la mémoire 
à long terme, les rythmes circadiens, la régulation des réponses immunes et inflammatoires 
{Rock & Goldberg, 1999}.  
I.B.2 La voie Ubiquitine-Protéasome : rôle en oncologie 
Etant donnée la diversité des protéines ciblées par cette voie de dégradation et 
l’importance des fonctions cellulaires concernées, il n’est pas surprenant que des anomalies 
de cette voie soient à l’origine de nombreuses pathologies, comme certains cancers {Adams et 
al., 1999}, des maladies génétiques, une grande partie des maladies neurodégénératives et 
musculaires, ainsi que des pathologies immunes et inflammatoires {Glickman & Ciechanover, 
2002}. En oncologie, de nombreux travaux ont montré qu’une dérégulation de la dégradation 
protéasomale de certaines protéines peut provoquer une perturbation de la prolifération 
cellulaire et conduire à un processus de cancérogénèse {Voorhees et al., 2003}. En fonction 
des types cellulaires, il a été clairement démontré que l'inhibition des activités du protéasome 
a pour conséquence d'induire l'arrêt du cycle cellulaire ainsi que l'apoptose, et ce, de façon 
plus importante au niveau des cellules cancéreuses qu’au niveau des cellules normales 
{Adams, 2002}. Ce qui justifie que le protéasome, qui représente près de 2 % des protéines 
cellulaires {Kisselev & Goldberg, 2001}, présente depuis peu un intérêt majeur en tant que 
cible pharmacologique pour le traitement de certains cancers. Cet aspect de l’étude sera 
discuté dans le chapitre II. 
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I.B.3 L’ubiquitine et la cascade d’ubiquitinylation 
(1) L’Ubiquitine 
L’ubiquitine (Ub) est une petite protéine de 76 acides aminés qui possède une masse 
















Figure 2: Structure de l’ubiquitine  
(A) Représentation en ruban de l’ubiquitine (code d’identification dans « Protein data Bank »: 1UBQ). 
(B) Localisation des résidus lysines à la surface de l’ubiquitine (en bleu). (C) Surface d’interaction 
entre l’ubiquitine et les domaines de liaison à l’ubiquitine (UBDs): zone d’interactions hydrophobes 
centrée sur l’isoleucine 44 (en vert), zone d’interactions polaires avec Asparagine 58 (en bleu) et la 
zone «  diglycine » près de la glycine 76 C-terminale (en rose). 
D’après Hurley J, Lee S et Prag G. Ubiquitin-binding domains. Biochem. J. 2006. 
 
 
Elle est présente chez de nombreuses espèces (des levures aux mammifères) et sa 
séquence primaire est hautement conservée d’une espèce à l’autre : seulement trois acides 
aminés sont différents entre l'ubiquitine humaine et l'ubiquitine de levure {Glickman & 
Ciechanover, 2002}. L’ubiquitine est codée par une famille multigénique complexe qui la 
synthétise comme protéine de fusion naturelle avec certaines protéines ribosomales au niveau 
de l’extrémité N-terminale (souvent des protéines ribosomales L40 et S27A) ou sous forme de 
multimères d’ubiquitine {Finley & Chau, 1991 ; Ozkaynak et al., 1984}. Chez toutes les 
espèces, le rôle principal de cette molécule est de marquer les protéines qui doivent être 
détruites par le protéasome {Hershko & Ciechanover, 1998}. Toutefois, la modification d’une 
protéine par l’ubiquitine peut transduire des signaux très divers que nous détaillerons par la 
suite. Pour être conjuguée à des substrats, l’ubiquitine doit d’abord être maturée par clivage, 
ce qui est assuré par des enzymes de dé-ubiquitinylation, notamment les enzymes de la 
famille des UCHs (Ubiquitin C-terminal Hydrolases) {Wilkinson, 2000}. Le rôle de ce mode 
Introduction Partie I- chapitre I 
13 
 
d’expression n’est pas clair, on peut envisager que le clivage de l’ubiquitine constitue une 
étape de « contrôle qualité », évitant la production d’ubiquitine monomérique mal traduite ou 
mal conformée. Néanmoins, des travaux démontrent qu’une lignée de levure dans laquelle 
l’ubiquitine est traduite uniquement sous forme monomérique est complètement viable 
{Amerik et al., 2000}. Au niveau structural, l’ubiquitine s’organise en 5 feuillets 
β surmontés d’une hélice, et une queue C-terminale exposée qui est essentielle à sa 
conjugaison sur les autres protéines {Vijay-Kumar et al., 1987} (Figure 2). 
(2)  Les signaux de dégradation par la voie Ubiquitine Protéasome 
Les événements initiaux impliqués dans la sélection spécifique des protéines à dégrader 
par la voie ubiquitine protéasome ne sont pas encore complètement définis et dépendent de 
nombreux facteurs. Ces facteurs peuvent être intrinsèques à la protéine cible ou liés à sa 
localisation, son interaction avec d’autres protéines ou encore à ses modifications post-
traductionnelles. Voici quelques signaux qui permettent une reconnaissance et une régulation 
fine et efficace des protéines destinées à être détruites par ce système : 
¾ Motifs de « dégradation » : La présence de motifs spécifiques sur les séquences de 
protéines à dégrader peut jouer un rôle important. C’est le cas notamment de la « boîte de 
destruction D » de motif oligopeptidique RxxL et la « boîte de destruction KEN » (K lysine ; 
E glutamate ; N aspartate), respectivement appelées « D-box » et « KEN-box » {Yamano et 
al., 1998}. Ces motifs contribuent à l’ubiquitinylation et la dégradation par le protéasome de 
certaines protéines dont celles régulant le cycle cellulaire : les cyclines A et B, CDC 25, les 
Kinases Aurora, la securine et la séparase.  
¾ Extrémité N-terminale : « N-end Rule » : La présence d’une extrémité N-terminale 
particulière peut également jouer un rôle important dans la sélection du substrat. En effet, 
parmi les protéines « anormales » à dégrader, certaines sont synthétisées improprement ou se 
trouvent localisées dans le mauvais compartiment cellulaire. Dans de nombreux cas, ces 
erreurs produisent des polypeptides portant des extrémités N-terminales atypiques par rapport 
aux protéines « normalement » localisées dans ce compartiment {Varshavsky, 1996}. En 
1992, le Dr.Varshavsky et ses collaborateurs {Varshavsky, 1992} ont démontré que, tant 
chez la levure, que dans les cellules animales, ces extrémités N-terminales « étrangères » 
représentent des sites de reconnaissance dans la voie dépendant de l'extrémité N-terminale 
(« N-end Rule »), qui élimine les protéines indésirables {Bachmair et al., 1986}. Toutefois, 
ce schéma de dégradation n’est pas limité à la seule élimination de protéines aberrantes, mais 
intervient également dans la régulation de plusieurs protéines normales. Dans le cytoplasme 
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et le noyau, la voie de la N-end Rule est étroitement liée à la dégradation des protéines par la 
voie de l’ubiquitine {Varshavsky, 1996}.  
¾ Séquence PEST : La comparaison de séquences de plusieurs protéines à demi-vie 
courte a permis de détecter la présence d'une région de 12 à 60 acides aminés riche en 4 
acides aminés : proline (P), acide glutamique (E), sérine (S) et thréonine (T), nommée la 
séquence PEST qui lorsqu’elle est phosphorylée favorise l'ubiquitinylation de ces protéines 
{Rechsteiner & Rogers, 1996}.  
¾ Protéines chaperonnes : Il a été démontré que l'association d'une protéine mal 
conformée avec certaines protéines chaperonnes (notamment celles de la famille des Hsp70) 
peut également constituer un signal de dégradation {Gottesman et al., 1997}. Les protéines 
mal repliées sont reconnues par les protéines chaperonnes Hsp 70 et 40 qui vont favoriser 
leur reconnaissance et leur ubiquitinylation par l’E3 ligase CHIP. Une fois ubiquitinylées ces 
protéines seront dégradées par le protéasome 26S.  
¾ Modifications post-traductionnelles : Les modifications post-traductionnelles d’une 
protéine, comme la phosphorylation ou l’oxydation, peuvent également constituer un signal 
de dégradation d’une protéine {Hochstrasser, 1996}. La modification post-traductionnelle 
des protéines cibles la plus fréquente est la phosphorylation. Selon les cas, la phosphorylation 
d’un substrat peut être un pré requis à sa reconnaissance par l’enzyme E3 et favoriser ainsi 
son ubiquitinylation, ou au contraire affecter sa reconnaissance par l’enzyme E3 et aboutir à 
sa stabilisation. Un très grand nombre de substrats est modifié par phosphorylation avant 
d’être ubiquitinylé. Par exemple, la phosphorylation de p27KIP1, un inhibiteur de CDK 
(cyclin-dependent kinases), entraîne son exportation du noyau vers le cytoplasme où elle est 
ubiquitinylée et dégradée {Bornstein et al., 2003}. On peut également citer les régulateurs 
transcriptionnels IκB et β-Catenine, et le précurseur de NFκB p105 {Glickman & 
Ciechanover, 2002}. De même, la protéine anti-apoptotique Bcl2 est phosphorylée suite à un 
signal apoptotique, ce qui la rend plus susceptible à la dégradation par ubiquitinylation 
{Glickman & Ciechanover, 2002}. Certains substrats sont stabilisés suite à leur 
phosphorylation, comme les proto-oncogènes cmos, c-fos et c-Jun. D’autres types de 
modifications post-traductionnelles peuvent influencer le devenir d’un substrat, il s’agit par 
exemple d’ hydroxylation (la protéine HIF1α pour sa reconnaissance par VHL) et 
l’acétylation (par exemple l’acétylation de p53 qui empêche son interaction avec mdm2 et 
favorise sa stabilisation) {Pickart & Eddins, 2004}. 
¾ Interaction avec une E3 ubiquitine ligase : Certaines protéines peuvent interagir 
avec différentes E3 selon leur état de modification. Par exemple, la cycline E phosphorylée 
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Étape 1: Activation de l’ubiquitine
Étape 2: Transfert de l’ubiquitine activée
Étape 3a: Modification du substrat par une 
E3 ligase « Ring »
Étape 3b: 
Modification du 
substrat par une 
E3 ligase «HECT »
complexée à CDK2 est substrat de la ligase E3 SCFCDC4 alors que la forme libre de la cycline 
E est ubiquitinylée par SCFSKP2. Enfin, l’ubiquitinylation d’une protéine peut également être 
régulée par activation de ligases E3 spécifiques {Cardozo & Pagano, 2007}. Les ligases E3 
peuvent être synthétisées sous forme d’enzymes inactives dont l’activation nécessite des 
modifications post-traductionnelles. Par exemple, l’APC est activé par phosphorylation 
pendant la mitose pour induire la dégradation de la cycline B et permettre ainsi la progression 
du cycle.  
(3) La cascade d’ubiquitinylation 
La conjugaison de l’ubiquitine aux substrats (protéines à dégrader) nécessite l’action 
d’au moins trois enzymes {Hershko & Ciechanover, 1998} : les enzymes E1 (ubiquitin-
activating enzyme-Uba), E2 (ubiquitin-conjugating enzyme-Ubc) et E3 (ubiquitin ligase-Ubl) 















Figure 3: La cascade d’ubiquitinylation  
L'enzyme E1 active l’ubiquitine libre en formant une liaison thiol-ester avec la glycine C-terminale de 
l’ubiquitine (voir Figure 2). Cette étape nécessite l’hydrolyse de l’ATP. L’ubiquitine ainsi activée est 
conjuguée à une E2 par une réaction de transthiolation toujours en engageant l’extrémité C-terminale 
de l'ubiquitine et une cystéine du site actif de l'enzyme. La E3, reconnaît des motifs spécifiques sur le 
substrat et transfère l’ubiquitine sur celui-ci en formant une liaison amide avec un groupement ε-aminé 
d’un résidu de lysine interne du substrat protéique. Les E3-ligases sont classées en plusieurs familles 
dont les « Ring Finger E3 » et les « HECT E3 »  
D’après Hurley J, Lee S et Prag G. Ubiquitin-binding domains. Biochem. J. 2006. 
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(a) Activation de l’ubiquitine  
La première enzyme de la cascade d’ubiquitinylation appelée enzyme d’activation de 
l’ubiquitine ou E1 ou Uba (Ubiquitin-activating enzyme) effectue l’activation ATP-
dépendante de l’ubiquitine. Cette réaction se fait en utilisant l’énergie de l’échange ATP, E1 
catalyse la formation d’un intermédiaire ubiquitine-adenylate par liaison covalente {Fang & 
Weissman, 2004}, puis la libération de l’AMP permet la formation d’une liaison thioester de 
haute énergie entre le groupe carboxyl de la glycine G76 C-terminale de l’ubiquitine et le 
groupe thiol d’une cystéine hautement conservée présent dans le site actif de l’enzyme E1. 
C’est cet intermédiaire thioester-ubiquitine qui sera utilisé pour la suite de la conjugaison. Le 
complexe tripartite constitué des deux intermédiaires ubiquitine est particulièrement stable et 
facilement purifiable {Haas & Rose, 1982}. Chez les mammifères à l’heure actuelle seules 2 
enzymes ont été identifiées. La plus connue est l’enzyme UBE1 chez l’homme, qui est très 
conservée au cours de l’évolution (chez la levure elle est nommée Uba 1). La seconde enzyme 
UBE1L2 à été identifiée très récemment uniquement chez les vertébrés, il semblerait qu’elle 
soit exprimée de façon abondante dans les testicules, suggérant ainsi qu’elle possède des 
fonctions spécifiques dans cet organe {Pelzer et al., 2007}. 
(b) Transfert et conjugaison de l’ubiquitine 
L’ubiquitine ainsi activée est alors transférée de l’enzyme E1 au groupement thiol de 
la cystéine active d’une des enzymes de conjugaison E2 ou Ubc (Ubiquitin-carrier ou 
Ubiquitin-conjugating enzyme). Ce transfert se fait par une réaction de trans-thiolation 
mettant en jeu, encore une fois, la glycine C-terminale de l’ubiquitine, et aboutissant à une 
liaison thioester équivalente à la première étape {Weissman, 2001}. Chez les mammifères il 
existe près de 50 protéines E2. Lors de la dernière étape de la cascade d’ubiquitinylation, 
l’enzyme E3 ubiquitine ligase interagit avec l’enzyme E2 et le substrat (Figure 3). Du fait 
qu’elle est impliquée dans la reconnaissance du substrat, l’E3 est responsable en grande partie 
de la spécificité de la réaction d’ubiquitinylation. En effet selon des études récentes, les 
enzymes E3s ne seraient pas restreintes à un simple rôle d’adaptateurs entre l’enzyme E2 et le 
substrat, mais pourraient en plus avoir un rôle d’activation allostérique de l’enzyme E2 
{Hochstrasser, 2006}. A ce jour, plus d’un millier d’enzymes E3 ubiquitine ligases ont été 
identifiées chez l’Homme, sur la base des données de séquences {Ciechanover, 2006}. De 
manière générale, chaque E3 ubiquitine ligase peut cibler différents substrats. De même, un 
substrat peut être recruté par plusieurs E3 ubiquitine ligases. Malgré les apparences, cette 
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organisation ne résulte pas d’une redondance au sein du système ubiquitine-protéasome, mais 
au contraire d’une grande complexité régie par des régulations très fines. 
 (c) Les enzymes E3 ou ubiquitine ligase-Ubl 
L’extrême complexité du processus d’ubiquitinylation est attestée par l’existence 
d’une très grande variété d’enzyme E3. Les nombreuses formes d’E3 ont chacune une affinité 
spécifique pour une gamme de protéines présentant des signaux de dégradation primaires 
spécifiques {Sun, 2003} Ces ligases appartiennent à une famille très large et hétérogène de 
protéines utilisant des mécanismes variés qui différent dans leur interaction avec les E2. Ils 
peuvent être monomériques ou en complexes. On distingue deux principales familles 
d’enzymes E3 monomériques {Robinson & Ardley, 2004} : les protéines E3 à domaine 
HECT (Homologous to E6-AP Carboxy Terminus) qui sont pourvues d’une activité 
catalytique, et les E3 à domaine RING (Really Interesting New Gene) finger qui ne le sont 
pas. Les protéines E3 à domaine HECT établissent un intermédiaire réactionnel avec 
l’ubiquitine via une cystéine de leur site actif, qu’elles transfèrent sur le substrat {Scheffner et 
al., 1995}. En revanche, les E3 à domaine RING catalysent le transfert de l’ubiquitine liée à 
E2 directement sur le substrat sans former de liaison thioester avec l’ubiquitine {Petroski & 
Deshaies, 2005} (Figure 3). 
(d) L’enzyme E4 : enzyme d’élongation ? 
Le mécanisme de conjugaison de l’ubiquitine, qu’il soit médié par une E3 à domaine 
HECT ou à domaine RING, est difficile à concevoir dans le sens où au cours de l’allongement 
de la chaîne de poly-Ub, la nature du substrat et la configuration spatiale changent. En effet, 
alors que la première ubiquitine est conjuguée sur une lysine d’un substrat spécifiquement 
reconnu par l’E3, la lysine conjuguée lors de l’allongement de la chaîne est une lysine de 
l’ubiquitine. Ceci nécessite que l’E3 possède une double spécificité, ou qu’elle soit secondée 
par un facteur capable d’allonger les chaînes de manière non spécifique. D’autre part, si le 
substrat et l’E2 sont bien positionnés l’un par rapport à l’autre pour la conjugaison de la 
première ubiquitine, lorsque la chaîne s’allonge, la distance entre l’E2 (en admettant qu’elle 
reste en interaction avec le RING finger) et la lysine à ubiquitinyler augmente; et dans le cas 
d’une E3 à domaine HECT, c’est la distance entre le site actif de l’E3 et la lysine à 
ubiquitinyler qui augmente {Hoppe, 2005}. Ces deux considérations suggèrent que l’E3 
pourrait jouer un rôle dans l’initiation de l’ubiquitinylation, en concentrant dans son 
environnement le substrat et l’E2. Il faut donc envisager qu’un autre facteur favorise 
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l’allongement de la chaîne, à partir d’une mono- ou d’une oligo-ubiquitinylation {Hoppe, 
2005}. Il a effectivement été décrit dans la voie de l’UFD (Ubiquitin Fusion Degradation) 
l’intervention d’un facteur E4 nécessaire à l’allongement des chaînes, comme c’est le cas pour 
la polyubiquitinylation de p53 par MDM2 {Yang et al., 2004}. Il semblerait donc que des 
facteurs E4 reconnaissent spécifiquement la mono- ou l’oligo-ubiquitinylation et permettent, 
en coopération avec l’E3, d’allonger les chaînes sur des substrats variés {Saeki et al., 2004}. 
Ainsi, l’E3 assurerait la spécificité de la réaction, en ayant un rôle d’initiation, et l’E4 
favoriserait la processivité de la réaction. En conclusion, la compréhension des mécanismes 
régissant l’action des E3 ligase et E4, leur caractérisation et l’identification des substrats de 
ces protéines constitue un vaste domaine de recherche actuellement.  
(4) Les dé-ubiquitinylases (DUBs) 
L’ubiquitinylation est un processus dynamique et réversible. De ce fait, les enzymes 
de dé-ubiquitinylation ou DUBs (Deubiquitinating enzymes) jouent un rôle crucial dans la 
régulation des fonctions liées à l’ubiquitine {Amerik & Hochstrasser, 2004}. En effet la 
dégradation des protéines étant un processus irréversible, les modifications en amont qui 
conduisent à la destruction des substrats doivent être extrêmement bien contrôlées. Cette 
régulation se fait d’une part, au niveau de la réaction d’ubiquitinylation et d’autre part par la 
réaction inverse ou dé-ubiquitinylation. Les cellules contiennent un grand nombre d’enzymes 
de dé-ubiquitinylation extrêmement actives, et le devenir d’un substrat va donc dépendre 
d’une compétition cinétique entre ubiquitinylation, déubiquitinylation, adressage au 
protéasome et dégradation {Wilkinson, 2005}. Les déubiquitinylases (DUBs), aussi appelées 
isopeptidases, forment une grande famille de protéases capables de cliver la liaison peptidique 
ou isopeptidique entre la glycine C-terminale (Gly76) de l’ubiquitine et la protéine conjuguée 
(ou fusionnée), elle peuvent également couper la liaison entre deux ubiquitines {D'Andrea & 
Pellman, 1998}. On connaît à ce jour cinq sous-familles de DUBs déterminées par 
homologies de séquence et leurs mécanismes d’action : 4 sous-familles de protéases à 
cystéine (UBP, UCH, OTU/Cezanne et Ataxin-3/Josephin) et une famille de métalloprotéases 
dépendantes du Zinc (MPN+/JAMM) {Amerik & Hochstrasser, 2004}. La sous-famille des 
UBPs (Ubiquitin specific processing Proteases) représente la plus étendue et la plus 
diversifiée, suivie par celle des UCHs (Ubiquitin C-terminal Hydrolases). Enfin, certaines 
DUBs ont été caractérisées pour avoir une spécificité de substrat. C’est le cas notamment de 
l’isopeptidase A20, impliquée dans la voie NFκB, ainsi que de l’enzyme HAUSP, qui 
appartient à la famille des UBP. Cette isopeptidase interagit avec la protéine p53 et est 
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capable de la déubiquitinyler in vitro et in vivo, ce qui influe sur le niveau d’expression de la 
protéine {Li et al., 2002}. Pour terminer, il est intéressant de relever la caractérisation récente 
d’une famille de DUBs (Les gènes Dub1, Dub1A, Dub2, Dub2A et Dub3) induites en réponse 
à différentes cytokines dans des lignées de cellules hématopoïétiques de souris {Baek et al., 
2004}. 
I.B.4 Devenir des substrats ubiquitinylés 
Suite à la cascade d’ubiquitinylation, les protéines peuvent être modifiées sur une ou 
plusieurs lysines, par une ubiquitine monomérique ou par des chaînes de poly-ubiquitine. On 
parlera de mono- ou de poly-ubiquitinylation. Dans ce dernier cas, la réaction 
d’ubiquitinylation précédemment décrite est renouvelée, mais l’ubiquitine est conjuguée cette 
fois-ci sur une lysine de l’ubiquitine précédente. Dans certains cas, plusieurs lysines du 
substrat sont mono-ubiquitylées ; on parle alors de multi-monoubiquitinylation. Enfin, étant 
donné que l’ubiquitine possède 7 lysines dans sa séquence, et que toutes sont exposées à sa 
surface, il peut se former différents types de chaînes de poly-ubiquitine. Cette série de 
modifications constitue une gamme de signaux qui peuvent avoir des implications très 
diverses. L’ubiquitine constitue une étiquette permettant au substrat d’être reconnu par des 
effecteurs (par exemple le protéasome), mais bien souvent, des facteurs additionnels sont 
nécessaires pour assurer l’adressage des protéines ubiquitylées au protéasome {Hartmann-
Petersen et al., 2003}. Enfin, l’ubiquitinylation étant un processus réversible, les protéines 
peuvent être dé-ubiquitylées par l’intervention d’enzymes de dé-ubiquitinylation ou 
isopeptidases {Wilkinson et al., 2005}. Les étapes post-ubiquitinylation constituent à l’heure 
actuelle un vaste champ de la littérature, passionnant et très varié, bien qu’encore mal 
compris, mais qui n’entre pas dans le cadre de mon travail de thèse. Je donnerais donc dans 
cette partie un bref aperçu de ces domaines, uniquement dans le but de montrer que ces étapes 
constituent un niveau supplémentaire de complexité dans la régulation et le devenir des 
substrats.  
(a) La mono- et multi-ubiquitinylation  
La mono-ubiquitinylation ou conjugaison d’une seule molécule d’ubiquitine sur une des 
lysines du substrat est la forme structurale la plus simple d’ubiquitinylation. Lorsqu’il y a 
mono-ubiquitinylation sur plusieurs lysines du substrat, on parle alors de multi-mono-
ubiquitinylation. Ces deux processus sont impliqués dans différentes fonctions. Plusieurs 
études montrent que la mono- et la multi-monoubiquitinylation de nombreux récepteurs de 
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surface sont un signal de sortie vers la voie endosomale et de ciblage vers la dégradation 
lysosomale {Hicke, 2001}. Enfin la monoubiquitine est impliquée dans d’autres fonctions, 
comme le tri à la sortie des endosomes {Pickart, 2001}, la régulation des histones, la 
réparation de l’ADN, le bourgeonnement des particules virales, et l’export nucléaire 
{Haglund & Dikic, 2005}.  
(b) La poly-ubiquitinylation 
Lors de l’allongement de la chaîne de poly-ubiquitine, l’une ou l’autre des 7 lysines de 
l’ubiquitine (K6, K11, K27, K29, K33, K48, K63) peut être utilisée, conduisant à des chaînes 
de topologie différente {Wilkinson et al., 2005}. On les appelle par le nom de la lysine de 
l’ubiquitine utilisée pour la conjugaison. On parlera par exemple de chaînes K48 lorsque 
l’ubiquitine distale est conjuguée sur la lysine 48 de l’Ub proximale. Des méthodes utilisant la 
spectrométrie de masse ont été développées, qui permettent d’identifier la lysine de 
l’ubiquitine impliquée dans la liaison isopeptidique {Kirkpatrick et al., 2005 ; Tan et al., 
2008}. L’utilisation de cette méthode performante a permis de montrer que chez la levure, 
chaque lysine de l’ubiquitine peut être utilisée {Peng et al., 2003}, et l’abondance relative des 
différentes chaînes a pu être estimée (K48>K63>K11>K33=K29>K27>K6). Par ailleurs, dans 
le cas de l’étude d’un substrat particulier in vivo, il est possible d’utiliser des mutants de 
l’ubiquitine ne contenant qu’une seule lysine (les autres étant muté en arginine) pour 
déterminer quel type de chaîne est formé sur le substrat, mais les informations obtenues dans 
ce cadre doivent être exploitées avec prudence : en effet, en absence de la lysine « favorite », 
une autre peut dans certains cas être utilisée {Nishikawa et al., 2004}. Ces différents types de 
chaînes permettent de cibler les substrats conduisant vers des voies de signalisation 
différentes. Des nombreux travaux montrent que seuls les substrats possédant une chaîne de 
poly-ubiquitine d’au moins 4 molécules d’ubiquitine sur leurs résidus de lysine 48 peuvent 
être dégradés par le protéasome. Ces chaînes K48, qui sont les plus représentées constituent 
donc le signal majoritaire de reconnaissance par le protéasome 26S {Hjerpe & Rodriguez, 
2008}. D’autre part, une étude récente a montré que les chaînes K48 pouvaient être reliées à 
des fonctions indépendantes de la protéolyse {Flick et al., 2004}. En effet, la poly-
ubiquitinylation K48 de Met4, un activateur transcriptionnel du métabolisme du sulfure, 
induit l’inactivation de Met4, et non sa dégradation. La conjugaison d’un substrat par une 
chaîne de type K63 semble le plus souvent avoir un autre rôle que de favoriser la dégradation 
de ce substrat. A l’heure actuelle, les chaînes K63 ont été impliquées dans plusieurs processus 
ou voies de signalisation, dont entre autres la réparation de l’ADN, la régulation 
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transcriptionnelle (régulation des voies de signalisation induites par NF-κB {Haglund & 
Dikic, 2005}, la réponse inflammatoire, le transport de protéines (revue dans {Hicke & Dunn, 
2003}), l’activation de voies de signalisation {Kanayama et al., 2004} et le contrôle de la 
fonction des ribosomes {Spence et al., 2000}. Les chaînes de type K11, qui sont pourtant les 
troisièmes en termes d’abondance chez la levure après K48 et K63, n’ont été impliquées dans 
aucune voie de signalisation in vivo, bien qu’in vitro elles puissent entraîner la dégradation du 
substrat par le protéasome {Lindsten et al., 2002}. Il a été décrit que l’ajout d’une chaîne de 
type K27 sur la protéine co-chaperonne BAG-1 (Bcl2 associated athanogene) n’induit pas sa 
dégradation, mais favorise son association avec le protéasome, lui conférant ainsi un rôle 
d’adaptateur entre le protéasome et les molécules chaperonnes {Alberti et al., 2003}. Les 
chaînes de type K6 seraient impliquées dans la réparation d’ADN {Solomon et al., 2004}. Les 
chaînes de type K29 ont été impliquées dans l’initiation de l’ubiquitinylation dans le cadre de 
la voie UFD {Johnson et al., 1995}, mais peuvent être prolongées par des chaînes de type 
K48 {Saeki et al., 2004}. C’est le seul cas rapporté de chaîne mixte à l’heure actuelle. Il faut 
toutefois noter que les mécanismes moléculaires régissant la formation de l’une ou l’autre des 
chaînes de poly-ubiquitine restent encore mal connus. La multitude de signaux transduits par 
les chaînes d’ubiquitine est certainement due au fait que la topologie de ces chaînes diffère 
{Varadan et al., 2004}, permettant ainsi leur reconnaissance par des effecteurs spécifiques 
{Raasi et al., 2005} (Figure 4).  
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Figure 4 : Devenir des substrats ubiquitinylés 
Effets des différents types de chaînes de poly-ubiquitine sur le devenir du substrat. 
Adapté de Wilkinson KD, Ventii K., Friedrich KL..et Mullally J. The ubiquitin signal: assembly, 
recognitionand termination. Embo rep. 2005. 
 
I.B.5 Les protéines de la famille Ubiquitine ou Ubiquitin-like  
Elles se caractérisent par leur grande homologie structurale avec l’ubiquitine et possèdent 
des propriétés uniques permettant de complexifier d’avantage la diversité de signaux générés 
par l’ubiquitine. On distingue deux sous-familles. Les protéines strictement Ubiquitin-Like 
(UBLs) et les protéines à domaine Ubiquitin-like (UDPs, Ubiquitin-Like Domain Proteins) 
(Figure 5). Les protéines strictement Ubiquitin-Like ou UBLs peuvent être conjuguées sur 
une protéine substrat par liaison covalente de nature isopeptidique, comme l’ubiquitine. Bien 
qu’elles possèdent une séquence primaire distincte de l’ubiquitine, leur structure cristalline et 
leur mode de conjugaison sont très proches. Les protéines UBLs les plus étudiées à ce jour 
sont les membres de la famille SUMO (Small Ubiquitin-related Modifier), la protéine 
NEDD8 (Neural precursor cell-expressed Developmentally Downregulated-8), et ISG15 
(Interferon-Stimulated Gene 15) (Figure 5).  
























Figure 5 : Les protéines de la famille ubiquitine  
Structure des protéines de la famille de l’ubiquitine (A) : ISG15 (B) NEDD8 (C) et SUMO-1 et 2 (D).  
D’après Herrmann J., Lermn O., Lerman A. Ubiquitin and Ubiquitin like proteins in regulation. 
Circulation research. 2007. 
 
 
Pour la plupart ces protéines possèdent des enzymes de la cascade d’activation qui leur 
sont propres {Herrmann et al., 2007}. La sous-famille des protéines à domaine Ubiquitin-like 
est plus hétérogène structurellement et fonctionnellement. Toutes les protéines de cette 
famille contiennent un domaine dont la séquence a des homologies avec l’ubiquitine, mais ne 
sont ni clivées par des DUBs, ni conjuguées. La plupart des protéines UDPs peuvent 
s’associer au protéasome via leur domaine Ubiquitin-like, et constituer ainsi un lien entre le 
protéasome et des substrats potentiels. Ces substrats peuvent être par exemple des protéines 
mal conformées via la co-chaperonne Bag-1 {Luders et al., 2000}, des protéines de la 
réparation de l’ADN via HHR23 {Russell et al., 1999}, des E3 ubiquitine ligases via hPLIC 
{Kleijnen et al., 2000}, ou des substrats poly-ubiquitinylés via HHR23 et hPLIC puisque ces 
deux protéines contiennent également un domaine de liaison à l’ubiquitine. De plus, certaines 
UDPs sont des protéines de la voie d’ubiquitinylation : on trouve notamment une DUB 
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(Ubp6), une E3 ubiquitine ligase (Parkin), et une sous-unité de complexe E3 ubiquitine ligase 
(Elongin B) {Hartmann-Petersen & Gordon, 2004}. 
II. Les complexes de protéasome 
II.A. Composition et structure du 20S 
II.A.1 Evolution du 20S 
Il existe différentes formes de protéasome dans la cellule. Le protéasome 20S 
constitue le corps catalytique des différentes formes de protéasome. Sa caractéristique 
structurale première est de former un cylindre creux renfermant plusieurs sites catalytiques 
dans une cavité interne. Ce complexe multiprotéique de 750 kDa existe sous diverses formes 
chez toutes les espèces vivantes allant des archaebactéries aux eucaryotes. La structure du 
protéasome 20S se complexifie au cours de l’évolution. On retrouve des protéases ATP-
dépendantes bactériennes qui adoptent des structures en complexe cylindrique, avec les sites 
protéolytiques protégés à l’intérieur de la cavité, mais elles différent des protéasomes 
eucaryotes, au moins du point de vue structural. En effet les eubactéries ne possèdent pas de 
protéasome 20S, mais un complexe analogue, Hs1v, avec un site catalytique ouvert {Bogyo et 
al., 1997}. Chez les archéobactéries, le protéasome 20S est constitué de 7 sous-unités α et 7 
sous-unités β identiques {Lowe et al., 1995}. La taille du protéasome s'est relativement bien 
conservée pendant l'évolution, celui-ci mesurant environ 150Å de long par 115 Å de diamètre. 
Le centre actif ne fait pas plus de 53 Å {Nandi et al., 2006}, mais il arrive que son chemin 
d'accès ne dépasse pas les 13 Å de large, ce qui explique que les protéines doivent être déjà 
partiellement dénaturées pour accéder aux sites actifs. Ces organismes ont permis de 
nombreuses avancées dans la compréhension de la structure et de l’assemblage du protéasome 
20S. Néanmoins, ce chapitre ne s’intéressera essentiellement qu’au protéasome eucaryote, 
plus complexe que les précédents.  
II.A.2 Le protéasome 20S eucaryotes 
Le travail remarquable réalisé par de nombreux laboratoires comme celui du Dr 
Martin Rechesteiner, George DeMartino, Keiji Tanaka, Daniel Finley ou encore celui du Dr 
Wolfgang Baumeister permettent aujourd’hui de mieux comprendre la structure et la fonction 
de ce complexe. En effet les premières structures du protéasome 20S ont été déterminées par 
microscopie électronique chez le rat {Baumeister et al., 1988} puis par cristallographie chez 
S. cerevisiae {Groll et al., 1997}. La structure cristallographique 3D du protéasome 20S de 















mammifères n’a été établie qu’en 2002 {Unno et al., 2002}. Le protéasome 20S eucaryote est 
un cylindre creux composé de 4 anneaux identiques 2 à 2, chacun constitué de 7 sous-unités 
différentes mais présentant de fortes homologies de séquences. Ces sous-unités peuvent être 
divisées en deux groupes : les sous-unités α, qui constituent les anneaux externes, et les sous-
unités β qui composent les anneaux internes et portent les activités catalytiques (Figure 6A). 
La différence principale entre ces 2 groupes réside dans l’extrémité N-terminale qui est plus 
longue pour les sous-unités α et qui joue un rôle dans la fermeture des extrémités du cylindre 
(ou pore) et dans l’interaction du protéasome 20S avec ses activateurs (voir plus loin). Pour 
les sous-unités β catalytiques, cette queue N-terminale est remplacée par une pro-séquence 
qui est clivée lors de l’assemblage du protéasome {Seemuller et al., 1996}. L’agencement des 
sous-unités résulte en un cylindre de 15 nm de long et 11 nm de diamètre, et qui contient 3 













Figure 6 : Structure du protéasome 20S. 
(A) Vue schématique latérale du protéasome 20S eucaryote : 4 anneaux, 2 anneaux alpha et 2 anneaux 
béta. (B) Vue en coupe transversale du protéasome 20S montrant la séquestration des sites actifs (en 
jaune) à l’intérieur de la cavité centrale : cette structure empêche la dégradation inappropriée des 
protéines cellulaires.(C) Topologie des sites catalytiques :Activité PGPH; Trypsine-like et 
Chymotrypsine-like  
(A) et (B) D’après {Rechsteiner, M. & Hill, C. P. Mobilizing the proteolytic machine: cell biological 
roles of proteasome activators and inhibitors. Trends Cell Biol (2005). (C) D’après Coux, O. The 26S 
proteasome. Prog Mol Subcell Biol (2002).  
 
 
Introduction Partie I- chapitre I 
26 
 
La cavité centrale est délimitée par les deux anneaux β, tandis que les cavités externes 
(appelées « antichambres ») sont délimitées par un anneau α et un anneau β. Il semblerait que 
cette structure favorise la rétention des substrats à l’intérieur du cylindre et joue de ce fait un 
rôle déterminant dans la processivité du protéasome {Akopian, 1997 #110}. Chez les 
eucaryotes, seules 3 des sous-unités β  (β1, β2 et β5) possèdent une activité protéolytique 
clairement définie {Groll et al., 1997}. La cavité centrale contient donc 6 sites actifs. De plus, 
ces activités ont des spécificités distinctes qui ont pu être caractérisées grâce à l’utilisation de 
substrats peptidiques modèles : l’activité dite PGPH (peptidylglutamyl-peptide hydrolase) ou 
caspase- like (qui coupe après les résidus acides : aspartate ou glutamate…) est portée par β1, 
l’activité trypsin-like (qui coupe après les résidus basiques : arginine ou lysine) est portée par 
β2 et l’activité chymotrypsin-like (qui coupe après des résidus hydrophobes : tyrosine ou 
phénylalanine) par β5 {Orlowski et al., 1997}. On remarquera que la spécificité des 
différentes activités est strictement corrélée à la nature physico-chimique de l’environnement 
des sites actifs (Figure 6C), ainsi β2 présente dans son site actif un environnement acide dans 
lequel vont venir se loger des résidus basiques. Quel que soit le type de sous-unité β, le site 
actif est caractérisé par une thréonine dont le groupement amine, libéré lors du clivage des 
propeptides, sert de nucléophile dans le cycle catalytique {Lowe et al., 1995 Seemuller, 1995 
#471}. De plus ces trois sous-unités sont séquestrées dans la lumière de la cavité 
protéolytique, ce qui évite la dégradation non spécifique et inappropriée de protéines 
cellulaires. La fonction des 4 autres sous-unités, qui renferment des propeptides partiellement 
matures ou immatures, n’est pas clairement définie à ce jour {Heinemeyer et al., 1997}. Il 
semblerait que le protéasome de mammifères pourrait abriter un nouveau site catalytique au 
niveau de la sous-unité β7. L’activité de ce site putatif reste à mettre en évidence {Nandi et 
al., 2006}.  
II.B. Assemblage du protéasome 20S 
Ces dernières années de nombreux travaux se sont intéressés à l’étude des mécanismes 
moléculaires d’assemblage du protéasome 20S. La structure quaternaire du protéasome 20S 
de l’archaebactérie Thermoplasma acidophilium est identique à celle du protéasome 20S 
eucaryote. Le protéasome 20S de Thermoplasma acidophilium est structuralement moins 
complexe que celui des eucaryotes. En effet il est essentiellement composé de 2 polypeptides 
α et β arrangés en 4 anneaux heptamériques αβαβ {Lowe et al., 1995}. Il semblerait que 
l'assemblage du protéasome 20S dans ces organismes débute par un auto-assemblage 











spontané des sous-unités α en deux anneaux de 7 sous-unités chacun {Seemuller et al., 
1996}. L’assemblage du protéasome 20S eucaryotes est plus complexe (Figure 7). Au moins 
cinq des sept sous-unités β (β1, β2, β5, β6 et β7) seraient synthétisées sous forme de 
précurseurs avec des propeptides N-terminaux, ces propeptides seraient nécessaires à 
l’assemblage du protéasome 20S eucaryote {Chen & Hochstrasser, 1995}. C’est le cas des 
trois sous-unités catalytiques β1, β2 et β5 dont les propeptides permettent de protéger les 
thréonines N-terminales d'une N-acétylation qui serait fatale à leur activité {Arendt & 
Hochstrasser, 1999}. De plus, les rôles des propeptides sont déterminants dans le 
positionnement précis des deux hémi-protéasomes en vue de leur assemblage. Toutefois, le 
propeptide N-terminal de β5 paraît être le plus important. En effet, des études ont montré 
qu'une délétion de ce propeptide chez la levure stoppe la maturation du protéasome 20S et 
rend ainsi la cellule non viable {Jager et al., 1999}. La dimérisation des deux hémi-
protéasomes est couplée au clivage des propeptides. Ce clivage libère la thréonine N-
terminale des sous-unités catalytiques et permet ainsi aux sites actifs de n'être formés que 
















Figure 7 : Assemblage du protéasome 20S de mammifère  
L’assemblage du protéasome 20S est assisté par des protéines chaperonnes PAC 1, 2 et 3 et la protéine 
hUmp1. 
Adapté d’après Hirano, Y. et al. A heterodimeric complex that promotes the assembly of mammalian 
20S proteasomes. Nature (2005). 
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Des études récentes montent que l'assemblage du protéasome 20S des eucaryotes 
requiert la participation de protéines « accessoires ». Chez la levure, l'assemblage final 
nécessite la participation de la protéine Ump1 (16 kDa) qui sera rapidement dégradée après 
maturation du protéasome. Ump1 serait fixée au niveau des complexes précurseurs par le 
propeptide de β5 et permettrait de coordonner l'assemblage des sous-unités β entre elles 
{Ramos et al., 1998}. Chez les mammifères, une famille de protéines homologues a été 
décrite. Chez l'homme, elle porte le nom de POMP pour « Proteasome Maturation Protein » 
ou hUmp1 et aurait un rôle particulier dans l'assemblage de l'immunoprotéasome. En effet, 
une expérience a montré que le niveau d’expression de l’ARNm de POMP est augmenté après 
traitement à l’IFNγ {Witt et al., 2000}. De plus, dans les cellules surexprimant la sous-unité 
inductible β5i de l’immunoprotéasome (voir plus loin) et après stimulation à l’IFNγ, la 
quantité de la protéine POMP est diminuée. Ce phénomène ne s’observe pas lorsque la cellule 
n’exprime pas β5i. La diminution de la quantité de POMP serait due à sa dégradation rapide 
consécutive à la maturation de l’immunoprotéasome {Apcher et al., 2003}. Par ailleurs, des 
études récentes montrent qu’il existe chez les mammifères des protéines « accessoires » 
PAC1 (30 kDa) et PAC2 (28 kDa) (Proteasome Assembling Chaperone 19% d’identité entre 
ces deux protéines) formant un héterodimère qui se lierait très tôt aux intermédiaires 
d’assemblage et faciliterait la formation des anneaux α {Hirano et al., 2005}. L’héterodimère 
PAC1-PAC2 resterait associé aux anneaux α après leur formation et permettrait d’empêcher 
la formation de dimères d’anneaux α, favorisant ainsi l’association de sous-unité β aux 
anneaux α. Ces protéines « accessoires » seraient ensuite dégradées par le protéasome après 
sa maturation. Il semblerait que chez les mammifères, tout comme chez la levure, les sous-
unités β s’associeraient aux anneaux α de façon coordonnée. En effet des complexes 
incomplets de précurseurs contenant les 7 sous-unités α et 3 sous-unités β (β2, β3 et β5) ont 
été décrits {Li et al., 2007}. Très récemment, une nouvelle protéine « accessoire » a été 
identifiée chez le mammifère, il s’agit de la protéine PAC3, qui s’associerait également aux 
anneaux α et serait requise pour leur bonne formation {Hirano et al., 2006}. Contrairement 
aux complexes PAC1-PAC2 et Ump1, PAC3 se dissocierait avant la formation de 
l’hémiprotéasome, ce qui conduirait au recrutement des sous-unités β et Ump1 (Figure 7). 
Enfin, une nouvelle protéine PAC pouvant intervenir dans la biogènese du protéasome des 
mammifères a été très récemment identifiée, PAC4, son rôle et sa fonction reste encore peu 
clair {Le Tallec et al., 2007}.  




Dans certaines conditions, après traitement des cellules par différentes cytokines 
comme l’interféron gamma, des sous-unités catalytiques alternatives peuvent être induites : on 
les note β1i (LMP2), β2i (MECL-1) et β5i (LMP7) {Tanaka, 1998}. Ces sous-unités vont 
alors prendre la place des sous-unités β1, β2 et β5 dans le corps protéolytique pour former 
l’immunoprotéasome. Outre leur caractère inductible, ces sous-unités peuvent se trouver de 
façon constitutive dans certaines cellules du système immunitaire comme les cellules 
présentatrices d'antigènes (CPA) et les cellules dendritiques matures {Macagno et al., 1999}, 
ainsi qu’au niveau des organes lymphoïdes comme par exemple dans les cellules thymiques et 
les cellules de la rate {Heink et al., 2005; Stohwasser et al., 1997 }. L'immunoprotéasome 
ainsi formé possède la même capacité que le protéasome standard à dégrader les protéines 
endommagées et les protéines de courte durée de vie. Toutefois, l'activité des immuno-sous-
unités diffère de celle des sous-unités catalytiques du protéasome standard. Il semblerait que 
dans certains cas l'immunoprotéasome ait une meilleure capacité à générer les peptides 
antigéniques et à ce titre serait impliqué dans la réponse immunitaire {Cerundolo et al., 1995 ; 
Rock et al., 2002}. Ces observations seraient en accord avec la localisation des 
immunoprotéasomes autour du noyau où ils sont en association étroite avec le réticulum 
endoplasmique (RE) et les transporteurs de peptides du complexe TAP (Transporters 
associated with Antigen Processing) {Rivett et al., 2001}. Ceci faciliterait le passage des 
peptides générés par les immunoprotéasomes dans le lumen du RE pour permettre leur 
association avec les molécules de classe I du CMH (Complexe Majeur d'Histocompatibilité). 
En plus de l'IFNγ, d'autres cytokines sont capables d'induire la formation des sous-unités 
caractéristiques de l'immunoprotéasome. Les études à ce sujet sont très peu nombreuses et les 
résultats difficiles à interpréter. Le TNFα (Tumor Necrosis Factor) serait capable d'induire 
β5i dans des cellules endothéliales humaines, mais de façon moins efficace que l'IFNγ 
{Loukissa et al., 2000}. De la même façon, l'IFNβ induirait la transcription du gène codant 
pour β1i dans des cellules de carcinome rénal {Hisamatsu et al., 1996}. L'IFNα quant à lui, 
induirait la transcription de β1i dans certaines lignées cellulaires {Seliger et al., 1996} mais 
pas dans d’autres {Hisamatsu et al., 1996}. L'intégration des trois immuno-sous-unités 
apparaît être coopérative {Griffin et al., 1998}. En effet, β1i ne serait pas incorporée tant que 
β2i n'est pas présente, et inversement β2i aurait besoin de β1i pour son incorporation. La 
sous-unité β5i apparaît être la seule sous-unité inductible capable d'être incorporée 
indépendamment des deux autres. Certaines cellules pourraient donc éventuellement exprimer 
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des protéasomes de forme intermédiaire contenant β5i et les deux sous-unités constitutives β1 
et β2 {Dahlmann et al., 2001}. D’après ces études, il existerait, au niveau du muscle 
squelettique de rat, six sous-types de protéasomes mis en évidence par des techniques 
chromatographiques et présentant des profils et des niveaux d’activités peptidasiques 
différents. Les sous-types I et II contiendraient uniquement les 3 types de sous-unités 
catalytiques constitutives (protéasome standard) et les sous-types V et VI ne contiendraient 
que les immuno-sous-unités (immunoprotéasome). Les autres sous-types de protéasome (III et 
IV) seraient des formes intermédiaires comprenant à la fois des sous-unités catalytiques 
constitutives et des immuno-sous-unités. L’existance de ces protéasomes intermédiaires a été 
démontré récemment dans d’autres types de cellules {Klare et al., 2007} 
II.D. Complexité de structure du cœur catalytique 
Le protéasome 20S est structuralement très complexe. En effet il existe plusieurs 
formes de protéasome 20S : 20S standard, immunoprotéasome, protéasome 20S intermédiaire 
(contenant un mélange de sous-unités catalytiques constitutives et inductibles). De plus un 
autre niveau de complexité structurale s’ajoute par l’existence d’isoformes détectées après 
séparation des sous-unités du protéasome 20S par électrophorèse bi-dimensionnelle {Seelig et 
al, 1993 ; Claverol et al, 2002}. Il semblerait que ces isoformes soient reliées entres elles par 
des modifications post-traductionnelles {Claverol et al., 2002; Uttenweiler-Joseph et al., 
2008}. Les modifications post-traductionnelles majeures mises en évidence à ce jour sur les 
sous-unités du protéasome 20S sont : la phosphorylation {Castaño et al, 1996 ; Mason et al, 
1996 ; Claverol et al, 2002} {Lu et al., 2008}, et l’acétylation N-terminale {Lee et al., 1990} 
{Arendt & Hochstrasser, 1999}. Il a été montré par exemple, que la phosphorylation de la 
sous-unité α7 pourrait réguler l’association du protéasome 20S avec ses complexes 
régulateurs {Feng et al., 2001}. La régulation fonctionnelle du protéasome par chacune de ces 
modifications reste très peu connues. 
III. Le protéasome : différentes formes et fonctions 
 Les activités protéolytiques du protéasome 20S peuvent être modulées positivement ou 
négativement par différents régulateurs {Rechsteiner & Hill, 2005}. On retrouve des 
complexes activateurs du protéasome 20S ou Protéasome Activator (PA700, PA28 et PA200) 
et des protéines inhibitrices (PI31, PR39) du protéasome. Il existe également des petites 
molécules (MG132, PSI, MG262, PS341, NLVS, YLVS, Epoxomicine, Lactacystine) 
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capables d’inhiber l’activité du protéasome 20S {Nandi et al., 2006}, qui seront décrites dans 
le chapitre suivant.  
III.A. Les complexes activateurs du protéasome 20S 
 A ce jour, trois complexes activateurs capables d’augmenter in vitro l’activité 
peptidasique du 20S contre des substrats fluorogéniques modèles ont été caractérisés. Il s’agit 
de PA700 (ou 19S), présent chez tous les eucaryotes, PA28 (ou 11S), présent chez certains 
eucaryotes supérieurs, avec des variations suivant les membres de la famille, et PA200, 
l’appellation PA signifiant « Proteasome Activator ». Des études par microscopie électronique 
montrent que dans la cellule ces trois complexes s’associent au 20S par des interactions avec 
l’anneau des sous-unités α (Figure 8). De plus, on peut observer des formes « hybrides » de 
protéasome {Tanahashi et al., 2000}, où une extrémité du 20S est associée à PA700 et l’autre 
à PA28 (Figure 8). Les données structurales réunies sur ces trois types d’activateurs montrent 
qu’ils sont traversés par un pore ou canal qui va se positionner dans le prolongement du canal 
du 20S : en ce qui concerne PA28, la structure cristallographique (voir plus loin) le montre 
très clairement. Pour ce qui est de PA700, on verra plus loin que cet agencement semble 
concerner au moins le sous-complexe appelé « base ». Enfin, la modélisation par homologie 
de séquence de la structure de PA200 prédit un agencement en solénoïde dont le pore pourrait 
se positionner dans le prolongement du canal du 20S {Kajava et al., 2004}, ce qui semble 
confirmé par les données de microscopie électronique. Ces données de structure sont donc 
bien en faveur d’un rôle des activateurs dans la régulation de l’ouverture du 20S. 
III.A.1 PA700 ou 19S 
 Les études structurales réalisées par Huber et ses collaborateurs {Lowe et al., 1995} 
montrent que les sites catalytiques du protéasome 20S sont séquestrés dans le creux du 
cylindre afin d’éviter une dégradation inappropriée de certaines protéines dans la cellule 
{Baumeister et al., 1998}. Les substrats accéderaient donc à la chambre catalytique après 
activation du protéasome 20S par un canal situé au niveau des anneaux α. Cependant il 
semblerait que dans les cellules eucaryotes, en absence d’activateurs ce canal soit fermé et 
que de ce fait le protéasome 20S ne soit pas capable seul de dégrader les protéines. En effet 
comme expliqué précédemment la structure cristallographique du protéasome 20S montre que 
l’ouverture de ce canal est très faible (à peu près 10 Å) au niveau des sous unités α, 
empêchant ainsi les substrats protéiques d’accéder à la chambre catalytique. Le complexe 
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PA700 est l’un des activateurs du protéasome 20S dont la structure et la fonction ont été la 











Figure 8 : Protéasome 20S associé à ses différents activateurs. 
Reconstitution tridimensionnelle des structures obtenues en microscopie électronique  
(A) Protéasome 26S : PA700 + 20S+ PA700. (B) Protéasome PA28+ 20S + PA28. (C) 
Protéasome hybride : PA700 + 20S+ PA28. (D) Protéasome PA200 + 20S 
 
Adapté d’après Baumeister, W., Walz, J., Zuhl, F. & Seemuller, E. The proteasome: paradigm of a 
self-compartmentalizing protease. Cell (1998) et Ortega, J. et al. The axial channel of the 20S 












Figure 9: Architecture 
moléculaire du protéasome 26S eucaryotes. 
Le protéasome 26S résulte de l’assemblage du protéasome 20S(cœur catalytique) avec deux 
complexes régulateurs 19S fixés à chacune de ses extrémités. Chacun de ces complexes est formé d’un 
« couvercle » dont le rôle est de fixer les protéines poly-ubiquitinylées à dégrader, et d’une « base » 
constituée de 6 ATPases responsables du dépliement des protéines et de leur translocation vers le cœur 
catalytique 20S. 
Adapté d’après Robinson, C. V., Sali, A. & Baumeister, W. The molecular sociology of the cell. Nature 
(2007).et Baumeister, W., Walz, J., Zuhl, F. & Seemuller, E. The proteasome: paradigm of a self-
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Ce complexe d’une masse moléculaire de 700 kDa est très conservé de la levure à 
l’homme. Il se lie sur les deux extrémités du protéasome 20S pour former le protéasome 26S 
{Glickman et al., 1998}. Le complexe ainsi formé mesure 40 nm de long. Cependant des 
complexes composés du protéasome 20S et d’un unique complexe 19S ont été observés 
{Adams et al., 1997}. Le mode d’assemblage des complexes régulateurs au protéasome 20S 
est ATP-dépendante et repose sur des interactions non covalentes et de faibles énergies. De 
plus, des modifications de certaines sous-unités du complexe PA700, et notamment des 
phosphorylations, pourraient influer sur l’assemblage et le désassemblage du protéasome 26S 
contribuant ainsi à la régulation de la protéolyse {Mason et al., 1998}. A l’heure actuelle, 
cette forme de protéasome est considérée comme un acteur majeur de la dégradation des 
protéines, ubiquitinylées ou non. Pour assurer ces fonctions, un consensus veut que le 
régulateur PA700 soit capable de : (i) reconnaître les substrats (ubiquitinylés ou non), 
(ii)déubiquitinyler les susbstrats ubiquitinylés afin de recycler l’ubiquitine, (iii) dénaturer les 
substrats, (iv) ouvrir le canal du 20S et (v) permettre la translocation des substrats dans le 
20S. Il est possible que le 19S joue également un rôle dans la sortie des peptides digérés. 
Enfin, le PA700, de même que les autres régulateurs du 20S, pourrait jouer un rôle dans la 
localisation du protéasome, mais ces deux dernières pistes ont été très peu étudiées. 
 Le complexe PA700 n’a actuellement pas pu être cristallisé, ni seul, ni en association 
avec le 20S. Sa structure 3D exacte n’est actuellement pas connue, toutefois des analyses par 
microscopie électronique, combinées à des études de mutagénèse chez la levure ont permis de 
définir la structure de ce complexe. Il est composé de 17 sous-unités de poids moléculaire 
allant de 25 à 110 kDa réparties en deux sous-complexes {Groll & Clausen, 2003}. La 
« base » et le « lid » (Figure 9, {Robinson, 2007 #730, Zwickl, 1999 #291}. La base est 
constituée de 6 ATPases (Rpt 1 à Rpt 6), faisant partie de la famille AAA (ATPasiques 
Associated with different cellular Activity), et de trois sous-unités non ATPasiques (Rpn 1, 
Rpn 2 et Rpn 10). Les 6 ATPases, qui présentent 40 % d’homologies entre elles, forment un 
anneau qui est en contact avec l’anneau α du protéasome 20S (Figure 9), permettant ainsi 
l’ouverture du pore {Glickman et al., 1998}. Les sous-unités ATPasiques portent également 
une activité de liaison aux protéines mal repliées {Braun et al., 1999} et ont pour fonction de 
déplier et transloquer ces protéines vers la cavité protéolytique par des processus ATP-
dépendant. Au cours de ces mécanismes l’ATPase Rpt 5 serait responsable de la 
reconnaissance des chaînes d’ubiquitine alors que Rpt 2 serait nécessaire à l’ouverture du 
canal axial conduisant la protéine à dégrader vers la chambre catalytique {Kohler et al., 
2001}. Des études ont montré que la sous-unité non ATPasique Rpn 10 serait capable de fixer 
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des chaînes d’ubiquitine, permettant ainsi le recrutement des substrats protéiques {Deveraux 
et al., 1994}. Il semblerait également que la sous-unité Rpn 10 joue un rôle dans la cohésion 
et la stabilisation des interactions entre la base et le couvercle, puisque la délétion de cette 
sous-unité fragilise le PA700 et entraîne dans certaines conditions la dissociation des deux 
sous-complexes. Cependant, il n’est pas à exclure que les sous-unités Rpn 1 et Rpn 2 qui 
possèdent des domaines et motifs impliqués dans les interactions protéines-protéines, jouent 
des rôles similaires {Ferrell et al., 2000}. Enfin, il existe un sous-complexe supplémentaire 
appelé « modulateur », composé de 2 ATPases (Rpt 4 et Rpt 5) et d'une protéine appelée p27, 
qui serait un activateur ou un facilitateur de la formation du 26S {Adams et al., 1997}. Le 
couvercle est constitué de 8 sous-unités non ATPasiques dont certaines portent des sites de 
liaison aux chaînes d’ubiquitine. Le couvercle est porteur, par la sous unité Rpn11, d’une 
activité isopeptidase permettant le clivage de ces chaînes {Verma et al., 2002}. Toutefois, en 
ce qui concerne le couvercle, aucune information structurale précise n’est disponible à l’heure 
actuelle. Cependant, le positionnement du couvercle par rapport à la base ménage une sorte de 
cavité qui pourrait permettre un positionnement du substrat favorisant sa dénaturation et sa 
translocation dans le 20S par la base, tandis que la chaîne d’ubiquitine serait clivée par la(es) 
isopeptidase(s) du couvercle. L extrême complexité de ce système justifie que les étapes 
cruciales permettant la spécificité et l’entrée des substrats dans le canal du protéasome 20S 
soient encore très mal connues.  
III.A.2 PA28 ou 11S ou REG 
Ce complexe peut s’associer avec le protéasome 20S, de la même façon que le PA700. Il est 
retrouvé chez les eucaryotes supérieurs, mais pas chez la levure. Cette famille de protéine 
comprend trois membres homologues : PA28α, PA28β et PA28γ (cette dernière ayant été 
initialement identifiée sous le nom d’antigène Κi; {Rechsteiner & Hill, 2005}). Ces protéines 
d’environ 28 kDa forment des anneaux heptamériques qui peuvent s’associer au protéasome 
20S via une interface avec l’anneau de sous-unités α, stimulent son activité peptidase et 
pourraient jouer un rôle dans la dégradation des peptides viraux. En revanche, il semblerait 
que ce complexe soit incapable de reconnaître l’ubiquitine et qu’il ne possède pas d’activité 
ATPase. Les sous-unités PA28α sont capables de former des homoheptamères in vitro, mais 
elles sont le plus souvent retrouvées en complexes avec PA28β. PA28γ forme des homo-
heptamères in vitro et in vivo. PA28γ est présent chez les vers, les insectes et les animaux 
d’ordre supérieur, mais pas chez la levure ni les plantes {Rechsteiner & Hill, 2005}. La 
protéine PA28γ est exprimée dans tous les tissus, mais de manière beaucoup plus importante 
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dans le cerveau. Au contraire, les complexes PA28α et β sont très peu exprimés dans le 
cerveau ; ils sont exprimés dans tous les tissus, avec un niveau particulièrement élevé dans les 
tissus immuns. De même, la distribution intracellulaire de PA28α/β et PA28γ diffère (Figure 
10): les complexes PA28α/β sont essentiellement cytoplasmiques tandis que les complexes 
PA28γ sont strictement nucléaires. Ils pourraient être impliqués dans la régulation de la 
transcription et de l’apoptose {Baldin et al., 2008}. Enfin, de même que les sous-unités β du 
protéasome sont inductibles, les sous-unités PA28α et β sont induites par l’interféron γ, ce qui 
n’est pas le cas pour PA28γ. Il peut s’associer, dans les cellules hématopoïétiques 
uniquement, avec un complexe 19S, et une variante du protéasome 20S, pour former 
l’immunoprotéasome. En effet, des signaux inflammatoires tels que l’IFNγ (interféron 
γ), l’IFNβ et le TNFα (Tumor Necrosis Factor a) peuvent induire l’expression de trois 
nouvelles sous-unités du 20S comme décrit précédemment (β1i, β5i et β2i) qui vont 
s’incorporer à la place des sous-unités constitutives. Une étude récente a rapporté l’existence 
d’une sous-unité β5 exprimée exclusivement dans les cellules épithéliales du thymuscortical, 
nommée β5t. Cette sous-unité, qui réduit l’activité chymo-trypsine-like de 
l’immunoprotéasome, serait impliquée dans la génération du répertoire de cellules T CD8+ à 
CMH I au cours de la sélection thymique {Murata et al., 2007}. Toutes ces propriétés 
suggèrent que PA28α/β pourrait jouer un rôle important dans la génération des peptides 










Figure 10 : Rôles biologiques potentiels des différents complexes du protéasome. 
Les complexes PA 28αβ sont localisés dans le cytoplasme et pourraient être impliqués dans la réponse 
immunitaire. Le complexe PA 28 γ est localisé dans le noyau et pourrait être impliqué dans la 
régulation de la transcription et de l’apoptose. Le complexe PA200 serait impliqué dans les 
phénomènes de réparation de l’ADN.  
 
D’après Rechsteiner, M. & Hill, C. P. Mobilizing the proteolytic machine: cell biological roles of 
proteasome activators and inhibitors. Trends Cell Biol 15, 27-33 (2005). 




 L’activateur PA200 a été découvert très récemment {Ustrell et al., 2002}. La protéine 
PA200 est formée d’une seule chaîne peptidique de près de 200 kDa. Des homologues ont été 
retrouvés chez la levure, le vers, et l’homme. Les rôles biologiques de PA200 comme PA28 
sont très peu connus par rapport à ceux de PA700, cependant leur activité biologique et le fait 
qu’ils soient conservés au cours de l’évolution suggèrent qu’ils jouent un rôle important dans 
la physiologie cellulaire {Rechsteiner & Hill, 2005}. In vitro, seul le complexe PA700 est 
capable d'activer la dégradation de protéines ubiquitinylées par le protéasome 20S, et ce de 
manière ATP-dépendante. Les complexes PA28 et PA200, s’ils activent le 20S contre des 
peptides modèles, ne sont pas capables de le faire sur des protéines ubiquitinylées, au moins 
in vitro. De plus, leur effet activateur, de même que leur association au 20S, ne nécessitent 
pas d’énergie. Ceci explique qu’à ce jour le rôle biologique du protéasome 26S soit beaucoup 
mieux caractérisé que pour les autres formes de protéasome. La caractérisation initiale, ainsi 
que des homologies avec la protéine de levure Blm3p, suggéraient au départ un rôle dans la 
réparation de l’ADN, ce qui a été contredit par la suite {Rechsteiner & Hill, 2005}. Une des 
hypothèses la plus probable à l’heure actuelle serait que les complexes activateurs PA28 et 
PA200 s’associeraient à une extrémité du 20S tandis que l’autre est associée à PA700 pour 
former un protéasome hybride {Ustrell et al., 2002}. Les complexes PA200 et PA28 
joueraient ainsi le rôle d’adaptateurs dans ce « protéasome hybride » et pourraient ainsi 
moduler l’activité du 26S (notamment en facilitant la sortie des peptides processés) et/ou sa 
localisation (Figure 10). Cette fonction d’adaptateur de PA200 a été étudiée par le Dr Kajava 
{Kajava et al., 2004} qui propose que PA200 adopte une structure de ‘Solenoid’ qui est la 
structure typique associée à une fonction de reconnaissance d’interaction protéine-protéine. 
Bien qu’il soit parfaitement clair à l’heure actuelle que PA200 se fixe au niveau des 
extrémités du protéasome 20S, la signification physiologique de cette association reste encore 
peu claire. 
III.B. Répresseurs de l’activité du protéasome 
 Dans ce paragraphe seul les protéines inhibitrices de l’activité protéolytique du 
protéasome seront décrites. La structure et le rôle des petites molécules d’origine naturels et 
synthétiques inhibitrices de l’activité protéolytique du protéasome 20S seront largement 
discutés dans le chapitre suivant. 
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III.B.1 La protéine Hsp 90 
 La protéine chaperonne Hsp90 peut inhiber l’activité du protéasome. In vitro, cette 
protéine abondante, inhibe l’hydrolyse de peptides fluorogéniques par le protéasome 20S d’un 
facteur 2 {Yamano et al., 2002}. De façon intéressante, cette inhibition affecte seulement 
l’activité du protéasome 20S standard, mais pas l’immunoprotéasome. De plus, l’activité du 
protéasome 20S est rétablie avec un faible niveau d’activateur PA28 α/β. Il semblerait donc 
que le fait que l’activité de l’immunoprotéasome ne soit pas inhibée par la protéine Hsp90, ait 
un rôle physiologique important, notamment dans la voie de transport des peptides 
antigéniques de class I {Yamano et al., 2002}. Comme tous les organes à l’exception du 
cerveau expriment le complexe PA28 α/β, si Hsp90 inhibe l’activité du protéasome 20S, il se 
pourrait que ces effets soient atténués in vivo.  
III.B.2 La protéine PI31 
 La protéine PI31 (où PI signifie Proteasome Inhibitor) est une protéine de 30kDa 
contenant des séquences riches en proline. Cette protéine est un inhibiteur de l’activité du 
protéasome 20S. En effet, cette protéine est capable d’inhiber la dégradation de peptides 
fluorogéniques et des protéines dénaturées in vitro {McCutchen-Maloney et al., 2000}. Des 
homologues de cette protéine sont retrouvés chez les plantes et les eucaryotes supérieurs, mais 
pas chez la levure et les ARNm de la protéine PI31 sont retrouvés dans plusieurs organes. Des 
expériences d’immunofluorescence ont permis de localiser cette protéine au niveau du 
réticulum endoplasmique des fibroblastes de souris {Zaiss et al., 2002}. Des études in vitro 
montrent que PI31 inhibe principalement l’activité chymotrypsin-like et PGPH du protéasome 
20S et dans une moindre mesure l’activité trypsin-like {Zaiss et al., 1999}. La protéine PI31 
est un inhibiteur compétitif du complexe activateur PA28 α/β avec une affinité pour le 20S 50 
fois plus importante que celle du complexe PA28α/β {McCutchen-Maloney et al., 2000}. Sa 
fonction biologique était mal comprise, mais des données récentes semblent montrer que dans 
les cellules, la surexpression de PI31 inhibe la formation de l’immunoprotéasome et la 
présentation des antigènes de classe I sans réellement altérer les fonctions générales du 
protéasome {Zaiss et al., 2002}.  
III.B.3 Le polypeptide PR39 
 Un autre inhibiteur riche en prolines et en arginines est le peptide PR39 
{Gudmundsson et al., 1995}: c’est un polypeptide de 39 résidus sécrété par les macrophages 
et capable de traverser les membranes cellulaires. De même que PI31, PR39 inhibe in vitro 
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l’activité des protéasomes 26S et 20S -PA28α/β en affectant les activités Chymotrypsine-Like 
et PGPH mais sans modifier l’activité trypsine-like. Ce peptide induit la réduction de 
l’activation de NF-κB dans des modèles d'infarctus du myocarde {Gao et al., 2000}. 
III.B.4 Les autres protéines inhibitrices 
  Deux protéines d’origine virale auraient également un potentiel inhibiteur sur les 
activités protéolytiques du protéasome ; il s’agit de la protéine Tat du virus HIV {Apcher et 
al., 2003} et de HBx du virus de l’Hépatite B {Hu et al., 1999}. En ce qui concerne la 
protéine Tat, la protéine est capable d’interagir avec le protéasome 20S et d’empêcher 
l’activation du 20S par PA28α/β ; de plus, des données in vivo montrent une altération de la 
réponse immune de classe I dans des cellules surexprimant Tat. Bien que le rôle de la protéine 
HBx ne soit pas encore bien défini, un des modèles actuels serait en faveur d’une inhibition 
de l’immunoprotéasome par ces protéines virales. Enfin, de façon intéressante, les agrégats de 
protéines, issus du vieillissement de la cellule, du stress oxydatif ou de pathologies comme les 
maladies neuronales, peuvent jouer un rôle physiologique important en s’associant fortement 
au protéasome conduisant ainsi à la formation d’agrégats difficile à solubiliser et séquestrant 
le protéasome {Gillardon et al., 2007}. Cette association altère la dégradation des protéines 
poly-ubiquitinylées dans la cellule, conduissant à l’accumulation de protéines agrégées 
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CHAPITRE II : LE PROTEASOME UNE NOUVELLE CIBLE 
PHARMACOLOGIQUE EN CANCEROLOGIE 
L’utilisation des inhibiteurs du protéasome dans le traitement des cellules 
leucémiques, et plus particulièrement des leucémies aigües myéloïdes (LAM) et leurs 
mécanismes d’action représentent le sujet principal de ce travail de thèse. Ainsi, ce chapitre 
abordera dans un premier volet l’introduction des inhibiteurs en clinique pour le traitement 
des cancers, puis l’importance du système ubiquitine protéasome dans les phénomènes de 
cancérisation des cellules. L’action principale de cette drogue étant d’induire l’apoptose des 
cellules cancéreuses, je reviendrai sur les mécanismes d’apoptose, puis sur les différents 
facteurs impliqués dans la réponse des cellules au traitement par les inhibiteurs du 
protéasome. Enfin le dernier paragraphe, après un bref rappel sur l’hématopoïèse, se 
focalisera sur les inhibiteurs du protéasome dans les traitements des LAM.  
I. Les inhibiteurs du protéasome 
 Les inhibiteurs du protéasome ont tout d’abord été utilisés comme outils en recherche 
fondamentale afin d’élucider la fonction et la spécificité de dégradation des activités 
protéolytiques du protéasome 20S. Ces inhibiteurs ont ainsi pu contribuer à la compréhension 
des fonctions essentielles du protéasome 26S dans différents processus et mécanismes des 
cellules eucaryotes {Naujokat et al., 2007, Gaczynska, 2005 #768, Adams, 2004 #592, 
Naujokat, 2007 #770, Dalton, 2004 #772, Groll, 2004 #771}. Bien que le protéasome possède 
plusieurs sites catalytiques, l'inhibition de tous les sites n'est pas nécessaire pour réduire de 
façon significative la dégradation protéique. De nombreuses études démontrent que seule 
l’inhibition de l'activité chymotrypsine-like, portée par les sous-unités β5, est suffisante pour 
permettre une réduction importante du taux de dégradation des protéines alors que 
l'inactivation des autres sites, trypsine-like et PGPH, n'a que peu d'effet sur la protéolyse 
totale {Kisselev & Goldberg, 2001}. De plus, la plupart des inhibiteurs de l'activité 
Chymotrypsine-like sont hautement hydrophobes ce qui facilite leur passage au niveau de la 
membrane plasmique des cellules. En conséquence, la majorité des inhibiteurs utilisés 
actuellement agissent principalement sur l'activité chymotrypsine-like mais possèdent 
également quelques effets sur les deux autres types d’activités (typsine- Like et PGPH).  
I.A. Les principaux inhibiteurs du protéasome 
 Les inhibiteurs du protéasome sont classés en fonction de leur origine (naturelle ou 
synthétique) et de leur groupement pharmacophore (Figure 11). Ce sont des dérivées 
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peptidiques (sauf la lactacystine) dont le groupement pharmacophore, qui est généralement 
localisé en C-terminal, interagit avec les thréonines N-terminales des sites catalytiques du 
protéasome 20S en se fixant de façon réversible ou irréversible {Kisselev & Goldberg, 2001}. 
Les inhibiteurs synthétiques sont principalement représentés par la famille des peptides 
aldéhydiques et vinylsulfones. Les peptides aldéhydiques sont les premiers inhibiteurs du 
protéasome qui ont été développés. Cette classe d’inhibiteur est représentée par les molécules 
suivantes : l'Ac-Leu-Leu-nLeu-al (ALLN), Z-Ile-Glu(OtBu)-Ala-Leu-al ou PSI, le tripeptide 
aldéhyde Z-Leu-Leu-Leu-al ou MG132 et le dipeptide aldéhyde CEP-1612  {Kisselev & 
Goldberg, 2001}. La famille des peptides vinylsulfones est représentée par deux composés 
majeurs : le NVLS et le peptide Tyr-Leu-Leu-Leu-vinylsulfone (YL3VS) {Glas et al., 1998}. 
On retrouve également la famille des peptides boronates qui sera décrite dans le paragraphe 
suivant. Les molécules d’origine naturelle inhibant l’activité du protéasome sont la 
lactacystine, un métabolite issu de Streptomyces {Fenteany et al., 1995}, et les époxycétones. 
Les principales époxycétones utilisées actuellement sont l’époxomycine, l'éponémycine et le 
















Figure 11 : Principales classes d’inhibiteurs du protéasome 
Les différentes familles d’inhibiteurs du protéasome. En rouge: le groupement pharmacophore. 
Adapté d’après Kisselev, A. F. & Goldberg, A. L. Proteasome inhibitors : from research tools to drug 
candidates. Chem Biol (2001).  
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I.B. Spécificité des inhibiteurs  
 Tous ces composés se lient au sous-unités catalytiques du protéasome 20S et inhibent 
ainsi ces activités protéolytiques {Kisselev & Goldberg, 2001}. Plusieurs de ces inhibiteurs 
sont peu spécifiques du protéasome ou présentent une cinétique intracellulaire peu favorable 
ne permettant pas leur utilisation en thérapeutique. Par exemple, les inhibiteurs de la famille 
des peptides aldéhydiques, qui sont réversibles et possèdent une vitesse de fixation lente sur 
les sites portant l’activité Chymotrypsine- Like, ont des taux de dissociation élevés et sont 
rapidement oxydés en acides inactifs et transportés hors de la cellule par le système 
« multidrug resistant » (MDR), qui est un des mécanismes de résistance des cellules aux 
agents cytotoxiques {Kisselev & Goldberg, 2001}. Les effets de ces inhibiteurs sont donc 
rapidement annulés sur des modèles cellulaires. De plus, ces composés inhibent également 
l’activité des protéases à sérine et cystéine, comme les calpaïnes et les cathepsines, ils ne sont 
pas utilisables sur les patients. Néanmoins, ces composés, et notamment le MG132, restent à 
l’heure actuelle des inhibiteurs de choix comme outils de recherche pour les expériences 
impliquant des cultures cellulaires ou de tissus. Les peptides vinylsulfones et les inhibiteurs 
naturels du protéasome, comme la lactacystine, présentent une plus grande spécificité pour le 
protéasome comparés aux peptides aldéhydiques mais modifient de façon covalente les sous-
unités catalytiques β5 du protéasome. Ils conduisent ainsi à une inhibition permanente du 
protéasome {Bogyo et al., 1997, Kisselev, 2001 #638} préjudiciable pour leur utilisation en 
clinique {Richardson et al., 2003}. Le remplacement du groupement aldéhydique des peptides 
par un acide boronique permet d’améliorer leur sélectivité pour le protéasome et de pallier 
aux problèmes évoqués précédemment. En effet, comme pour les aldéhydes, les peptides 
boronates agissent en formant un adduit tétraédrique avec la thréonine du site actif. Toutefois, 
ces peptides différent de leurs analogues aldéhydiques par leur vitesse de dissociation avec le 
protéasome qui est plus lente, permettant ainsi une inhibition stable. Par ailleurs, les boronates 
sont beaucoup plus sélectifs que les aldéhydes puisqu'ils inhibent très peu les thiol-protéases. 
De plus, ces inhibiteurs ne sont pas inactivés par oxydation et ne sont pas sécrétés rapidement 
par le système MDR. Enfin, des travaux démontrent que les peptides boronates sont 100 fois 
plus actifs que leur analogues aldéhydiques {Kisselev & Goldberg, 2001}. Cette combinaison 
de capacité inhibitrice, de sélectivité et de stabilité métabolique fait des peptides boronates les 
meilleurs candidats pour la thérapie anti-cancéreuse par rapport aux autres classes 
d'inhibiteurs {Richardson et al., 2003}. Le PS-341 ou Bortézomib, un dipeptide boronate, est 
d'ailleurs le premier inhibiteur du protéasome ayant obtenu une autorisation de mise sur le 
marché (AMM) par la FDA US en 2003 pour le traitement de patients atteints de myélomes 
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multiple récidivants. Il est actuellement commercialisé par la société Millenium 
Pharmaceuticals sous le nom de Velcade™. 
I.C. Le Bortézomib ou PS-341 : nouvelle drogue antitumorale 
Le PS-341 ou Bortézomib (Figure 11), est un dipeptide boronate capable de fixer 
spécifiquement le protéasome et d’inhiber de façon réversible son activité Chymotypsine-like. 
Il inhibe le protéasome en interagissant avec les résidus thréonines situés au niveau des sites 
catalytiques, mais avec une affinité décroissante pour le site de β5, β1 et β2, respectivement 
{Berkers et al., 2005}. En effet, même utilisé à des fortes concentrations (10 µM), il n’exerce 
aucune inhibition sur une large variété de récepteurs et de protéases sélectionnés. Il serait plus 
de 1 500 fois plus sélectif pour le protéasome que pour l’enzyme présentant l’affinité la plus 
proche. De plus, des études réalisées in vitro montrent que le Bortézomib se dissocierait 
lentement du protéasome (t1/2 de 20 minutes) et permettrait d’obtenir une inhibition stable. Il 
présente également l’avantage d’être efficace à de faibles doses pharmacologiques. En effet, 
une faible concentration en Bortézomib (7 nM) est capable de réduire de 50 % la prolifération 
tumorale. Des travaux montrent également que l’injection directe de Bortézomib sur des 
tumeurs humaines implantées dans des souris conduit dans 40 % des cas à une réduction de 
plus de 70 % du volume de la masse tumorale {Adams et al., 1999}. Il a donc démontré une 
activité antitumorale significative et une toxicité tolérable utilisé seul ou en combinaison avec 
d'autres agents anticancéreux lors des essais pré-cliniques et cliniques. De plus, les cellules 
cancéreuses seraient plus sensibles aux effets pro-apoptotiques de l’inhibition du protéasome 
que les cellules normales {Adams, 2004}.  Initialement mis sur le marché pour le traitement 
des myélomes multiples, de nombreux essais cliniques réalisés actuellement évaluent 
l’utilisation de cette nouvelle classe de molécule seule ou en combinaison pour le traitement 
d’autres formes de cancers {Almond & Cohen, 2002}. Ces considérations seront développées 
ultérieurement. 
I.D. Nouvelle génération d’inhibiteur du protéasome 
Avec la validation du protéasome comme cible pour la thérapie de cancers, de 
nombreux travaux se sont intéressés à la découverte d’autres inhibiteurs utilisables en 
clinique. Ces travaux ont conduit à la découverte de deux nouveaux agents de seconde 
génération qui ont été validés lors d’études cliniques en phase I : le NPI-0052 
(salinosporamide A, β-lactone) et le carfilzomib (PR-171, dérivé de l’époxomicine). A la 
différence du Bortézomib, qui se lie lentement et de façon réversible au protéasome, NPI-
0052 et le carfilzomib se lient irréversiblement, empêchant de rétablir une activité 
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protéasomale. Ces deux inhibiteurs induisent une dépolarisation du potentiel membranaire 
mitochondrial et activent l’apoptose médiée par la de caspase-8. Le carfilzomib active 
également la caspase-9. Les études précliniques ont démontré que ces deux inhibiteurs 
permettaient de lever, au moins partiellement, la résistance du Bortézomib in vitro {Kuhn et 
al., 2007}. D'ailleurs, ces inhibiteurs ont montré une activité anticancéreuse plus importante 
comparé au Bortézomib dans un grand nombre de modèles cellulaires, y compris dans les 
myélomes multiples {Kuhn et al., 2007} et la leucémie lymphocytaire chronique {Ruiz et al., 
2006}, suggérant qu’ils possèdent un plus large spectre d'activité. Les premiers résultats des 
études cliniques de phase I en utilisant le carfilzomib indiquent qu’il est bien toléré, même 
utilisé à forte dose, et présente une neurotoxicité plus faible que le Bortézomib {Voorhees & 
Orlowski, 2007}. L'évidence de leur activité antitumorale à été démontrée sur les myélomes 
multiples, incluant dans les patients atteints de myélomes réfractaires au traitement par le 
Bortézomib. Des études cliniques de phase II sont prévues. Une autre cible intéressante 
pourrait être l'immunoprotéasome {Rivett & Hearn, 2004}, dont l'expression peut être 
restreinte à certains tissus en comparaison avec le protéasome standard. Tous les inhibiteurs 
actuellement disponibles ciblent les isoformes standards et l’immunoprotéasome, mais 
l'identification d’inhibiteurs spécifiques de l’immunoprotéasome apporterait des améliorations 
dans l’utilisation de ces drogues. De plus, comme l'immunoprotéasome est exprimé 
principalement dans les tissus hématopoïétiques, il est possible que de tels agents puissent 
agir en limitant les effets neurotoxiques ou gastro-intestinaux, car ces tissus expriment très 
peu de sous-unités de l’immunoprotéasome. Ces nouvelles générations d’inhibiteurs du 
protéasome entrent actuellement en clinique et peuvent représenter une option efficace pour 
les patients qui ne tolèrent pas le Bortezomib ou dont la maladie est réfractaire au traitement 
par cette drogue. En conclusion, il faut souligner que les premiers tests cliniques évaluant le 
potentiel thérapeutique des inhibiteurs du protéasome ont commencé il y a près de 10 ans, et 
depuis lors, des progrès remarquables ont pu être réalisés.  
II. Apoptose et cancer 
 La mort cellulaire programmée ou apoptose constitue le processus principal de mort 
cellulaire. Elle joue un rôle majeur au cours du développement embryonnaire, de la 
croissance, ainsi que chez l'adulte où elle est essentielle pour le maintien de l’homéostasie 
cellulaire. Ainsi, une dérégulation des mécanismes contrôlant l’apoptose peut participer au 
développement de pathologies, notamment les maladies autoimmunes, les maladies 
neurodégénératives (maladie d’Alzheimer), les déficits immunitaires (HIV) et les cancers. 
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C’est le cas des leucémies lymphocytiques chroniques à cellules B (B-CLL) qui sont 
caractérisées par une accumulation de cellules quiescentes tumorales. 
II.A.  Caractéristiques morphologiques et biochimiques de 
l’apoptose 
 L’apoptose est définie par des modifications morphologiques caractéristiques 
observables au niveau du noyau et de la membrane plasmique. Une condensation et une 
fragmentation de la chromatine nucléaire ainsi qu’une réduction du volume cellulaire sont 
d’abord observées. Par la suite, le noyau se fragmente et des évaginations (blebbing) se 
forment au niveau de la membrane plasmique, ces dernières formeront plus tardivement les 
corps apoptotiques. Des modifications biochimiques typiques interviennent également au 
cours de l’apoptose : la fragmentation internucléosomale de l’ADN, un dysfonctionnement 
mitochondrial et l’externalisation des phosphatidylsérines (PS) à la surface cellulaire. Ce 
dernier phénomène semble participer à la reconnaissance et à la phagocytose des cellules 
apoptotiques par les macrophages. L’intégrité de la membrane plasmique étant maintenue 
jusqu’à l’élimination des corps apoptotiques, la réaction d’inflammation est limitée. Enfin, 
l’activation de protéases de la famille des Caspases (Cystéinyl aspartate specific proteinase) 














Figure12 : Les différentes classes de caspases. 
 
Adapté d’après Fuentes-Prior, P.et al.. The protein structures that shape caspase activity, specificity, 
activation and inhibition. Biochem J.2004 
 
Les caspases peuvent être subdivisées en trois grands groupes selon leur site 
spécifique de reconnaissance du substrat, selon leur structure ou selon leur fonction 
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biologique : le premier groupe comprend les caspases-1, -4 et -5 qui jouent un rôle dans les 
réponses inflammatoires en participant à l’activation protéolytique de cytokines 
proinflammatoires. Ces caspases ne jouent pas de rôle important dans l’apoptose {Fuentes-
Prior & Salvesen, 2004}. Les deux autres groupes sont constitués des caspases qui jouent un 
rôle majeur dans l’apoptose : les caspases initiatrices qui sont activées directement en réponse 
au stimulus apoptotique et les caspases effectrices qui sont activées par les caspases 
initiatrices. Les caspases initiatrices contiennent des domaines d’interaction nécessaires à leur 
recrutement dans des complexes d’activation : DED pour death effector domain et CARD 
pour caspase recruitment domain. Cette famille de protéine clive des protéines structurales de 
la cellule et inactive des protéines essentielles à la survie et sont responsables de la plupart des 
caractéristiques morphologiques et biochimiques de l’apoptose. 
 
II.B.  La machinerie apoptotique 
 Il existe deux voies majeures d’induction de l’apoptose : la voie extrinsèque, 
impliquant des récepteurs appartenant à la superfamille des récepteurs de la mort cellulaire, 
dont le principal représentant est le TNF, et la voie intrinsèque mettant particulièrement en jeu 
la mitochondrie. Ces deux voies de signalisation conduisent à deux phénomènes centraux 
dans l’apoptose qui sont l’activation de la cascade des Caspases et la perméabilisation de la 
membrane mitochondriale {Chipuk et al., 2005}. Les caspases ainsi activées clivent les 
protéines structurales de la cellule et inactivent des protéines essentielles à la survie 
{D'Amelio et al., 2008}. 
II.B.1 La voie extrinsèque 
 La voie extrinsèque (Figure 13) est initiée au niveau de la membrane plasmique par 
l’activation de récepteurs de mort, membres de la superfamille du TNF-R (Tumor Necrosis 
Factor Receptor) tels que le TNF récepteur-1 (TNFR-1), Fas (CD95 ou APO-1) et TRAIL 
(TNFrelated apoptosis inducing ligand) récepteur, appelé aussi DR4 et DR5 pour « Death 
Receptor » {Smith et al., 1994}. Présents à la surface cellulaire sous forme de trimères pré-
associés, la fixation de leurs ligands respectifs, le TNFα, FasL (CD95-L) et TRAIL (Apo2L), 
entraîne l’agrégation des récepteurs et leur activation permettant le recrutement de protéines 
adaptatrices au niveau du domaine de la mort « Death Domain, DD ». Ainsi, dans la 
signalisation de Fas, la protéine FADD (Fas-Associated Death Domain protein) est recrutée 
au niveau du récepteur par son domaine DD et permet à son tour le recrutement des caspases-
8 et -10 par le domaine DED présents à la fois sur FADD et sur les caspases initiatrices. Un 
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Voie intrinséque Voie extrinséque
complexe multimoléculaire appelé DISC (Death Inducing Signaling Complex) est alors 
formé. De par leur proximité ces caspases se dimérisent et cette dimérisation semble 
suffisante pour rendre les caspases actives et permettre leur maturation par protéolyse. La 
cascade des caspases indépendamment de la mitochondrie est ainsi activée.  
II.B.2 La voie intrinsèque 
 La voie intrinsèque (Figure 13) implique la mitochondrie et est activée par divers 
agents de stress tels que la privation en sérum, les radiations ionisantes, les dommages à 
l’ADN, les agents chimiothérapeutiques, les infections virales ou bactériennes. Elle permet 
notamment l’activation de protéines membres de la famille de Bcl-2 (B-cell lymphoma 2) qui 
participent à la perméabilisation de la membrane externe mitochondriale (MOMP : 
Mitochondrial outermembrane permeabilization) et au relargage de facteurs mitochondriaux 
solubles (cytochrome c) impliqués dans la signalisation apoptotique {Kroemer, 2005 #812}. 
Le cytochrome c libéré dans le cytosol s’associe avec Apaf-1 (Apoptotic Protease- activating 
factor), la protéine qui permet le recrutement ATP-dépendant de la pro-caspase-9 par 
l’intermédiaire des domaines CARD présents à la fois sur la caspase-9 et sur Apaf-1. Le 

















Figure 13 : Les voies de signalisation intrinsèque et extrinsèque de l’apoptose conduisant à 
l’activation des caspases effectrices. 
D’après Chipuk, J. E., Bouchier-Hayes, L., Kuwana, T., Newmeyer, D. D. & Green, D. R. PUMA couples the 
nuclear and cytoplasmic proapoptotic function of p53. Science 309, 1732-5 (2005). 
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III. Effet antitumoral de l’inhibition du protéasome 
 L'inhibition pharmacologique du protéasome induit in vitro la mort par apoptose de 
cellules tumorales, tels que les cellules de lignées leucémiques U937 {Imajoh-Ohmi et al., 
1995}, les cellules de leucémie lymphoïdes chroniques (LLC) devenues résistantes aux 
chimiothérapies et aux radiations {Delic et al., 1998}, ainsi que des modèles de lymphomes 
non hodgkiniens {Orlowski et al., 1998}. Bien que le protéasome soit nécessaire à la survie 
de toute cellule, les effets apoptotiques des inhibiteurs du protéasome s’avèrent être plus 
importants sur des cellules transformées, prolifératives en comparaison à des cellules 
normales et quiescentes {Almond & Cohen, 2002}. L'activité accrue du protéasome dans les 
cellules tumorales semble en particulier participer à la résistance à l'apoptose, cette 
caractéristique est commune à la plupart des tumeurs malignes {Rajkumar et al., 2005}. Les 
mécanismes de l'hyperactivité du protéasome dans les tumeurs malignes ne sont pas 
parfaitement élucidés mais pourraient impliquer la surexpression de certaines de ses sous-
unités enzymatiques et d'enzymes responsables de l'ubiquitinylation. Il n'a cependant pas été 
mis en évidence de mutations spécifiques en niveau des gènes du protéasome. Le protéasome 
est capable de dégrader un très grand nombre de protéines. Une augmentation de son activité 
dans les lignées tumorales peut ainsi conduire à une diminution de la concentration de 
protéines nécessaires à l'apoptose et à l'arrêt du cycle cellulaire. Il existe cependant des 
exceptions à cette généralisation car les inhibiteurs du protéasome induisent efficacement 
l'apoptose des cellules de leucémies lymphocytaires chroniques B (B-CLL), qui sont 
principalement quiescentes {Masdehors et al., 2000}. Les inhibiteurs du protéasome sont 
capables d’induire l'apoptose dans de nombreux types de cellules cancéreuses devenues  
résistantes aux autres drogues antitumorales classiques ainsi que dans des cellules 
leucémiques primaires de patients atteints de leucémies lymphocytaires chroniques B (B-
CLL). Les études précliniques réalisées par l'institut national du Cancer (NCI), en utilisant le 
Bortézomib démontrent qu’il serait cytotoxique sur plus de 60 types de lignées cellulaires, et 
de façon intéressante, il semblerait que son mécanisme de cytotoxicité diffère des 60000 
autres composés de la banque de données du NCI {Almond & Cohen, 2002}. Ces résultats 
démontrent clairement le potentiel des inhibiteurs du protéasome en tant qu'agents 
anticancéreux. Enfin, de nombreuses études réalisées sur des modèles précliniques permettent 
aujourd’hui d’argumenter sur l’efficacité des inhibiteurs du protéasome dans la 
chimiosensibilisation de cellules devenues résistantes, avec des effets plus importants lors 
d’utilisation en synergie avec d’autres agents antitumoraux {Hideshima et al., 2001} 
{Hideshima, 2002 #802} {Ma et al., 2003} {Mitsiades et al., 2002}.  
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 Bien que l’efficacité des inhibiteurs du protéasome soit actuellement clairement 
démontrée, les mécanismes d’action précis permettant d’expliquer leur l’activité antitumorale 
ne sont pas encore entièrement élucidés.  Toutefois, l’ensemble de données existantes laissent 
supposer qu’ils seraient différents en fonction du type cellulaire et impliquent différents 
facteurs biologiques. Ainsi, nous discuterons dans ce paragraphe des principaux facteurs 
décrits dans la littérature qui pourraient être impliqués dans les mécanismes d’action de cette 
nouvelle classe de drogue antitumorale. 
III.A. La voie NF-κB 
 L’une des première voies décrites pour être affectée par l’inhibition du protéasome est 
l’inactivation de la voie de signalisation de NF-κB (Nuclear Factor κ chain transcription in B 
cells) {Nencioni et al., 2007}. Ce facteur de transcription est formé de deux hétérodimères 
p50 et p65. La sous-unité p50 provient de la dégradation par le système ubiquitine-
protéasome de son précurseur p105 {Coux & Goldberg, 1998}. En conditions normales 
(cellules quiescentes), le facteur NF-κB est maintenu dans le cytoplasme sous une forme 
inactive, associé à son inhibiteur IκB qui prévient sa migration dans le noyau (Figure 14). 
Sous l'effet de signaux extracellulaires (stress, radiation, agents cytotoxiques), la protéine 
inhibitrice IκB est phosphorylée par le complexe de kinase IκB puis ubiquitinylée et dégradée 
par le protéasome. De plus, ces signaux vont aussi stimuler la maturation de p105 en p50. Ces 
deux événements, contrôlés par le système ubiquitine-protéasome, sont nécessaires à 
l'activation de la voie NF-κB. La dégradation de la protéine IκB conduit à la libération de la 
protéine NF-κB mature et à sa translocation dans le noyau. Ce facteur de transcription peut 
ainsi se fixer à l'ADN et permettre la transcription de ses gènes cibles tels que les cytokines 
(IL6), les facteurs de survie (IAPa : Inhibitors of Apoptosis Proteins, Bcl-XI9), les molécules 
d’adhésion intracellulaire, les molécules d’adhésion vasculaire (Bcl-2 et c-Flip) et la sélectine 
E {Mitsiades et al., 2002} {Hideshima, 2002 #802}). De nombreux travaux démontrent 
l’implication de cette voie dans l’action du bortézomib dans les cellules de myélome multiple. 
Par ailleurs la forme activée de NF-κB est observée de façon constitutive dans de nombreuses 
lignées cellulaires malignes comme certains lymphomes, leucémies, carcinomes ou 
mélanomes {Ravi, 2004 #807}. Il a ainsi été démontré que l’activation constante de NF-κB 
joue un rôle important dans les phénomènes de résistance des cellules cancéreuses à certaines 
chimiothérapies. L'inhibition de l'activation de NF-κB par des inhibiteurs du protéasome 
empêche la dégradation de IκB, qui s’accumule dans le cytosol, et donc l’activation de NF-κB 
{Orlowski & Kuhn, 2008}, ce qui permettrait non seulement de limiter l'expression de 
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molécules d'adhésion et cytokines impliquées dans les processus de métastases, mais 
permettrait également de rendre les cellules cancéreuses plus sensibles à l'apoptose 
{Richardson et al., 2003}. L’inactivation de NF-κB représente actuellement une voie 
thérapeutique très attrayante. De par leurs mécanismes d’action, de nombreuses 
chimiothérapies utilisent des molécules qui activent les fonctions antiapoptotiques de NF-κB, 
conduisant à une résistance des cellules vis-à-vis de ces traitements, l'inhibition de l’activation 
de ce facteur jouerait un rôle clé et permettrait de sensibiliser ces cellules  {Cusack et al., 
2001; Russo et al., 2001}. En effet, des études réalisées in vitro montrent que la présence de 
la forme mutée d’IκB, capable de résister à la dégradation par le protéasome, conduit à 
l’apoptose des cellules de myélomes qui étaient devenues résistantes au mephalan. De plus, la 
transfection dans des cellules de la protéine IκB permet d’augmenter la réponse des cellules 
de cancer du colon au 7-Ethyl-10-  hydroxycamptothecin (SN-38) en comparaison à des 
cellules non transfectées {Russo et al., 2007}. Enfin, il semblerait que les cellules de 
myélomes multiples chimiorésistantes ont une activité NF-κB élevée par rapport aux mêmes 














Figure 14 : Voies de signalisation NFκB 
Représentation du mode d'action du complexe NFκB dans la transactivation de la transcription de 
gènes sous sa dépendance, suite à des signaux extracellulaires. Altération de cette voie suite à 
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III.B. Autres voies de signalisation affectées par l’inhibition du 
protéasome 
 D’autres voies affectées lors du traitement par les inhibiteurs du protéasome ont pu 
être validées dans différentes lignées cellulaires modèles lors d’études précliniques 
{Rajkumar et al., 2005; Voorhees et al., 2003 }. L’inhibition du protéasome retarde la 
progression tumorale en interférant avec la dégradation de molécules régulatrices du cycle 
cellulaire (les cyclines et les « cyclin-dependant kinases » ou CDK), p21, p27 et en induisant 
ainsi l'apoptose des cellules cancéreuses. De plus, cette inhibition permet la stabilisation des 
protéines de la famille des CDC25, des protéines KIP1 et WAK1 {Adams, 2004}. L’action 
antinéoplasique des inhibiteurs du protéasome passe également par l’augmentation de la 
stabilité de p53, et l’accumulation d’autres de facteurs pro-apoptotiques, telles que Bax, en 
réduisant parallèlement le niveau de certaines protéines anti-apoptotiques, telles que Bcl-2, 
favorisant ainsi un état proapoptotique de la cellule {Adams, 2004; Adams, 2004 }. Par 
ailleurs, des travaux démontrent que l’apoptose des cellules induite suite au traitement par le 
Bortézomib entraîne un stress oxydatif responsable de l’activation de la kinase JNK (Jun N-
terminal Kinase), qui phosphoryle la protéine c-jun. Suite à cette activation, c-jun forme, avec 
c-Fos, un héterodimère AP-1, un facteur de transcription impliqué dans la régulation de 
nombreux processus cellulaires, comme la prolifération, la différenciation, la mort et la survie 
cellulaire, en permettant l’expression de gènes variés, comme c-jun, fasl et Bim. Enfin, ils 
sont responsables de l’activation de la mort cellulaire, par la voie intrinsèque et extrinsèque 
{Lauricella et al., 2006}. D’autres mécanismes impliquent la formation « d’aggresomes » 
(structures insolubles), l’induction de protéines de réponses au stress du réticulum 
endoplasmique et la réponse aux protéines mal repliées {Obeng et al., 2006}. De façon 
intéressante, les effets pléiotropiques des inhibiteurs protéasome ont également comme 
conséquence l'activation des voies anti-apoptotiques supprimant ainsi leur l'activité 
antitumorale et pourraient ainsi être des cibles de chimosensibilisation au bortézomib. Par 
exemple, l’accumulation des protéines chaperonnes de la famille des HSP (heat-Shock) 
induite après le traitement des cellules par les inhibiteurs du protéasome est le phénomène qui 
est le mieux caractérisé à l’heure actuel.  Notamment, l’accumulation des protéines HSP27 
{Hideshima et al., 2004}, HSP70 {Voorhees & Orlowski, 2007} et HSP90 {Mitsiades et al., 
2006}, qui sont connues pour favoriser les fonctions des protéines comme IL-6 impliquée 
dans l’adhésion des cellules dans les myélomes multiples. Des études montrent également 
l’accumulation de protéines anti-apoptotque Mcl-1 de la famille Bcl-2, qui réduit l’effet 
apoptotique des inhibiteurs du protéasome {Nencioni et al., 2005}. D'autres protéines ont été 
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identifiées comme les protéines de réponse au stress comme la protéine kinase MKP-1 
(Mitogen-Activated Protein Kinase Phosphatase 1) {Small, 2004 #846} et la protéine kinase 
B/Akt {Mitsiades et al., 2006}. Ces effets antagonistes des inhibiteurs du protéasome 
constituent une nouvelle voie thérapeutique avec les inhibiteurs pharmacologiques et/ou 
génétiques des protéines non désirées. Dans ce contexte, l’inhibiteur de la protéine HSP90, 
KOS-953, est le premier ayant démontré in vitro une augmentation de l’activité du 
Bortézomib sur des cellules de myélomes. Aujourd’hui, le bortézomib est testé dans les 
leucémies et les lymphomes, mais aussi sur certaines tumeurs solides. Il est également testé 
sur le lymphome malin non hodgkinien, cancer hématologique le plus commun qui représente 
aux États-Unis le cinquième cancer le plus mortel (19 000 décès par an) et la deuxième place 
en termes d’incidence (54 000 nouveaux cas par an). Des études cliniques sont actuellement 
en cours afin d’évaluer l’efficacité de cet inhibiteur en combinaison avec le bortézomib.  
IV. Résistance des cellules au traitement par le bortézomib 
Bien que cette nouvelle classe de molécules ait pu démontrer une efficacité 
encourageante sur une grande variété de malignités hématologiques, des études montrent 
qu’elle serait moins efficace sur des tumeurs solides. Ce phénomène de résistance reste encore 
inexpliqué, mais certaines hypothèses supposent que l'activité du protéasome de ces cellules 
est probablement une cause déterminante de résistance au bortezomib. Comme expliqué 
précédemment, les cellules de leucémies lymphoïdes chroniques, comme dans la majorité des 
cellules cancéreuses, présentent une activité chymotrypsine- like importante {Masdehors et 
al., 2000}, laissant supposer que cette activité protéasomale accrue soit à l’origine de leur 
sensibilité aux inhibiteurs du protéasome. Cependant, chez des patients atteints de leucémie 
lymphoïde chronique, l’utilisation du bortézomib n’a pas présenté des résultats probants et 
des études récentes sur des lignées cellulaires résistantes démontrent qu’elles possèdent des 
activités protéasomales importantes {Fuchs et al., 2008}, suggérant que les cellules tumorales 
possédant un système ubiquitine-protéasome altéré seraient plus sensibles. Ces différentes 
considérations, si elles sont validées, pourraient peut être constituer un critère de sélection 
approprié afin d’évaluer la réponse des patients au bortézomib, ce qui permettrait d’obtenir de 
meilleurs résultats dans le traitement des tumeurs solides. 
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V. Les inhibiteurs du protéasome dans les leucémies 
V.A. L’hématopoïèse normale  
 L’hématopoïèse regroupe l’ensemble des processus cellulaires assurant la production 
et le remplacement continu et régulé des cellules sanguines. Elle se met en place à partir d’un 
petit contingent de cellules souches hématopoïétiques (CSH) capables à la fois de s’auto-
renouveler pour assurer le maintien de cette population, et de se différencier via leur 
engagement dans une lignée hématopoïétique. Au cours de leur maturation, elles perdent 
progressivement leurs potentialités pour se spécialiser jusqu’à la cellule mature et 
fonctionnelle. L’hématopoïèse est un processus très finement régulé qui doit être capable, 
dans les circonstances physiologiques et pathologiques, de répondre à un besoin de cellules 
sanguines. L’hématopoïèse est composée de huit lignées, dont deux sont lymphoïdes, 
permettant d’obtenir les lymphocytes B et T, et six myéloïdes, permettant d’obtenir les 
plaquettes (lignée mégacaryocytaire), les hématies (lignée érythroïde), les monocytes (lignée 
monocytaire), et les polynucléaires neutrophiles, éosinophiles ou basophiles (lignées 
granulocytaires). L’hématopoïèse peut être divisée en trois compartiments virtuels (Figure 
15A) : 
¾ Le compartiment des CSH : Il contient des cellules pluripotentes à longue durée de 
vie, qui lors d’une stimulation sont capables de sortir de quiescence, de s’autorenouveler et 
de se différencier vers toutes les lignées sanguines. Ce sont ces CSH qui permettent de 
reconstituer l’hématopoïèse lors de greffe de moelle. 
¾ Le compartiment des progéniteurs : Constitué par la descendance des CSH. Ces 
cellules sont capables de proliférer et de se différencier sous l’action de facteurs de 
croissance, mais ont perdu leur capacité d’auto-renouvellement. Les progéniteurs les plus 
primitifs sont capables de se différencier dans plusieurs lignées différentes (le progéniteur 
myéloïde ou lymphoïde), et leur distinction des CSH n’est pas nette puisqu’ils peuvent 
permettre de reconstituer une hématopoïèse in vivo à long terme. Puis, au fur et à mesure de 
la différenciation, les progéniteurs finissent par devenir monopotents en s’engageant dans un 
type de lignée spécifique (par exemple, le CFU-GM, progéniteur monocytaire). 
¾ Le compartiment des précurseurs : Composé de cellules plus matures, 
morphologiquement reconnaissables ayant acquis des propriétés spécifiques de chaque 
lignée. A ce stade, les cellules ne réalisent plus que quelques divisions cellulaires. A la fin de 
la maturation les cellules hématopoïétiques terminales passent dans la circulation sanguine. 
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Moelle osseuses Sang Tissus
 
 
Figure 15A : Schéma représentatif de l’hématopoïèse normale permettant d’obtenir les cellules 
matures présentes dans le sang à partir des cellules souches de la moelle osseuse.  
Les caractéristiques morphologiques des cellules correspondent à celles observées en coloration 
Wright’s, May-Giemsa, ou May-Grünwald-Giemsa. CSH: cellule souche hématopoïétique. MPP : 
progéniteur multipotent. CMP: progéniteur myéloïde commun. CLP : progéniteur lymphoïde commun. 
NK : Natural Killer. Lymph. : lymphocyte. E : Erythrocyte. LMPP : progéniteur multipotent 
lymphoïde. éo. : éosinophile. neu. : neutrophile.bas. : basophile.  
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 Chaque cellule porte à sa surface des marqueurs phénotypiques permettant de les 
différencier et de connaître leur stade de maturation et la lignée dans laquelle la cellule est 
engagée. Ainsi, l’expression du marqueur CD33 indiquera une différenciation granulocytaire, 
alors qu’une cellule s’engageant dans la lignée érythroïde exprimera le marqueur CD36 puis 
le CD235a (glycophorine A) à la fin de la maturation. Le phénotype des cellules souches 
hématopoïétiques n’est pas encore complètement défini. Il est cependant admis que les CSH 
ou les progéniteurs précoces n’expriment que très peu de marqueurs, et que l’on peut les 
isoler sur la base de l’expression du marqueur CD34 et l’absence d’autres marqueurs. 
 
V.B. Les leucémies aiguës myéloïdes 
V.B.1 Les leucémies 
 Les leucémies sont des maladies qui surviennent dans la moelle osseuse et qui se 
caractérisent par l’accumulation de leucocytes dans la moelle osseuse, le sang, et parfois 
d’autres organes. La leucémie est cliniquement et pathologiquement scindée en deux : les 
leucémies aiguës (LA) et chroniques (LC). Ces deux groupes sont eux même classés en sous-
groupes en fonction de l'origine des cellules tumorales : cellules lymphoïdes (LAL et LLC) et 
myéloïdes (LAM et LMC). Les leucémies aiguës évoluent très rapidement (quelques mois) et 
se caractérisent par une accumulation de leucocytes immatures à haut potentiel prolifératif 
bloqués à un stade de la différenciation. Les leucémies chroniques évoluent plus lentement 
(plusieurs années). Les leucémies chroniques les plus fréquentes sont les leucémies 
lymphoïdes chroniques et myéloïdes chroniques. Elles concernent respectivement les globules 
blancs dits "lymphocytes" et les globules blancs dits "polynucléaires". On rencontre 
également des leucémies à tricoleucocytes qui sont la variété "B" des lymphocytes, et des 
leucémies myélomonocytaires qui concernent les globules blancs dits "monocytes". Toutes 
ces cellules sont retrouvées dans la prise de sang de base (numération formule sanguine). 
D’un point de vue biologique, environ 30 % des leucémies sont associées à des 
réarrangements chromosomiques (translocations ou inversions) qui conduisent à l’expression 
anormale d’une protéine ou à l’expression d’une protéine anormale. 
V.B.2 Les leucémies aiguës myéloïdes (LAM) 
Les leucémies aiguës myéloïdes ou LAM sont des hémopathies malignes caractérisées 
par un envahissement de la moelle osseuse par une population myéloïde immature et 
monoclonale, les blastes leucémiques. La transformation maligne d’un progéniteur myéloïde 
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produit une descendance de cellules myéloïdes bloquées à un stade précoce de la 
différenciation cellulaire et incapables de maturation terminale. Cette population cellulaire 
clonale envahit la moelle osseuse, perturbe le fonctionnement des progéniteurs normaux et 
entraîne une insuffisance médullaire caractérisé par des cytopénies (anémie, neutropénie, 
thrombopénie), dont les conséquences cliniques représentent le principal mode de découverte 
de la maladie. Le mécanisme de l’inhibition de l’hématopoïèse polyclonale normale est soit 
un encombrement physique de l’espace médullaire soit une inhibition de la différenciation des 
progéniteurs hématopoïétiques normaux soit l’association des deux mécanismes. Les LAM 
sont classées selon le stade de maturation auquel sont bloquées les blastes leucémiques. Le 
diagnostic est réalisé grâce à l’utilisation de techniques complémentaires : cytologie, 
cytochimie, cytométrie en flux, cytogénétique et biologie moléculaire (Table 1 : contenant les 
différents niveaux de LAM0 à 7 selon la classification FAB).  
 
Classification FAB Description 
MO Myéloblastique (aspect non différencié) 
M1 Myéloblastique sans différenciation 
M2 Myéloblastique avec différenciation  
M3 Promyélocytaire  
M4 Myélomonocytaire  
M5a Monoblastique (aspect peu différencié)  
M5b Monocytaire / promonocytaire (aspect différencié) 
M6 Erythroblastique  
M7 Mégacaryocytaire  
 
Table 1 : Classification FAB (French American British) des leucémies aiguës myéloïdes (LAM).  
V.B.3 Traitements des LAM et problèmes de rechutes  
 Le traitement des cellules de LAM se fait généralement en deux phases successives, la 
phase d’induction et la phase de consolidation, suivies d’un traitement d’entretien. Les 
chimiothérapies d'induction standard associent une anthracycline et la cytosine arabinoside 
(ARA-C) (éventuellement associées à une troisième drogue) permettant ainsi d’obtenir des 
taux de rémission complète (RC) de 75 à 80 %. En ce qui concerne l’anthracycline, les deux 
molécules les plus utilisées actuellement sont la daunorubicine (DNR) et l’Idarubicine (IDA). 
La seconde phase, dite de consolidation de la rémission complète obtenue après la phase 
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d’induction repose habituellement sur l’utilisation d’ARA-C à forte dose associée à une 
anthracycline. Bien que de meilleurs protocoles de chimiothérapies aient été développés, il 
demeure encore de nombreux cas de rechute. Ces dernières années les caractéristiques 
cliniques des LAM ont été mieux définies permettant d’élucider les origines biologiques de la 
maladie. Plusieurs hypothèses indiquent clairement qu’il existe, tout comme dans le processus 
d’hématopoïèse normal, des cellules souches dites cellules souches leucémiques (CSL) qui 
pourront produire des cellules leucémiques {Blair et al., 2000} (Figure 15 B). Ces cellules 
souches leucémiques sont majoritairement quiescentes (phase G0 du cycle). Ainsi, ces CSL 
quiescentes ne seront pas efficacement éliminées par des agents cytotoxiques « cycle 
dépendants » comme par exemples, les drogues de la famille des anthracyclines. A cet effet, 
on peut raisonnablement penser que les phénomènes de rechutes et de résistances peuvent être 
dus à la survie des CSLs lors des traitements par ces drogues. Des études se sont intéressées à 
la caractérisation des CSL {Guzman et al., 2001} et à la possibilité d’utiliser d’autres agents 
cytotoxiques ,et plus particulièrement le bortézomib, afin d’éliminer efficacement ces CSLs  
{Guzman et al., 2002}. Les résultats obtenus sont très encourageants et font de cette nouvelle 
















Figure 15B : Schéma représentatif de l’hématopoïèse normale et anormale à partir des cellules 
souches hématopoïétiques (CSH) et leucémiques (CSL) de la moelle osseuse.  
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V.C. Inhibiteurs du protéasome et LAM 
 Des études démontrent que les cellules de leucémie aiguë myéloïde (LAM) expriment 
des niveaux plus élevés de protéasomes comparées aux cellules normales du sang 
périphérique. De plus, ces cellules sont plus sensibles aux inhibiteurs du protéasome que les 
cellules hématopoïétiques normales {Kumatori et al., 1990 ; Pigneux et al., 2007 ; Servida et 
al., 2005}. De nombreux travaux ont permis d’évaluer l’efficacité du Bortézomib, qu’il soit 
utilisé en monothérapie (essais réalisés en pédiatrie) ou en combinaison avec d’autres agents 
cytotoxiques, sur des cellules de LAM {Horton et al., 2007}. Les résultats obtenus montrent 
que la valeur d’IC50 du Bortézomib (12 nM) est comparable aux doses utilisées avec le 
dexamethasone, l'asparaginase, le trichostatine A, la Geldanamycine et la gemcitabine 
{Horton et al., 2007} et que le Bortézomib fonctionne en synergie avec la majorité des autres 
drogues. Il faut toutefois souligner que l’IC50 du Bortézomib sur les cellules de LAM et de 
LAL varie considérablement d’un individu à l'autre (4.7-295 nmol/L), cette gamme étant plus 
étroite pour le PR-171 (4.9-36 nmol/L), un inhibiteur du protéasome développé récemment 
{Servida et al., 2005}. De plus, il semblerait que la sensibilité au bortézomib des cellules de 
leucémies myéloïdes ne soit pas affectée par la majorité des protéines de « multidrug » 
résistance (MDR) ou par le statut de la protéine p53 des cellules, mais par un niveau élevé de 
la protéine p-glycoprotéine leur conférant une double résistance {Minderman et al., 2007}. Le 
bortézomib est de plus en plus utilisé en combinaison avec d’autres drogues antitumorales car 
son profil de toxicité est différent de celui des autres traitements dans des leucémies 
myéloïdes {Chauhan et al., 2005}. En effet, des tests cliniques de phase I utilisant le 
bortézomib et la doxorubicine en combinaison sur 5 patients atteints de LAM, montrent un 
arrêt de la progression tumorale pour 3 d’entre eux et une rémission partielle pour les deux 
autres {Orlowski, 2005}. Par ailleurs, des travaux démontrent que le Bortézomib fonctionne 
en synergie avec l’inhibiteur de HDAC trichostatin A sur les cellules THP1 (cellules de 
LAM), et à plus forte dose avec la daunorubicin et cytarabine {Stapnes et al., 2007}. De plus 
des études démontrent que l’efficacité proapoptotique de FK228 (Depsipeptide), un inhibiteur 
de l’histone deacetylase, est fortement diminuée dans les cellules leucémiques surexprimant la 
protéine Bcl-2 dans les cellules leucémiques, et qu’un traitement Bortézomib permettrait 
d’augmenter les effets proapoptotique de FK228 et d’abolir les effets de la surexpression de 
Bcl-2 {Sutheesophon et al., 2006}. Des effets synergiques du Bortézomib ont été également 
démontrés avec le FTI R115777 (tipifarnib), un inhibiteur de farnésyl transférase, sur des 
cellules de LAM récidivantes ou réfractaires {Lancet & Karp, 2003}. Enfin, le Bortézomib 
fonctionnerait également en synergie avec la dexamethasone sur des cellules de LAL, qu’elles 
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soient sensibles ou devenues résistantes à cette drogue {Horton et al., 2006}. Cette synergie 
fonctionne uniquement si les deux drogues sont administrées simultanément.    
 De plus, comme il a été décrit dans le paragraphe précédent, il existe de nombreux cas 
de rechutes au sein des populations de patients atteints de LAM, ces problèmes étant 
principalement dus à la résistance des CSLs aux agents antitumoraux classiques. Des travaux 
très intéressant réalisés par le groupe de Craig T. Jordan {Guzman et al., 2002}, démontrent 
clairement que les inhibiteurs du protéasome cibleraient préférentiellement les CSLs 
comparée aux CSHs, ce qui permettrait d’abroger ces phénomènes de rechutes. En effet ces 
travaux démontrent que les traitements des cellules primaires de LAM par le MG132 utilisé 
en combinaison avec l'idarubicine induit l’apoptose rapide et importante des CSLs en 
épargnant les CSHs normales. De plus, ces travaux démontrent que le facteur NF-κB 
contribuerait fortement à la sensibilité des CSLs aux inhibiteurs du protéasome. Il semblerait 
également que la protéine p53 soit impliquée {Guzman et al., 2002}.  
V.D. Action des inhibiteurs et « état du protéasome » 
 Comme décrit dans le chapitre précédent, les sous-unités et les activités du protéasome 
varient entre les organelles, les tissus, les organes et les types de pathologies {Magill et al., 
2004} {Kraus et al., 2007}. Les cellules de LAM sont caractérisées par une grande variabilité 
au niveau des activités protéolytiques du protéasome. Cette variabilité existe non seulement, 
entre les différents types de LAM {Magill et al., 2004}, mais également entre les patients 
présentant la même leucémie. Elle influe sur la sensibilité des LAM au Bortézomib et les 
autres inhibiteurs du protéasome. En effet le Bortézomib inhibe l’activité chymotrypsine-like 
portée par la sous unité β5 du protéasome et à un moindre degré la sous-unité β1. La 
sensibilité des cellules au Bortézomib pourrait dépendre du rapport des activités β5/β1 sur 
celle de β2. Ainsi, Plus ce rapport serait important, plus la sensibilité des lignées cellulaires 
ou des cellules de patients au Bortézomib serait relativement importante. A l’inverse, les 
cellules les plus résistantes posséderaient un faible rapport {Kraus et al., 2007}. Si ces 
différentes données sont confirmées, il sera possible, et probablement nécessaire de 
concevoir, en fonction des inhibiteurs, des sondes pour la caractérisation des sous-unités 
catalytiques des différentes cellules de LAM. Cette thérapie ciblée pourrait permettre d’une 
part, d’identifier l’inhibiteur le plus approprié à la pathologie, et d’autre part d’identifier celui 
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INTRODUCTION PARTIE II : OUTILS ET STRATEGIES 
EN PROTEOMIQUE 
CHAPITRE I : ANALYSE PROTEOMIQUE ET 
SPECTROMETRIE DE MASSE 
La spectrométrie de masse, en tant que technique d’analyse, a effectué un bond 
prodigieux depuis une décennie, comme en témoigne l’attribution du prix Nobel de chimie en 
2002. La spectrométrie de masse appliquée à la biologie a pris tout son essor dans les années 
90 grâce au développement de nouvelles sources d’ionisation MALDI et ESI adaptées à 
l’analyse de biomolécules. Les développements technologiques constants, aussi bien que le 
niveau de l’instrumentation en spectrométrie de masse proprement dite, que des techniques de 
séparation des protéines et des peptides en amont de leur analyse par spectrométrie de masse 
ont permis l’essor de l’analyse protéomique. Dans ce domaine, après une première étape 
d’identification exhaustive des protéines, les travaux s’orientent actuellement vers la 
caractérisation des complexes et des interactions protéiques, des modifications post-
traductionnelles des protéines et la quantification différentielle ou absolue de leur expression 
en fonction des conditions physiologiques et environnementales. Ces différents domaines 
représentent des enjeux majeurs en protéomique. Dans ce travail de thèse, des approches de 
protéomique différentielle par spectrométrie de masse ont été utilisées. Ainsi, cette partie 
bibliographique sera principalement consacrée à la description des différentes approches de 
protéomique quantitative, à ce jour disponibles. Les outils et les besoins actuels en 
bioinformatique, indispensables pour le traitement des données générées par ces approches, 
seront également décrits. 
I. Le protéome et l’analyse protéomique 
I.A. De la génomique à la protéomique 
Le « protéome » désigne l’ensemble des protéines exprimées par un génome pour une 
espèce, un organe, une cellule ou un compartiment cellulaire (par exemple : les protéines 
nucléaires, mitochondriales, membranaires et cytosoliques) et ceci, à un moment défini 
{Patterson & Aebersold, 2003}.  
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 Durant ces dernières années, le séquençage du génome à pris une ampleur 
considérable et de nouvelles technologies, pour l’étude de l’expression des gènes, très 
performantes ont été développées. L’analyse par microarray, est l’une de ces approches pour 
l’analyse du transcriptome. Elle permet d’étudier le génome dans sa globalité grâce à 
l’hybridation à grande échelle d’ARNm sur des séquences complémentaires immobilisées sur 
des puces. Cette technologie permet de quantifier le niveau d'expression des gènes (transcrits) 
dans une cellule d'un tissu donné (foie, intestin...), à un instant donné (embryon, adulte...) et 
dans un état donné (malade, sain...). Cependant, elle ne permet pas la prédiction du 
changement de la quantité de protéines matures actives. En effet, les protéines sont les 
principaux effecteurs des fonctions biologiques des cellules. Leurs niveaux d’expression 
dépendent non seulement des niveaux des messagers correspondants (ARNms), mais 
également de la régulation de leur traduction, des modifications post-traductionnelles des 
protéines, de l’épissage différentiel et de leur dégradation {Gygi et al., 1999}. Contrairement 
au génome qui est figé le protéome est dynamique. C’est ainsi qu’un même génome peut 
produire des protéomes différents selon les étapes du cycle cellulaire ou de la différenciation, 
de la réponse à des signaux biologiques ou physiques, et de l’état physiopathologique de la 
cellule {Lottspeich, 1999}. Ainsi, la détermination du niveau d'expression de toutes les 
protéines représente l’approche la plus appropriée permettant de caractériser les changements 
d’un système biologique. A ce titre la protéomique, qui s’intéresse à l’étude globale des 
protéines, représente l’approche la plus adaptée et informative pour ces études. Il faut 
néanmoins souligner que les grandes performances de cette approche reposent sur l’ensemble 
des données acquises en génomique couplée au développement simultané de différentes 
techniques allant de la préparation de l’échantillon (fractionnement, gel d’électrophorèse, 
chromatographie liquide,…) aux analyses bioinformatiques (banques de données génomique 
et protéique, clusters d’ordinateurs,…), tout en passant par l’étude par spectrométrie de masse 
(sensibilité, résolution et précision des mesures de masse, nouvelles génération de 
spectromètres,…), la technologie au cœur de ces approches. Ces différents aspects seront 
décrits dans ce chapitre. 
I.B. Les défis de la protéomique 
Malgré les nombreux progrès réalisés dans l’amélioration des appareillages, l’analyse 
protéomique doit encore faire face à de nombreux défis, principalement liés à la nature même 
des protéines. 
¾ Complexité du protéome :  
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Les études protéomiques visent à étudier soit un sous-ensemble de protéines d’intérêt, soit 
un organite, soit un protéome entier (cellules, tissus ou organismes). Dans ce dernier cas, le 
nombre de protéines contenues dans l’échantillon peut être très important. Le génome humain 
contient près de 30 000 gènes, mais il a été estimé que le sérum humain par exemple, contient 
à lui seul plus de 500 000 espèces protéiques différentes {Patterson & Aebersold, 2003}. Bien 
que des améliorations considérables aient été réalisées sur les dernières générations 
d’appareils afin d’augmenter les vitesses de séquençage de peptides et de séquencer et 
d’identifier un plus grand nombre de protéines {de Godoy et al., 2006}, il est toujours 
difficile de caractériser en une seule analyse l’ensemble des protéines contenues dans un 
mélange complexe. 
¾ Diversité chimique des protéines : 
 Les protéines sont des macromolécules complexes, se différenciant par leur masse 
moléculaire, leur solubilité et coefficient de partage (hydrophilie/lipophilie), leur charge 
électrostatique, leurs propriétés de chélation des ions ou leurs modifications post-
traductionnelles. L’ensemble de ces paramètres leur confèrent des comportements différents 
en fonction de la technique d’analyse utilisée. De plus, les diverses modifications post-
traductionnelles possibles d’une même protéine lui permettent d’exister sous différentes 
isoformes dans la cellule ce qui augmente d’autant plus la complexité du mélange. 
¾ La gamme dynamique du protéome : 
  Le protéome possède une très large gamme dynamique. Certaines protéines sont 
présentes à raison de quelques copies dans la cellule lorsque d’autres sont très abondantes. Le 
rapport entre les protéines les moins abondantes et les plus abondantes dans une cellule 
dépasse 106, et atteint 1012 dans le sérum {Corthals et al., 2000 ; Lescuyer et al., 2004}. 
Actuellement, si les espèces les plus abondantes sont facilement identifiées par spectrométrie 
de masse, l’identification des protéines minoritaires constitue un vrai défi. Ainsi, l’étude des 
protéines faiblement représentées nécessite des techniques analytiques appropriées et très 
sensibles.  
II.  Les outils au service de l’analyse protéomique 
Des développements conjoints dans trois domaines sont à l’origine de l’ascension de 
l’analyse protéomique par spectrométrie de masse : (i) les développements instrumentaux de 
la spectrométrie de masse (ii) les développements des méthodes séparatives des protéines et 
peptides, et (iii) les projets de séquençage de génomes à haut débit nourrissant les banques de 
séquence qui constituent la ressource de base pour l’identification des protéines avec les 
données de spectrométrie de masse. Ces trois domaines sont les clés des différentes étapes de 






l’analyse protéomique qui sont schématisées dans la Figure 16. Après l’étape de préparation 
de l’échantillon protéique (fractionnement cellulaire, purification d’un sous-protéome 
d’intérêt….), ce dernier est fractionné grâce à des techniques séparatives telles que les gels 
d’électrophorèse 1D ou 2D ou des chromatographies liquides. Les protéines ainsi séparées 
sont digérées en peptides à l’aide de protéases, le plus couramment avec la trypsine. Les 
mélanges de peptides sont ensuite analysés par spectrométrie de masse. Puis, les 
identifications des protéines et l’exploitation des données de spectrométrie de masse sont 
réalisées grâce à des outils bioinformatiques spécialisés (Figure 16). 
 
Figure 16 : Schématisation des différentes étapes de l’analyse protéomique. 
 
II.A. Stratégie générale  
L’identification d’une protéine repose la plupart du temps sur l’analyse des peptides 
protéolytiques par spectrométrie de masse pour obtenir une cartographie peptidique, ou 
mieux, des informations de séquence, et fait appel aux banques de données protéiques. Cette 
stratégie est qualifiée d’approche « bottom up » car on « remonte » des fragments peptidiques 
vers la protéine. L’enzyme la plus couramment utilisée pour convertir les protéines en 
peptides est la trypsine. C’est une protéase stable, qui clive les protéines en peptides de 
manière très spécifique du côté C-terminal des résidus lysine et arginine {Olsen et al., 2004}. 
D’autres enzymes peuvent être utilisées : l’endopeptidase Lys C, très stable, qui coupe 
uniquement après les résidus lysines côté C-terminal, les protéases AspN, qui coupent du côté 
N-terminal des résidus acides aspartiques, et l’endoprotéinase Glu-C, qui coupe du côté C-
terminal des résidus acides glutamiques, sont également très spécifiques, mais moins actives 
que la première. Ces enzymes peuvent générer des peptides apportant des informations 
complémentaires aux peptides trypsiques {Steen & Mann, 2004}. L’analyse de mélanges 
peptidiques présente de nombreux avantages : les peptides sont plus facilement manipulables 
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que les protéines, le spectromètre de masse offre une plus grande sensibilité envers les petites 
molécules comparativement avec les molécules de taille plus importante. Enfin les peptides 
ont un meilleur comportement en fragmentation que les protéines {Steen & Mann, 2004}.  
Il existe une alternative à cette approche « bottom up », appelée « top down ». Elle 
implique la mesure à haute résolution du poids moléculaire de la protéine intacte ionisée et la 
fragmentation directe de cette protéine en phase gaseuse {Chait, 2006}. Dans ce chapitre, 
seule la stratégie « bottom up » sera décrite. 
II.B. Fractionnement cellulaire du protéome 
L’échantillon biologique à analyser peut représenter un protéome entier (organisme, 
cellules), un sous-protéome (organites, compartiments cellulaires, complexes protéiques, 
phosphoprotéome…) ou encore des protéines isolées. Du fait des limitations du pouvoir 
résolutif des techniques de séparation analytiques actuellement utilisées dans le profilage et 
l’analyse de l’expression des protéines, des stratégies de préfractionnement du mélange sont 
nécessaires pour réduire la complexité de l’échantillon et enrichir en protéines d’intérêt. Ces 
stratégies permettent d’augmenter considérablement le nombre de protéines faiblement 
représentées qui pourront être détectées par spectrométrie de masse {Mann, 2008}. Il faut 
également souligner, que dans l’analyse de sous-protéomes particuliers, l’étape de purification 
est la plus cruciale, elle conditionne le succès de l’analyse en garantissant un contexte 
fonctionnel aux protéines étudiées {Steen & Mann, 2004}. De plus, dans une étude 
protéomique exhaustive, le fractionnement subcellulaire est la première et la plus essentielle 
des étapes parmi les différentes techniques d'enrichissement existantes, notamment pour 
l’étude d’organelles (mitochondries, nucléole..) et des complexes protéiques spécifiques. 
Enfin, il est indispensable que le mode de préparation de l’échantillon soit compatible avec la 
ou les méthodes de séparation des protéines utilisées ultérieurement.  
II.C. Les techniques de séparation des protéines et des peptides 
Malgré les stratégies de fractionnement cellulaire (noyaux, cytoplasme, 
membranes…), la complexité du protéome nécessite généralement une séparation 
(multidimensionnelle) supplémentaire de l’échantillon protéique afin de simplifier sa 
composition, d’accroître la résolution, de réduire de façon plus importante sa gamme 
dynamique, et ainsi permettre d’augmenter le nombre de protéines identifiées {Stasyk & 
Huber, 2004}. Les deux grandes méthodes de séparation traditionnellement utilisées en 
protéomique pour séparer les protéines et les peptides sont l’électrophorèse et les techniques 
chromatographiques.  
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II.C.1 L’électrophorèse : séparation des protéines 
 L’électrophorèse 1D ou SDS-PAGE permet la séparation des protéines en fonction de 
leur poids moléculaire (PM), alors que l’électrophorèse bidimensionnelle (2D) repose sur la 
séparation des protéines dans une première dimension selon leur point isoélectrique (pI), puis 
dans une deuxième dimension selon leur poids moléculaire. Cette dernière technique est très 
résolutive puisqu’elle permet la séparation de plusieurs milliers de protéines au sein d’un 
même gel, et reste l’approche séparative la plus adaptée à une identification ultérieure des 
protéines par spectrométrie de masse MALDI-TOF {Gorg, 2004 #126}. De plus, elle permet 
de séparer les variants d’épissages et post-traductionnels {Bousquet-Dubouch et al., 2008}. 
Enfin, cette approche offre la possibilité de mettre en évidence des différences qualitatives et 
quantitatives entre divers échantillons protéiques {Gorg, 2004 #126} {Rabilloud, 2002}. 
Néanmoins, bien que cette technique soit robuste et performante, la technique de gel 
bidimensionnel présente de nombreuses limites notamment dans la séparation de certaines 
catégories de protéines {Gorg, 2004 #126} {Rabilloud, 2002}. La première limitation 
provient de l’hétérogénéité chimique des protéines. Certaines protéines sont mal résolues par 
des techniques d’électrophorèse bidimensionnelle classique : il s’agit des protéines 
« extrêmes » de pI < 3 ou > 9, et de poids moléculaire < 10 kDa ou > 150 kDa. Une stratégie 
mise en œuvre par certaines équipes est d’élargir le spectre d’analyse en gel 2D en cherchant 
à étendre la fenêtre d’analyse en pI et PM {Chevallet et al., 1998}. Une seconde limite réside 
dans les différences de solubilité des protéines qui découle de leur hétérogénéité chimique. 
Par rapport à une solubilité quasi-idéale dans l’eau, tous les cas de figures se rencontrent à 
l’intérieur de la cellule, depuis les protéines très solubles jusqu’aux protéines à domaines 
transmembranaires multiples enchâssées dans les bicouches lipidiques. Ce problème de 
solubilité biaise la représentation des protéines faiblement solubles dans les cartes 2D, les 
protéines les plus hydrophobes ayant tendance à précipiter dans la première dimension et se 
retrouve ainsi sous-représentées. Le dernier grand problème est lié à la dynamique de 
l’expression des protéines dans la cellule. Comme expliqué précédemment, la gamme 
d’expression très étendue des protéines fait qu’il est à peu près illusoire de vouloir visualiser 
et caractériser les protéines faiblement représentées dans un extrait total. Seules les protéines 
les plus abondantes (plus de 10000 copies/cellule) peuvent être analysées par les techniques 
classiques {Gygi et al., 2000}, la gamme dynamique détectable par 2DE étant d’environ 104. 
L’apparition des « zooms gels » {Westbrook et al., 2001}, c'est-à-dire des gels avec un 
gradient de pH restreint, offre une plus grande résolution et permet de s’intéresser à des 
protéines présentes en faible quantité dans une zone de pH réduite.  
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 Les protéines séparées sur gel 1D ou 2D sont classiquement révélées grâce à 
l’utilisation d’un colorant. De nombreuses techniques de visualisation des protéines présentes 
dans un gel d’acrylamide ont été décrites et possèdent des caractéristiques et des sensibilités 
différentes {Miller, 2006 #211}. Les plus couramment utilisées pour l’analyse en 
protéomique sont : le bleu de commassie (sensibilité : 10 ng de protéines), le bleu de 
coomassie colloïdal (sensibilité : 1 ng de protéines) et la coloration à l’argent compatible avec 
une analyse ultérieure par spectrométrie de masse (sensibilité : >1 ng de protéines). Les deux 
premières méthodes permettent une quantification relative des protéines du fait de la gamme 
de linéarité élevée. Ces trois protocoles de visualisation des protéines séparées sur des gels 
sont compatibles avec une analyse par spectrométrie de masse.  
 D’autres techniques de colorations ont progressivement été développées. Il s’agit de 
coloration utilisant des sondes fluorescentes comme le sypro Ruby® et le ruthenium 
{Berggren et al., 2002}. Elles permettent d’atteindre des sensibilités équivalentes à celles des 
colorations argent (1-5 ng). La linéarité et la large gamme dynamique de ces colorants les 
rendent intéressants pour les analyses quantitatives. Ces techiques présentent également 
l’avantage de ne pas fixer les protéines dans le gel, ce qui facilite leur extraction et permet 
éventuellement leur transfert sur une membrane. Malheureusement, bien que compatibles 
avec la spectrométrie de masse, ces colorants restent très onéreux et nécessitent l’emploi d’un 
matériel lourd et coûteux pour la visualisation des spots et leur découpe en vue d’une analyse 
par MS. Une autre stratégie pour détecter les protéines dans un gel consiste à les modifier 
avec un marqueur radioactif (35S, 32P par exemple) ou fluorescent (cy3, cy5) au moment de la 
préparation de l’échantillon et donc avant leur séparation sur le gel 2D. Une fois colorés les 
gels sont analysés par traitement informatique après digitalisation (transformation des images 
expérimentale en une information numérique utilisable par ordinateur) par caméras ou 
densitomètres. Divers logiciels permettent ensuite de traiter les images obtenues {Gorg, 2004 
#126}. Les spots ou bandes protéiques visualisés sur un gel peuvent ensuite être découpés et 
analysés par spectrométrie de masse. 
 
II.C.2 Les techniques chromatographiques : séparation des 
peptides 
La séparation d’une molécule par chromatographie repose sur le partage de celle-ci 
entre une phase stationnaire et une phase mobile. Il existe différentes techniques de 
chromatographie liquide en fonction de la phase stationnaire utilisée, chacune de ces phases 
stationnaires permettant de séparer les analytes en fonction de paramètres physico-chimiques 
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particuliers. On distingue différents types selon la nature de la phase stationnaire : la 
chromatographie de partage, d’exclusion, d’adsorption, d’échange d’ions et d’affinité. En 
analyse protéomique, la chromatographie d’échanges d’ions et surtout d’adsorption en phase 
inverse (RPLC, Reverse Phase Liquide chromatography) sont les plus largement utilisées 
pour l’analyse de mélanges peptidiques. 
La chromatographie liquide (LC) en phase inverse qui permet de séparer en fonction 
de leur hydrophobicité les peptides issus de la digestion enzymatique des protéines 
préalablement séparées. {Shi et al., 2004}. Il existe des approches basées sur la séparation 
multidimentionnelle des peptides trypsiques, faisant intervenir deux chromatographies en 
tandem (généralement une échangeuse d’ion suivie d’une phase inverse). Cette approche 
utilisée en protéomique est appelée MudPIT { Delahunty &Yates, 2005}. 
Enfin, les systèmes chromatographiques ont été miniaturisés afin de passer de la micro 
(microLC) à la nano-chromatographie (nanoLC). Cette miniaturisation à permis d’améliorer 
la limite de détection afin de pouvoir travailler avec des quantités de plus en plus faibles de 
matériel.  
III.  Stratégie générale d’identification des protéines par 
spectrométrie de masse 
La spectrométrie de masse est une méthode analytique qui permet de déterminer la 
masse moléculaire d’un composé chimique ou biologique. Cette technique a une place 
privilégiée dans le domaine de l’analyse grâce à sa faible consommation d’échantillon (~ de la 
femtomole) et donc sa très grande sensibilité, sa grande résolution, la rapidité des analyses et 
la possibilité d’analyser des mélanges. Un spectromètre de masse est classiquement composé 
de trois grandes parties : la source d’ionisation, l’analyseur et le détecteur (Figure 17). Les 
molécules à analyser subissent une ionisation au niveau de la source. Au niveau de 
l’analyseur, les ions sont séparés en fonction de leur rapport masse sur charge (m/z). Enfin le 
détecteur collecte ces ions, quantifie leur intensité et amplifie le signal. Ces dernières étapes 
se déroulent dans un vide poussé afin d’éviter toute collision entre les ions et les molécules de 
gaz. Après la détection, un système informatique permet le traitement des données et génère 
un spectre de masse qui précise la variation du courant ionique observé en fonction du rapport 










































































Figure 17: Schéma du principe de fonctionnement d’un spectromètre de masse. 
 
 
Depuis le développement des sources d’ionisation dites « douces », le MALDI et 
l’électrospray, par Tanaka et Fenn au cours des années 1980 (http://nobelprize.org) {Fenn et 
al., 1989}, la spectrométrie de masse a connu un essor considérable dans le domaine de la 
biologie. Les applications dans ce domaine sont très nombreuses et variées {Patterson & 
Aebersold, 2003}. Les sources, analyseurs et détecteurs existants peuvent être associés de 
manière différente et ainsi créer une grande variété de géométrie d’appareils. Le choix d’un 
type de source ou d’un type d’analyseur dépendra de la nature de l’échantillon à analyser et de 
différents critères souhaités (sensibilité, résolution et précision de mesure, gamme de masse, 
analyse de séquence….). 
Dans le cadre de ce travail de thèse trois types de géométries d’appareils ont été 
utilisés : Un spectromètre de masse de type MALDI-TOF TOF (Voyager Elite XL, Applied 
Biosystems) pour l’identification des protéines séparées sur gel 2DE, Puis, un spectromètre de 
masse de type électrospray-Qq-TOF (QSTAR XL, Applied Biosystems) et LTQ-Orbitrap 
(Thermo) pour les études de protéomique quantitative différentielle. Ces trois différents 
spectromètres de masse seront décrits dans ce chapitre. 
III.A. Les sources d’ionisation et l’analyse des biomolécules 
III.A.1 L’électrospray 
La source de type électrospray a été décrite par Dole en 1968 {Dole, 1968} et 
appliquée à l’étude de biomolécules par Fenn en 1989 {Fenn et al., 1989}. Ce mode 
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d’ionisation par électronébulisation conduit à la formation d’ions multichargés, permettant 
ainsi de caractériser des composés de masse importante. En effet, l’augmentation du nombre 
de charges permet de ramener le rapport m/z mesuré dans la plage compatible avec les 
performances des analyseurs. De plus, comme cette technique d’ionisation génère des ions en 
phase gazeuse à pression atmosphérique, à partir d’analytes en solution, elle permet le 
couplage à la chromatographie en phase liquide (LC-MS). 
Le principe d’ionisation ESI (Figure 18) repose sur l’application d’un champ 
électrique intense à une solution contenant les peptides qui aura été préalablement introduite 
dans un capillaire. L’échantillon qui est solubilisé dans un solvant organique à pH acide (ou 
basique) est amené par le capillaire avec un faible débit dans la source à pression 
atmosphérique. L’extrémité du capillaire étant portée à un haut potentiel (de quelques kV), il 
en résulte un champ électrostatique entre l’extrémité du capillaire et la contre-électrode. Les 
ions migrent à la surface du liquide, un spray est formé. Le processus d’électrospray peut être 
assisté d’un gaz nébuliseur. Les gouttelettes chargées sont ensuite désolvatées, puis séchées 
par un flux d’azote chauffé circulant à contre courant. Ceci entraîne une série d’éclatement de 
la goutte et des ions en phase gazeuse sont finalement produits. Les ions ainsi formés sont 












Figure 18: Schéma du principe de l’ionisation électrospray. 
 
Une des améliorations majeures apportées à ce système est sa miniaturisation {Mann & 
Wilm, 1994 ; Wilm & Mann, 1996} qui permet d’augmenter la sensibilité de la source et 
d’analyser des échantillons disponibles en très faible quantité. En protéomique les sources 
nanospray sont majoritairement utilisées.  










































III.A.2 Le MALDI 
L’ionisation de type MALDI (Matrix-assisted laser desorption/ionisation) est un autre 
type d’ionisation douce très utilisée dans l’analyse des protéines et des peptides. La technique 
MALDI permet le passage de molécules très polaires et/ ou thermiquement fragiles de l'état 
solide sous forme d'ions intacts à l'état gazeux (figure 19). Les produits à analyser sont co-
cristallisés dans une matrice qui possède une forte absorption à la longueur d’onde du laser 
utilisée, et vont ainsi pouvoir transmettre l’énergie adsorbée aux analytes à ioniser. Le type de 
laser le plus souvent utilisé est le laser à azote qui a une longueur d’onde de 337 nm. 
L’irradiation du mélange par le laser va provoquer la formation d’un plasma et les ions sont 
désorbés par transfert de protons entre la matrice photoexcitée et la substance analysée. Ce 
mécanisme de transfert est encore aujourd’hui mal défini mais pourrait résulter de réactions 















 Figure 19: Schéma du principe de l’ionisation MALDI et photographie d’une cible MALDI  
 
Lorsque les ions sont formés, ils sont accélérés par l’application d’un champ 
électrostatique. L’intérêt majeur de la technique d’ionisation MALDI est de créer 
essentiellement des ions monochargés (ou faiblement chargés), et faciliter ainsi 
l’interprétation des spectres de masse obtenus.  
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III.B. Les analyseurs de masse 
Le développement de l’electrospray (ESI) et du MALDI ont catalysé le 
développement de nouveaux analyseurs de masse et d’instruments hybrides permettant de 
réaliser des études protéomiques à grande échelle. Il existe différents types d’analyseurs 
utilisés en protéomique : quadripôles (Q), les pièges à ions (IT), les analyseurs à temps de vol 
(TOF), les analyseurs de type résonance cyclotronique avec transformée de fournier (FT-ICR) 
et plus récemment l’Orbitrap. Chacun d’entre eux possède des caractéristiques et des 
performances analytiques qui lui sont propres. Ils peuvent être utilisés seuls ou assemblés 
pour former des analyseurs hybrides bénéficiant des avantages de chacun de ces analyseurs. 
Lors de l’analyse protéomique, les informations de séquence des peptides sont 
obtenues grâce à une analyse en MS/MS. Les ions produits dans la source et séparés en 
fonction de leur rapport m/z sont sélectionnés (utilisation de critères d’intensité, de charge…) 
et ces espèces ioniques, sont fragmentées. L’analyse des rapports m/z des ions fragments, 
permet de remonter à la structure de l’ion moléculaire. Deux types de configuration pour 
l’analyse MS/MS existent, la MS/MS« dans l’espace » et la MS/MS « dans le temps ». La 
MS/MS est dite « dans l’espace » lorsque la sélection de l’ion parent, la fragmentation et 
l’analyse des fragment sont réalisés dans des zones différentes du spectrométre de masse. Elle 
est dite « dans le temps » lorsque la sélection du parent et la fragmentation sont réalisées 
physiquement au même endroit. Chacune de ces configurations MS/MS correspond à des 
analyseurs de type différents : ICR et trappe ionique permettent de faire de la MS/MS dans le 
temps et diverses combinaisons peuvent être utilisées pour la MS/MS dans l’espace. Dans ce 
chapitre nous décrirons les principaux types d’analyseurs et les configurations des hybrides 
utilisés dans ce travail. 
(1) Analyseurs en temps de vol (TOF : Time Of Flight) 
 L’analyseur de type temps de vol ou TOF (Time Of Flight) est par son concept de base 
le plus simple des analyseurs. Il consiste à mesurer le temps de vol d’un ion, préalablement 
accéléré dans un champ électrostatique intense et uniforme, au travers d’une région libre de 
champs, le tube de vol. Le rapport m/z des différents ions est directement déduit de la mesure 
du temps de vol. L’analyseur à temps de vol nécessite que les ions soient produits par paquets 
successifs, et est donc bien adapté aux sources pulsées comme la source d’ionisation par 
MALDI. Les ions sont accélérés sur une même distance (d) par la même force et acquièrent 
ainsi la même énergie cinétique (Ec)(Ec = z.e.V, avec Ec= 1/2.m v2). En entrant dans 
l’analyseur libre de champs, chaque ion va garder une vitesse constante, inversement 
proportionnelle à la racine carrée du rapport m/z de l’ion considéré. Plus l’ion sera petit et 
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léger, plus il sera rapide. Les ions peuvent ainsi être séparés en fonction de leur vitesse 
acquise dans la zone d’accélération, avant d’atteindre le détecteur placé à l’autre extrémité du 
tube de vol. Le temps mis par les ions pour atteindre le détecteur sera corrélé à leur rapport 
m/z. Comme tous les ions sont détectés, les analyseurs TOF ont une très haute sensibilité. 
La principale limitation de cette technique à ses débuts était son manque de résolution. 
En effet, la dispersion énergétique des ions à l’entrée de l’analyseur entraîne une grande perte 
de résolution. Cette dispersion a pu être réduite par une refocalisation des ions à la fois sur le 
plan temporel et sur le plan énergétique. Grâce à l’extraction retardée des ions et l’utilisation 
d’un réflectron {Cotter, 1992}. L’extraction retardée des ions consiste à homogénéiser les 
énergies cinétiques des ions dans la source avant leur injection dans l’analyseur. Le réflectron 
correspond à l’interposition de miroirs électrostatiques sur le trajet ionique. Il favorise la 
refocalisation les ions de même rapport m/z et d’énergie cinétique différente {Cornish & 
Cotter, 1993}. 
(2) Le quadripôle (Q) 
Le quadripôle est un analyseur qui fonctionne comme un filtre en ne laissant passer à 
un temps donné que des ions d’un rapport m/z donné et réalise un balayage de la gamme de 
masse préalablement déterminée. L’analyseur quadripolaire est constitué de deux paires de 
barres métalliques parallèles portées à des potentiels opposés deux à deux (Φ0, et - Φ0) sous la 
forme d’une tension avec une composante alternative sinusoïdale, Vcosωt, de fréquence 
angulaire ω et d’amplitude de radiofréquence V (Figure 20). Le principe de cet analyseur est 
d’utiliser la stabilité des trajectoires des ions dans le quadripôle en fonction des tensions qui y 
sont appliquées pour les séparer selon leur rapport m/z. Les ions accélérés suivant l’axe z 
pénètrent entre les barres du quadripôle et conservent leur vitesse suivant cet axe. Cependant, 
ils sont soumis aux accélérations résultantes des forces dues aux champs électriques suivant 
les axes x et y. L’application simultanée d’une tension continue et d’une tension 
radiofréquence impose aux ions qui passent entre les cylindres un chemin oscillant. Pour des 
valeurs précises de ces tensions, seuls les ions avec un rapport m/z donné peuvent atteindre 
l’extrémité des quadripôles et se diriger vers le détecteur. Cette stabilité de la trajectoire d’un 
ion de rapport m/z donné est régie par la résolution des équations de Mathieu (établies en 
1866 par le physicien Mathieu pour décrire la propagation d’ondes dans des membranes). Le 
spectre de masse est alors obtenu en faisant varier progressivement les valeurs de tensions de 
manière à stabiliser séquentiellement l’ensemble des ions compris dans une certaine gamme 
de m/z. 
 














Figure 20: Principe d’un analyseur Quadripôle 
 
(3) Le piège ionique  
(a) La trappe ionique (3D) 
 Le piège ionique, est l’homologue en trois dimensions des analyseurs de type 
quadripolaire. A l’inverse du quadripôle, qui ne laisse passer que les ions d’un rapport m/z 
donné, le piège ionique accumule à l’intérieur de sa zone de champ tous les ions sélectionnés. 
La capacité de confinement des ions est liée à la formation d’un pseudo puits de potentiel. Les 
ions piégés sont ensuite libérés successivement suivant leur rapport m/z, lorsqu’ils deviennent 
instables {McLuckey et al., 1994}. La technique de piégeage d’ions permet d’obtenir une 
sensibilité élevée d’analyse.  
Le piège ionique est constitué d’une électrode centrale circulaire en forme de diabolo 
(l’électrode annulaire à laquelle est appliqué un potentiel oscillant V.cosωt), couverte de deux 
calottes hémisphériques (encore appelées électrodes chapeau – ici électrodes d’entrée et de 
sortie ou les électrodes « end-cap ») (Figure 21). La géométrie de ces électrodes est choisie 
pour se rapprocher au maximum d’un champ quadripolaire idéal lorsqu’un seul potentiel de 
type RF est appliqué sur l’électrode annulaire ; dans ce cas les électrodes restent à la masse et 
ne servent que dans les expériences de MS-MS pour l’isolation des ions. Comme dans le cas 
du quadripôle, la trajectoire tridimensionnelle des ions à l’intérieur du piège est imposée par 
un champ quadripolaire et elle peut être définie par l’équation de Mathieu. 













Figure 21 : Schéma et photographie d’un piège ionique (3D) 
 
En mode MS simple, l’acquisition d’un spectre est réalisée en éjectant 
séquentiellement l’ensemble des ions piégés. Les ions de faible m/z sont éjectés les premiers. 
Le mode de fonctionnement de cet analyseur permet, à travers le stockage des ions, 
d’augmenter la transmission des ions et ainsi la sensibilité comparativement à un analyseur 
quadripolaire fonctionnant en mode balayage. Le mode MS/MS est réalisé en sélectionnant 
des valeurs de potentiel appliquées aux électrodes afin de ne conserver dans la trappe que des 
ions d’une valeur m/z choisie. Au cours du temps, à l’aide d’une radiofréquence (RF) 
correspondant à leur fréquence de résonnance, ces ions vont se fragmenter dans l’analyseur 
qui contiendra alors tous les ions fils produits. L’expulsion sélective de ces ions fils permet 
d’obtenir un spectre des ions fragments de m/z choisie (Figure 22). Ce type d’appareillage 
permet de faire de la fragmentation MS/MS dans le temps et l’obtention d’ions fragments de 
générations supérieures à 2 est possible par simple renouvellement du processus. Cette 



























Figure 22 : Analyse MS et (MS)
n




(b) Les trappes ioniques linéaires (LIT ; 2D) 
Une trappe linéaire peut être utilisée soit comme un simple dispositif d’accumulation 
d’ions et donc couplé avec un autre analyseur pour la détection, soit comme un spectromètre 
de masse autonome {Douglas et al., 2005}. Les trappes linéaires sont des analyseurs basées 
sur les quatre barres d’un quadripôle fermé par des électrodes d’entrée et de sortie permettant 
de repousser les ions vers l’intérieur du quadripôle et donc de les accumuler dans cette zone. 
Par ailleurs, la trappe linéaire montre une vitesse de balayage (scan) 5 fois supérieure à 
la trappe ionique conventionnelle 3D, due à un temps de cycle extrêmement court. Ceci 
s’ajoutant à une vitesse d’acquisition des spectres augmentée, on arrive à une vitesse 
d’analyse extrêmement rapide. Dans le cas du LTQ 2,5 fois plus de spectres MS/MS sont 
acquis par rapport à une trappe ionique 3D.  
(4) L’Orbitrap ou trappe Electrostatique 
 L’analyseur Orbitrap est une technologie récente développée par A. Makarov 
{Makarov et al., 2006}. La Figure 23 représente une vue en coupe du spectromètre Orbitrap.  
 
 



































































Figure 23 : Principe de fonctionnement de l’Orbitrap. 
L’orbitrap est constitué d’une électrode centrale en forme de fuseau et d’une électrode extérieure en 
forme de tonneau qui est coaxiale avec l’électrode interne. Ces électrodes sont utilisées pour piéger les 
ions dans un potentiel électrostatique « quadro logarithmique ». La stabilité des ions est obtenue par 
maintient des ions en orbite autour l’électrode axiale (selon z). Les ions ont des trajectoires stables 
combinant rotation autour de l’électrode centrale, vibrations dans la direction radiale (r) et oscillations 
dans la direction axiale (z). Les ions oscillent de façon harmonique selon l’axe z à une fréquence 
inversement proportionnelle à la racine carrée de leur rapport m/z. Les 2 autres fréquences 
d’oscillation (selon r et f) ne dépendent pas de m/z mais des caractéristiques physiques de l’appareil 
(Rm), du rayon des ions et de l’énergie appliquée. 
D’après Scigelova et Makarov, A. Orbitrap mass analyzer--overview and applications in proteomics. 
Proteomics (2006). 
 
Le principe de l’Orbitrap repose sur le piégeage des ions par un champ électrostatique 
quadripolaire dirigé vers une électrode centrale qui crée l’oscillation des ions piégés (en ce 
sens l’Orbitrap s’apparente à une trappe ionique non conventionnelle). Les ions formés dans 
la source tournent en spirale autour de l’électrode centrale. L’attraction électrostatique vers 
l’électrode centrale est compensée par la force centrifuge provenant de la vitesse tangentielle 
initiale des ions, comme un satellite en orbite {Scigelova & Makarov, 2006}. L’électrode 
externe, scindée en deux parties par un anneau de céramique isolant (Figure 23), permet aux 
ions de rester confinés dans l’analyseur. Le champ électrostatique que les ions subissent à 
l’intérieur de l’Orbitrap les oblige à osciller selon des trajectoires complexes en spirale. La 
composante axiale des oscillations est indépendante de l’énergie initiale, de l’angle, et de la 
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position des ions sur les deux moitiés de l’électrode qui encapsule l’Orbitrap. Les valeurs de 





Cette fréquence axiale est indépendante de l’énergie et de la diffusion spatiale des ions. Une 
transformée de Fourier est utilisée pour obtenir les valeurs de m/z précis des ions à partir de la 
fréquence d’oscilation {Scigelova & Makarov, 2006}. 
III.B.3 Comparaison des différents analyseurs 
Le Tableau 2 répertorie les principales caractéristiques et performances des analyseurs. Les 
analyseurs Obitrap et FT-ICR sont ceux qui présentent les meilleures performances. Ils 
permettent d’obtenir la meilleure précision de masse (entre 1 et 5 ppm) et une très bonne 
résolution qui seront en faveur de l’identification des protéines. Par contre, le FT-ICR 
présente une moins bonne linéarité dynamique que les analyseurs TOF et quadripôle {Domon 
& Aebersold, 2006}. D’autres critères peuvent être mentionnés tels que le coût de l’appareil 
(achat et entretien) ou la facilité d’utilisation. L’Orbitrap est un analyseur facile d’utilisation 
et d’un coût d’entretien relativement modéré. Au contraire le FT-ICR est d’un coût encore très 
élevé et nécessite une importante maintenance au niveau de l’aimant supraconducteur.  
 
 TOF Quadripôle Trappe ionique FT-ICR Orbitrap  
Résolution 103-104 102-103 102-103 104-106 104-105 
Précision sur la mesure de 
masse (ppm) 
5-50 100 50-100 1-5 2-5 
Gamme de masse >105 103 103 104 4.103 
Sensibilité a 10-4-10-6 10-4-10-6 10-3 10-2-10-5 10-3 
Linéarité dynamique b 102-106 107 102-105 102-105  
Vitesse de balayage (Hz) c 100-10000 1-20 1-30 0.001-10 1-10 
a: sensibilité: signal du bruit de fond/ signal du pic le plus intense. b: domaine de concentration d’un 
soluté pour lequel  le signal est parfaitement proportionnel à la concentration. c: Nombre de spectres 
par unité de temps 
Table 2 : Principales performances des différents types d’analyseurs. 
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III.B.4 Les appareils « hybrides » et l’analyse MS/MS 
Les instruments hybrides permettent de combiner les avantages de chaque analyseur et 
présentent des propriétés bien supérieures aux analyseurs simples. De nombreuses 
combinaisons d’analyseurs sont possibles. Le quadripôle (Q) notamment tend à disparaître en 
tant que simple analyseur MS mais on le retrouve majoritairement associé dans différentes 
combinaisons:  
¾ Triple quadripôle (QqQ) {Patterson & Aebersold, 2003} 
¾ Quadripôle-TOF (Q-TOF) {Chernushevich et al., 2001} 
¾ Quadripôle-Trappe ionique linéaire (QqLIT) {Patrie et al., 2004} 
¾ Quadripôle- résonnance d’ion cyclotronique avec transformée de fournier (Q-
FTICR) {Patrie et al., 2004}. 
D’autres analyseurs hybrides sont également présents sur le marché, tels que le TOF-
TOF {Medzihradszky et al., 2000}, LTQ-Orbitrap {Makarov et al., 2006}, IT-LIT ou LIT-
FTICR {Peterman et al., 2005}. Toutes ces géométries d’appareils offrent notamment la 
possibilité de faire de la MSMS, selon un ou plusieurs modes d’analyse en fonction du type 
d’information recherchée {Domon & Aebersold, 2006}. Le Tableau 3 donne certaines 
caractéristiques certains de ces appareils hybrides {Domon & Aebersold, 2006}. Seuls les 
d’appareils hybrides, TOF-TOF, QqTOF et LTQ-Orbitrap seront développés spécifiquement 
car utilisés dans nos travaux. 
 
 IT 2D et 
3D 
Q-Q-TOF TOF-TOF Q-FT-ICR Q-Q-Q Q-Q-LIT LTQ-
Orbitrap 




MALDI ESI ESI ESI ESI 
Identification ++ ++ ++ +++ + + +++ 
quantification + +++ ++ ++ +++ +++ ??? 
spécificités ETD - Ions 
métastables 






Table 3 : Caractéristiques et performances des différents types de spectromètres de masse utilisés dans 
une configuration adaptée pour l’analyse protéomique. 


























 Figure 24 : Nouvelles géométries d’appareils hybrides. 
 
(1) Le TOF-TOF 
Il a été décrit pour la première fois par Medzihradszky en 2000 {Medzihradszky et al., 
2000}. Il est principalement utilisé en analyse protéomique pour le séquençage de peptides et 
protéines ainsi que pour la caractérisation de modifications post-traductionnelles {Yergey et 
al., 2002}. Les avantages d’un appareil hybride enchaînant deux temps de vol séparés par une 
cellule de collision, sont sensiblement les mêmes que ceux d’un Q-TOF (résolution, 
sensibilité). La différence majeure réside dans la nature des ions fragments formés. Dans le 
cas du TOF-TOF, les collisions à haute énergie génèrent des clivages internes non observés 
en Q-TOF et qui, s’ils rendent les spectres MS/MS plus complexes, sont également plus 
informatifs car ils permettent de distinguer en particulier la leucine d’une isoleucine 
{Medzihradszky et al., 2000} (Figure 24). 
(2) Le Qq-TOF 
Cet appareil hybride dont le principe a été revu par Chernushevich {Chernushevich et 
al., 2001} est constitué de l’enchaînement d’un quadripôle et d’un analyseur en temps de vol 
(TOF), orienté perpendiculairement. Entre les deux analyseurs se situe la cellule de collision, 
les ions fragments sont focalisés et envoyés par paquets dans le TOF (à accélération 
orthogonale muni d’un miroir électrostatique) par un système de lentilles qui permet la 
thermalisation (ralentissement) ainsi que la refocalisation des ions sortant de la cellule de 
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collision. Le "pusher" situé à l’entrée du TOF donne ensuite l’impulsion nécessaire aux ions 
pour les ré-accélérer dans une direction perpendiculaire. Les ions fragments générés sont 
ensuite injectés dans le TOF. La géométrie de cet appareil le rend particulièrement adapté aux 
analyses en mode MS/MS et notamment au séquençage de peptides {Shevchenko et al., 
1997}. Le Qq-TOF (Quadripôle -Time of Flight, Figure 24) combine la simplicité d’un 
quadripôle avec la sensibilité, la résolution et la précision des mesures de masse d’un 
reflectron-TOF. Ainsi des sensibilités de l’ordre de l’attomole peuvent être atteintes 
{Kristensen et al., 2000}. Cet analyseur fonctionne bien pour les analyses quantitatives et 
pour l’identification des modifications post traductionnelles. Un des inconvénients est de ne 
pas pouvoir faire de balayage sur des ions spécifiques puisque le TOF mesure le temps de vol 
de tous les ions, sur toute la gamme de masse, sans moyen de contrôle. 
(3) Le LTQ-Orbitrap 
Le LTQ-Orbitrap commercialisé par la société ThermoElectron à été introduit en 2005 
{Scigelova & Makarov, 2006}. Le LTQ-Orbitrap (Figure 24) contient deux analyseurs de 
masse complets, qui peuvent être utilisés indépendamment ou en association. Cet instrument 
combine les avantages de la trappe ionique linéaire et un analyseur de type Orbitrap 
{Makarov et al., 2006}. Le couplage entre ces deux analyseurs se fait via une C-Trap, pour un 
stockage intermédiaire des ions. La C- trap permet également de focaliser et concentrer les 
ions. Les deux analyseurs peuvent fonctionner en parallèle : tandis qu’un spectre de haute 
précision/ résolution est acquis dans l’Orbitrap, la trappe linéaire (LTQ) plus rapide réalise la 
fragmentation et de la détection des spectres MS/MS des peptides les plus intenses 
préalablement sélectionnés (lors du « prescan »). En une 1s, on obtient l’acquisition d’un 
spectre (MS) Orbitrap de haute résolution (60000 à 100000) et de 3 à 5 spectres de 
fragmentation (MS/MS) dans la trappe linéaire (LTQ) (Figure 25).Ce mode de 
fonctionnement permet d’augmenter considérablement le nombre de protéines identifiées. 
Ainsi, parmi les trois types d’appareil hybrides décrits, le LTQ-Orbitrap est celui qui est le 
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Analyse protéomique par LTQ-Orbitrap :
Trappe linéaire (IT)
Orbitrap MS MS
MSMS MSMS MSMS MSMS MSMS











Figure 25 : Exemple d’analyse MS et MS/MS avec le  LTQ-Orbitrap 
Les ions issus de la source sont conduits vers la trappe. Ils sont ensuite dirigés vers l’Orbitrap 
où une MS à basse résolution est réalisées « prescan » (en jaune) et permet de transmettre les 
informations pour le séquençage (MS/MS) des 5 ions les plus intenses dans la trappe (en 
bleu). Pendant ce temps un spectre MS à haute résolution (60000) est acquis dans l’Orbitrap 




Pour conclure, il est important de souligner qu’aucun instrument ne possède tous les 
avantages et toutes les performances réunis de l’ensemble des analyseurs décrits. Le choix de 
l’instrument se fera en fonction du type d’information que l’on recherche. Les critères de 
sélection dans le cadre de ma thèse ont été la résolution, la précision de masse, la vitesse de 
séquençage et la sensibilité pour des analyses quantitatives à grande échelle, sans oublier la 
disponibilité des appareils.  
III.B.4 Fragmentation peptidique 
(1) Fragmentation de type CID 
Afin d’obtenir des informations de séquences, la molécule étudiée doit subir une 
fragmentation d’une ou plusieurs liaisons de manière à relier la masse des fragments obtenus 
à la structure chimique des peptides. Pour cela il faut transférer aux ions stables produits lors 
de l’ionisation au moins l’énergie supplémentaire nécessaire à la fragmentation. La méthode 
la plus utilisée permettant ce transfert d’énergie est la dissociation induite par collision (CID, 
collision induced dissociation ou collision activated dissociation, CAD). D’une manière 
générale dans un premier analyseur, l’ion que l’on veut fragmenter (ion précurseur ou parent) 
est sélectionné et envoyé dans une chambre de collision où il entrera en collision avec des 
atomes d’un gaz inerte (azote, argon ou hélium). Dés lors, l’énergie cinétique sera 
















transformée en partie en énergie vibrationnelle et les fragments produits (ion produits ou fils) 
seront analysés par un second analyseur d’où le terme de spectrométrie de masse en tandem 
ou MS/MS (MS2). On distingue deux types de collisions CID : Les fragmentations de basse 
énergie (quelques eV), qui ont lieu dans les appareillages de type quadripôle ou trappe 
ionique, et les fragmentations de haute énergie (quelques keV), produits dans les appareils de 
type TOF-TOF.  
 
¾  La fragmentation basse énergie : les peptides se fragmentent 
majoritairement au niveau des liaisons peptidiques (liaisons amides). Une nomenclature des 
ions fragments générés lors de l’analyse MS/MS d’un peptide a été proposée par Roepstorff et 
Fohlman {Roepstorff & Fohlman, 1984} puis modifiée par Biemann {Biemann, 1990} 
(Figure 26). La fragmentation de la liaison amide conduit à la formation des ions b- et y-, et 
facilite la déduction de la séquence en acides aminés. D’autres fragments peuvent être 
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Rétention de la charge
côté N-terminal













































Figure 26 B : Nomenclature des ions fragments des peptides  
 
D’après P. Roepstorff and J. Fohlman Biomed. Mass Spectrom. 1984, 11, 601 et K. Biemann  Methods 
Enzymol. 1990, 193, 455. 
 
 
 Des ions satellites dus à la perte de NH3 ou de H2O peuvent se former. La fragmentation 
à la fois en C-terminal et en N-terminal des acides aminés produit des ions immonium. La 
différence de masse entre deux ions consécutifs d’une même série permet de déduire la 
séquence du peptide (excepté les ions isomères leucine/isoleucine et les isobares Gln/lys). 
 
¾ La fragmentation haute énergie : 
Deux types d’ions peuvent être générés à haute énergie (Figure 26C) : 
• Les ions d qui portent la charge positive au niveau de l’acide aminé N terminal. 
La coupure de la chaîne latérale se fait après le carbone β.  
• Les ions w et v qui portent la charge positive au niveau de l’acide aminé C 
terminal. Pour les ions v la coupure de la chaîne latérale a lieu après le carbone α et pour les 
ions w la coupure se fait après le carbone β. 
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Figure 26C : Nomenclature des ions fragments de haute énergie des peptides (> 1 keV) 
 
Les espèces multi-chargées nécessitent moins d’énergie pour se fragmenter. La charge 
de l’ion précurseur est déterminée par la séquence du peptide et notamment par le nombre de 
résidus basiques. Dans le cas de peptides trypsiques, les plus couramment analysés en 
protéomique, la majorité des ions formés par ESI-MS sont dichargés, de sorte qu’ils génèrent 
essentiellement des séries d’ions y et /ou b monochargés, fournissant une lecture de séquence 
aisée {Steen & Mann, 2004}. 
(2) Fragmentation de type ECD et ETD 
De nouvelles techniques de fragmentations ont émergé récemment, principalement 
pour l’étude de modifications post-traductionnelles labiles comme la phosphorylation par 
exemple. Il s’agit de la fragmentation par ECD {Zubarev et al., 2000} et ETD {Syka et al., 
2004}. Les fragments produits en ECD et ETD sont différents de ceux obtenus par CID.  
Le principe de fonctionnement de la dissociation induite par capture d’électron (ECD) 
repose sur l’irradiation des ions multichargés produits par la source ESI, par un faisceau 
d’électrons de faible énergie (< 0.2eV) dans le spectromètre de masse de type résonance 
cyclotronique des ions à transformée de Fourier (FT-ICR) {McLafferty et al., 2001}. L’intérêt 
de ce type de dissociation ECD réside dans le fait que, contrairement aux modes CID, le site 
de clivage est spécifique et à lieu au niveau des liaisons amides, et non pas au niveau des 
modifications chimiques des chaînes latérales des acides aminés (voir plus haut description 
des fragments obtenus en CID). Ainsi, un peptide phosphorylé fragmenté en ECD ne perd ni 
l’acide phosphorique, ni l’acide métaphosphorique {Jebanathirajah et al., 2005}. De plus, ce 
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mode de fragmentation est plus informatif que le mode CID {Bakhtiar & Guan, 2006}. En 
effet, le nombre de fragments produits est plus important et offre donc une meilleure 
couverture de séquence qui favorise la localisation directe de l’acide aminé phosphorylé dans 
le cadre d’une analyse des modifications post-traductionnelles {Bakhtiar & Guan, 2005}. 
Cependant, son utilisation reste limitée aux appareillages très couteux, de type résonance 
cyclotronique des ions à transformée de fourrier (FT-ICR) {Chi et al., 2007}. Une méthode 
alternative, la dissociation par transfert d’électron (ETD) a été développée sur un appareillage 
de spectrométrie de masse de type trappe à ions linéaire modifiée {Syka et al., 2004} et 
appliquée à l’étude de peptides phosphorylés {Schroeder et al., 2005; Wu et al., 2007}. Son 
principe repose sur le transfert d’un électron d’un anion vers le peptide multi-protoné. Les 
profils de fragmentation ETD sont similaires à ceux obtenus en ECD. La commercialisation 
récente de spectromètre de masse de type trappe d’ions (2D ou 3D) et des instruments de type 
Orbitrap, qui peuvent être équipés d’une source ETD à facilité l’accès et étendu le champ 
d’application de cette technique. Ces nouvelles technologies semblent très prometteuses en 
termes d’augmentation de la couverture de séquence pour l’identification des protéines mais 
également dans la caractérisation des modifications post-traductionnelles{Molina et al., 
2007}. 
 
III.C. Analyse bioinformatique des données pour l’identification des 
protéines 
Il existe deux modes d’identification des protéines à partir des peptides : la 
cartographie peptidique ou « peptide mass fingerprinting » (PMF), et le séquençage 
peptidique par MS/SM. Dans la première approche l’ensemble des masses mesurées est 
comparé à l’ensemble des masses théoriques qui proviendraient de la digestion virtuelle (in 
silico) des protéines répertoriées dans les banques de données, pour obtenir une liste de 
protéines candidates. De nombreux programmes de recherche par PMF ont été dévelppés ces 
dernières années comme par exemple : 
¾ MOWSE : http://www.matrixscience.com/help/scoring_help.html#MOW {Pappin et 
al., 1993} 
¾ MS-fit : http://prospector.ucsf.edu/cgi-bin/msform.cgi?form=msfitstandard {Clauser et 
al., 1999} 
¾ PeptIdent : http://www.unb.br/cbsp/paginiciais/pepident.html, {Wilkins et al., 1999} 
¾ Profound : http://www.unb.br/cbsp/paginiciais/profound.html {Zhang & Chait, 2000}  
¾ Aldente : http://expasy.org/tools/aldente/  
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¾ Mascot http://www.matrixscience.com/search_form_select.html, {Henzel et al., 2003} 
 
La majorité de ces moteurs de recherche sont accessibles sur le web. Cette approche 
d’identification des protéines est la plus fréquemment mise en œuvre pour des protéines 
isolées (protéines contenues par exemple dans un spot de gel 2D), car elle offre le plus haut 
débit d’analyse, surtout lorsqu’elle peut-être automatisée par l’utilisation d’un robot de dépôt 
et d’un Maldi-TOF. Cependant, elle nécessite une précision de mesure des masses élevée pour 
limiter les identifications de faux positifs {Clauser et al., 1999}. Avec l’augmentation 
continue de la taille des banques de données, la spécificité de l’analyse PMF est de plus en 
plus limitée et l’identification de faux positifs de plus en plus probable. En augmentant le 
nombre de séquence dans les banques, le nombre de masses théoriques augmente et bien 
souvent le nombre de masses redondantes également. Une solution à ces limites est 
l’utilisation d’appareils Maldi-FT-ICR MS générant des mesures de masses très précises (1 à 
2ppm) et permettant ainsi d’améliorer considérablement la qualité et la spécificité des 
identifications par PMF. Néanmoins, ce type de géométrie n’est pas répandu dans les 
laboratoires. Une deuxième approche d’identification permet d’obtenir des informations de 
séquence en mettant en œuvre le séquençage des peptides par MS/MS, ce qui augmente 
convenablement la spécificité et la qualité des identifications. Plusieurs algorithmes sont 
utilisés pour la recherche dans les banques de données à partir des spectres MS/MS 
{Aebersold, 2003 #224}{Steen & Mann, 2004}. Ces algorithmes se basent sur les approches 
suivantes : 
 
¾ L’approche par « Peptide Sequence Tag» 
Cette approche décrite par Mann et Wilm en 1994 {Mann & Wilm, 1994} repose sur 
le principe suivant : Les spectres MS/MS contiennent toujours au moins une courte série de 
fragments permettant la lecture non ambiguë d’un fragment de séquence du peptide (« tag »). 
En plus de ce « tag », cette approche utilise également la masse de l’ion parent ainsi que les 
masses m1 et m2 pouvant être déterminées sur le spectre. m1 et m2 définissent les distances 
entre le tag de séquences déterminées et les extrémités du peptide (Figure 27). Le « peptide 
sequence tag » est donc constitué de 3 parties, le fragment de séquence et les masses m1 et 
m2 et sera soumis au moteur de recherche « PeptideSearch » pour l’identification de la 


















Figure 27 : Détermination du « Peptide Sequence Tag » 
D’après Mann et Wilm. Error-tolerant identification of peptides in sequence databases by peptide 
sequence tags. Anal Chem 1994 
 
Depuis 1994, le nombre d’entrées dans Swiss-Prot à considérablement augmenté, il est 
passé de 40000 entrées en 1994 à 6534543 entrées en 2008 (données septembre 2008 ; 
http://expasy.org/sprot/). Au vu de ces chiffres, les exigences pour pouvoir considérer une 
identification non ambiguë ont évolué ces dernières années. Par ailleurs, cette approche 
requiert non seulement un temps d’interprétation non négligeable et la spécificité d’un seul 
tag n’est souvent plus suffisante. D’autres programmes, plus rapides et reposants sur des 
algorithmes différents, ont donc été développés. 
 
¾ Les approches par « Peptide Fragment Fingerprinting (PFF) » 
La dénomination « Peptide Fragment Fingerprinting » a été introduite par Blueggel en 2004 
par analogie avec la dénomination PMF {Blueggel et al., 2004}. Toute une série 
d’algorithmes peuvent être regroupés sous ces approches par « Peptide Fragment 
Fingerprinting » {Hernandez et al., 2006}. 
• Mascot (http://www.matrixscience.com/), 
•  Sequest (http://fields.scripps.edu/sequest/), 
• Phenyx (http://www.phenyx-ms.com/), 
•  Sonar (http://bioinformatics.genomicsolutions.com/service/prowl/sonar.html), 
• PepFrag (http://prowl.rockefeller.edu/prowl/pepfragch.html), 
• MS-Tag (http://prospector.ucsf.edu/ucsfhtml4.0/mstagfd.htm), 
• probID (http://projects.systemsbiology.net/probid/)  
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Ces approches sont basées sur des comparaisons entre les spectres MS/MS expérimentaux 
et les spectres MS/MS générés à partir de l’ensemble des peptides trypsiques théoriques des 
protéines contenues dans les banques de données. Par exemple, l’algorithme de Sequest est 
basé sur un processus d’auto-corrélation. Les peptides présents dans les banques de données 
sont utilisés pour construire des spectres MS/MS théoriques et le degré d’auto-corrélation 
entre le spectre expérimental et un spectre théorique permet de déterminer la meilleure 
séquence qui correspond (« match »). Dans un premier temps l’algorithme recherche dans les 
banques de données toutes les séquences qui correspondent au poids moléculaire de l’ion 
précurseur fragmenté. Ensuite, la mesure de la similarité entre les fragments prédits sur la 
base de la séquence obtenue des banques de données et les fragments observés dans les 
spectres acquis permet de proposer la séquence la plus probable {Yates, 1996}. Généralement 
la séquence de 4 résidus amino- ou C-terminaux conduisent à l’identification d’un 
polypeptide pour environ 80 % des protéines humaines retrouvées dans les banques et une 
séquence de 7 acides aminés est quasiment unique dans le génome humain. Les identifications 
de peptides doivent être rapportées en terme de score de probabilité, comme par exemple pour 
Mascot {Perkins et al., 1999} ou une version modifiée de Sequest {MacCoss et al., 2002}. 
Au cours de cette thèse c’est le logiciel Mascot qui a été principalement utilisé. L’algorithme 
de Mascot est basé sur une approche probabilistique (« Probability-based matching) {Perkins, 
1999 #1745}. Dans cette approche les masses des fragments MS/MS calculées à partir des 
peptides présents dans la banque de données sont comparées aux masses expérimentales des 
fragments mesurées. Un score est calculé qui reflète la significativité de la correspondance 











































Figure 28 : Principe d’identification d’une protéine à partir du logiciel Mascot 
L’algorithme de Mascot est basé sur la comparaison de la liste de masses expérimentales obtenue avec 




Ces algorithmes sont de plus en plus rapides et performants et permettent de soumettre 
des requêtes dans des banques très volumineuses : aussi bien de larges banques de séquences 
protéiques que des banques d’ESTs ou des banques génomiques (dont ils assurent la 
traduction automatiques dans les cadres de lectures) {Choudhary et al., 2001}. Cependant, ces 
algorithmes ne sont pas « infaillibles » et les développements de méthodes de validation et 
d’identification ont été intensifs ces dernières années {Nesvizhskii & Aebersold, 2004}. Des 
banques de données aléatoires peuvent ainsi être utilisées pour évaluer le taux de faux positifs 
(TFP) {Peng et al., 2003}. Des travaux montrent que le TFP en fonction du nombre de 
peptides ayant permis l’identification d’une protéine et de la spécificité de l’enzyme utilisée 
lors de la recherche dans les banques passe de 0.8 % à près de 10 % lorsque l’on tolère 
l’identification de peptides semi-trypsiques (ne présentant qu’une extrémité trypsique). De la 
même façon, ils ont estimé qu’un TFP de 26 % pour les protéines identifiées avec un peptide 
unique est réduit à 1,4 % pour des identifications avec 2 peptides et devient nul pour des 
identifications avec 3 ou plus de peptides {Peng et al., 2003}. Les identifications de protéines 
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avec un seul peptide ne doivent être limitées qu’à des cas exceptionnels {Steen & Mann, 
2004}. En 1994, un « peptide sequence tag » de 2 à 3 acides aminés était suffisant pour 
identifier un peptide unique dans la banque SwissProt mais plus tard il a été estimé qu’une 
séquence de moins de 7 acides aminés n’était plus suffisante pour identifier un peptide unique 
{Steen & Mann, 2004}. Les exigences deviennent de plus en plus stringeantes. Dans cette 
optique de validation des résultats et estimations du TFP, de nouvelles fonctionnalités ont été 
intégrées dans le logiciel Mascot, permettant de générer à partir des banques classiquement 
utilisées, des banques de séquences inversées ou « aléatoires » nommées « Decoy ». Dans les 
banques inversées, les séquences des entrées sont lues du C-ter vers le N-ter et dans les 
banques « aléatoires », les séquences sont mélangées mais le nombre d’entrées est conservé. 
Le taux de faux positifs peut alors être estimé grâce au nombre d’identifications significatives 
mises en évidence lors des recherches dans ces banques {Elias et al., 2005}. 
Par ailleurs, lorsqu’il n’est pas possible d’obtenir la séquence d’un peptide analysé par 
ces approches automatiques, une approche de décryptage des spectres MS/SM peut être 
réalisée. Il s’agit du « séquençage de novo » qui consiste à analyser les différents fragments 
présents dans le spectre MS/MS afin de reconstituer la séquence en acide aminé du peptide. 
Cette analyse peut être automatisée par l’utilisation de logiciels adaptés comme Peaks {Ma et 
al., 2003} mais nécessite très souvent une validation manuelle complémentaire.  
Les analyses de protéomiques quantitatives mises en œuvre actuellement génèrent des 
quantités de données importantes, rendant indispensable l’utilisation de logiciels 
bioinformatiques, pour l’exploitation des résultats. Comme décrit précédemment, 
l’identification des protéines en spectrométrie de masse est établie par comparaison des 
masses expérimentales peptidiques avec des masses théoriques extraites des banques de 
données. Le logiciel Mascot (édité par la société « Matrix Science ») décrit précédemment est 
à l’heure actuelle l’un des plus performants et le plus couramment utilisé en protéomique. 
Cependant, des « faux positifs » peuvent être générés lors de cette analyse (voir le paragraphe 
précédent). Afin de les éliminer, il est souvent nécessaire de réaliser une validation manuelle 
basée sur l’analyse des spectres MS/MS. Au vue de la quantité de données générées par les 
approches protéomiques exhaustives, cette étape peut-être longue et fastidieuse. Afin de 
faciliter ces étapes, quelques outils informatiques pour automatiser la validation des résultats 
ont été développés, comme CHOMPER, développé pour la validation des résultats issus du 
moteur de recherche SEQUEST {Eddes, 2002 #284} ou encore EPIR pour les données 
Mascot, mais qui n’est pas disponible pour l’ensemble de la communauté scientifique 
{Kristensen et al., 2004}. Ainsi, quelques laboratoires se sont donc employés à développer 
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des outils bioinformatiques appropriés à leurs besoins. Dans l’équipe le Logiciel MFPaQ à été 
développé et permet de réaliser cette validation manuelle {Bouyssie et al., 2007}. 
 































In vivo In vitro
CHAPITRE II : LA PROTEOMIQUE QUANTITATIVE 
I. Généralités 
Ces dernières années, différentes approches de transcriptomique, de protéomique et de 
métabolomique ont été développées afin d’analyser les variations de systèmes biologiques 
après un changement dans l’environnement, et la protéomique s’est avéré être l’approche la 
plus performante et informative. En effet, l’étude comparative ou différentielle de protéomes 
permet d’analyser efficacement l’expression des protéines au niveau d’une cellule, d’un 
organe ou d’un organisme, et ceci en fonction des modifications de son environnement. La 
protéomique quantitative consiste soit à déterminer la quantité absolue de protéines dans un 
échantillon, soit le plus fréquemment, à comparer les quantités relatives de protéines présentes 
dans différentes conditions. Il est possible, par exemple, de comparer les protéomes de deux 
états distincts (malade/sain ; +/- traitement ;…) en observant l’apparition, la disparition ou les 
variations des quantités en protéines  {Ong & Mann, 2005}. Deux principales stratégies en 
protéomique quantitative ont été développées. La première est basée sur l’analyse 2DE et la 

















Figure 29 : Diagramme des différentes stratégies utilisées pour une analyse de protéomique 
quantitative. 




I.A. Quantification basée sur la 2DE 
Les approches de protéomique quantitative utilisant les colorants, les fluorophores ou 
la radioactivité ont longtemps été les seules disponibles pour étudier les différences 
d’expression des protéines dans des échantillons biologiques distincts. Ces approches ont 
connu une avancée significative avec le développement en 2004 de la stratégie 2D-DIGE 
(differential In Gel Electrophoresis). Cette stratégie se base sur le marquage des groupements 
e-NH2 de la chaîne latérale des résidus lysine par des fluorophores de type cyanine 3 et 5 (cy3 
et cy5) {Van den Bergh & Arckens, 2004}. Ces fluorophores ont la particularité d’avoir des 
propriétés spectrales différentes qui permettent de visualiser l’émission de leur fluorescence 
indépendamment l’une de l’autre. Ainsi, cette technique permet de comparer l’abondance 
relative de protéines provenant d’échantillons biologiques distincts au sein d’un même gel 
2D, permettant ainsi de s’affranchir des biais induits par les différences de migrations de 
protéines d’un gel à l’autre. L’ajout d’un troisième fluorophore de type Cy2, permettant 
d’utiliser un étalon interne, ainsi que le développement des « mini-dyes », résolvant le 
problème dû à la différence de migration entre les protéines marquées et non marquées, ont 
considérablement augmenté l’efficacité de cette technique. Ces approches basées sur la 2DE 
permettent d’obtenir une très bonne sensibilité, une gamme linéaire importante, et une bonne 
gamme dynamique, mais présentent deux principales limitations. Premièrement, ces 
approches nécessitent une séparation à haute résolution des protéines du mélange, ce qui 
limite leur application aux protéines les plus abondantes et solubles. En second lieu, elles ne 
permettent pas de déterminer directement et avec exactitude l'identité de la protéine variante 
(plusieurs protéines dans un même spot).  
I.B. Analyse protéomique quantitative par spectrométrie de masse  
Il existe deux grandes stratégies de protéomiques quantitatives basées sur une analyse 
par spectrométrie de masse : la quantification relative (avec ou sans marquage) et la 
quantification absolue des protéines ou peptides issus de la digestion des protéines d’un 
mélange complexe (Figure 29). L’approche de protéomique quantitative basée sur des 
analyses par spectrométrie de masse la plus répondue actuellement, est celle utilisant le 
marquage isotopique. Elle est basée sur la théorie de dilution des isotopes stables selon 
laquelle un peptide marqué par un isotope stable est chimiquement identique à sont 
homologue non marqué ; ainsi les deux peptides se comportent de manière identique lors de 
des analyses par spectrométrie de masse (de l’ionisation à la détection). Comme il est possible 
de mesurer précisément la différence de masse entre le peptide marqué et non marqué en 
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spectrométrie de masse (appareils de plus en plus résolutifs), la quantification est faite en 
intégrant et comparant les intensités du signal des peptides marqués (Figure 30 : {Ong & 


















Figure 30 : Extraction des données quantitatives à partir d’un spectre de masse. 
A gauche, après acquisition du spectre de masse, visualisation des massifs isotopiques pour chaque 
peptide, marqué (rouge) ou non marqué (noir). A droite, au cours de l’élution chromatographique, le 
signal du peptide est suivi par la courbe dont l’aire correspond au courant mesuré (XIC), une mesure 
proportionnelle à l’abondance du peptide. La mesure des aires indique que le peptide rouge est présent 
à 85% du peptide noir 
 
 
Le marquage isotopique stable des peptides à été introduit en protéomique en 1999 par 
trois laboratoires indépendants {Gygi et al., 1999} et ont pris une grande ampleur ces dernière 
années {Ong et al., 2003; Patterson & Aebersold, 2003}. Récemment les approches sans 
marquage se sont répandues. Bien que moins onéreuses que les précédentes, elles sont plus 
difficiles à mettre en œuvre et nécessitent des appareillages très résolutifs, une reproductibilité 
d’analyse élevée et des logiciels de retraitement de données adaptés. Ainsi, parallèlement au 
développement de toutes ces techniques de quantification, des outils bioinformatiques 
performants et robustes ont été mis en place pour le traitement des données obtenues, souvent 
très complexes. Ces outils seront décrits dans ce chapitre. 
I.B.1 Les techniques de marquages isotopiques  
 Elles consistent à marquer un échantillon par l’intermédiaire d’un réactif contenant un 
isotope stable (D, 13C, 15N) (échantillon lourd), et à comparer cet échantillon à un autre ne les 
contenant pas (échantillon léger). Les paires peptidiques ainsi formées, se différencient 





















« Label Free »
uniquement par un écart de masse ∆m au sein des spectres de masse. Cela permet de 
quantifier les peptides correspondants. Les marqueurs isotopiques peuvent être introduits de 
différentes façons (Figure 31) : par ajout de standard interne au mélange à analyser, par 
marquage métaboliques des protéines (SILAC…) {Ong et al., 2002 ; Graumann et al., 2008}, 
par marquage chimique (ICAT, ItraQ…) {Shadforth, 2005 #182 ; Gygi et al., 1999}, ou 
enzymatique ou, alternativement par un standard externe par ajout de peptides synthétiques 














Figure 31 : Différentes approches de protéomiques quantitatives basées sur la spectrométrie de 
masse. 
Adapté de Ong SE, Mann M (2005) Nat Chem Biol 1:252–262. 
 
(1) Le marquage chimique 
 Il consiste à marquer un protéome entier ou purifié avec des marqueurs isotopiques 
lourds au moyen de réactifs chimiques. En principe chaque groupe fonctionnel des différents 
acides aminés peut être utilisé pour y incorporer une étiquette isotopique par des moyens 
chimiques, mais en pratique, ce sont surtout les groupements réactifs des lysines (amines) et 
cystéines (thiols) qui sont les plus appropriés pour ce type de réactions.  












lourd: 9* 13C (236 amu)
léger: 9* 12C (227 amu)
(a) Le marquage ICAT 
Le premier marquage chimique utilisé pour la quantification relative des protéines à 
été décrit par le groupe de Ruedi Aebersold en 1999, il s’agit de la technique ICAT (Isotope-
Coded Affinity Tag). Dans cette approche, les résidus cystéines sont marqués avec un réactif 
comprenant un bras clivable en milieu acide et des 13C qui introduisent une différence de 
masses de 9 Da entre le peptide leger et lourd (cICAT : cleaved ICAT) {Hansen, 2003 #266} 








Figure 32 A : Réactif cICAT. 
 
 
Après marquage les peptides à cystéines contenant le réactif ICAT lourd ou léger, les 
protéines (expérience et contrôle) sont mélangés et digérées. Les peptides étiquetés sont 
ensuite isolés sur une colonne d’avidine, puis quantifiés par spectrométrie de masse (Figure 
32 B). Comme seuls les peptides contenant une cystéine sont isolés, le mélange peptidique est 
largement simplifié. Cela représente un avantage pour l’analyse de mélanges complexes 
comme des extraits cellulaires totaux, et les protéines faiblement représentées. Dans ces 
stratégies de modifications chimiques, la quantification relative est réalisée par intégration du 
signal MS sur les massifs isotopiques des peptides marqués légers et lourds dans l’ensemble 
du spectre. Cependant, seule deux conditions expérimentales sont comparables par cette 
approche. De plus, la cystéine étant un acide aminé rare, présent dans 80% des protéines, 
certaines protéines ne seront pas quantifiées. Ce type de quantification ne semble donc pas 
adapté à l’analyse exhaustive de protéomes complexes.  
Ce protocole à été adapté et amélioré dans l’équipe pour l’étude des complexes purifié 
du protéasome 20S {Froment et al., 2005} permettant de quantifier les différents isoformes 
des sous-unités du protéasome 20S. Il a été également adapté à l’étude des protéines 
membranaires par le groupe du Dr. Jerome Garin à Grenoble {Ramus et al., 2006}. De 
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nombreuses technologies dérivées de l’ICAT ont également émergées, comme par exemple le 






















Figure 32 B : Principe de la stratégie ICAT. 
Deux lots de protéines sont marqués avec le réactif léger et le réactif lourd respectivement. Ils sont 
ensuite mélangés et subissent une digestion trypsique. Les peptides marqués par les ICAT (lourd et 
leger) sont enrichis en passant sur une colonne d’affinité à avidine, le groupement biotine est éliminé 
grace au bras clivable en milieu acide avant l’analyse par spectrométrie de masse. Les couples peptide 
lourd et léger sont repérés par MS, identifiés par MS/MS puis quantifiés sur les spectres MS. 
 
 
(b) Le marquage iTRAQ 
La technologie iTRAQ (isobaric tag for absolute and relative quantification) est une 
alternative intéressante à l’ICAT. Elle a été introduite par Thompson en 2003 {Thompson et 
al., 2003}. Son principe est basé sur le marquage des peptides trypsiques sur leurs 
groupements α-NH2 N-terminal et ε-NH2 des chaines latérales des lysines par un réactif 
associé à des étiquettes isobariques qui génèrent des ions rapporteurs de masses spécifiques 
(113,114, 115,116, 117,118, 121 daltons) lors de la fragmentation des ions parents par 






















Figure 33 A : Structure du réactif iTRAQ.  




Contrairement aux techniques précédentes la quantification est réalisée en intégrant et 
comparant le signal obtenu par MS/MS. Ceci présente l’avantage de ne pas complexifier les 
spectres de fragmentation, car la région de rapport m/z allant de 114-118 et 121 est pauvre en 
pics, ces masses ne correspondant à aucune masse de résidus ou ions imoniums. Cette 
approche permet la détermination simultanée de l’identité et de l’abondance relative des 
paires peptidiques dans le spectre MS/MS {Pflieger et al., 2008}. Ces réactifs présentent 


















Figure 33 B : Marquage de chaque échantillon avec 4 des 8 réactifs iTRAQ existants. 






Un inconvénient général à toutes ces techniques de marquages chimiques vient du fait 
que toutes ces réactions peuvent être incomplètes et sujettes à des réactions secondaires non 
spécifiques qui engendrent des produits inattendus compliquant à la fois l’identification des 
protéines et leur quantification par spectrométrie de masse. Les marquages chimiques doivent 
être très spécifiques, totaux, et impliquer une manipulation minimale de l’échantillon.  
 
(2) Le marquage enzymatique 
 La technique la plus couramment utilisée est l’incorporation de 18O pendant le 
processus de digestion enzymatique des protéines en présence de H218O {Reynolds et al., 
2002}. Le marquage enzymatique peut être réalisé soit pendant la digestion protéolytique, 
soit, plus couramment, après protéolyse dans une seconde étape d’incubation avec la protéase. 
La trypsine et l’endoprotéinase GluC introduisent deux atomes 18O qui engendrent une 
augmentation de masse de 4 Da, suffisante pour différencier des isotopomères de masse. Elle 
permet d’éviter les réactions secondaires qui se produisent lors du marquage chimique. 
L’inconvénient majeur de la technique réside dans une réaction souvent incomplète et une 
incorporation des isotopes qui fluctue, ce qui complique considérablement l’analyse des 
données {Miyagi & Rao, 2007}. 
 
(3) Le marquage métabolique : approche SILAC 
C’est l’une des principales statégies de quantification utilisant les isotopes stables. 
Cette technique à initialement décrite pour le marquage total de bactéries en utilisant un 
milieu de culture enrichi en azote 15 N {Oda et al., 1999}, puis a pris de l’ampleur avec la 
technique SILAC (stable Isotope labeling by amino acids in cell culture) développée par le 
groupe de Mathias Mann en 2002 {Ong et al., 2002}. Cette approche très robuste est la plus 
fiable sur le plan quantitatif. C’est d’ailleurs l’approche qui a été utilisée dans le cadre de ce 
travail de thèse. 
Contrairement au marquage chimique réalisé sur des extraits protéiques ou 
peptidiques, cette technique innovante est basée sur le marquage métabolique par des isotopes 
stables des protéines lors de la culture cellulaire (Figure 34). Au cours de la croissance 
cellulaire et du « turn-Over » protéique, les acides aminés marqués sont incorporés dans 
toutes les chaînes de protéines nouvellement synthétisées de la cellule. Le milieu de culture 
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MS: Quantification MS/MS: Identification
SILAC « lourds » implémenté d’acides aminés « lourds » marqués par le  13C et/ou 15N 
(lysine et/ou arginine) assurent à l’ensemble des produits issus du clivage trypsique d’une 
protéine au moins un acide aminé marqué permettant une augmentation de masse constante 
par rapport au peptide non marqué provenant du milieu « léger ». Bien que la publication 
originale de cette technique soit basée sur l’incorporation de 2D3-leucine, l’utilisation 
d’isotopes des résidus arginine et/ou lysine s’est rapidement avérée plus pertinente pour 
l’analyse de peptides trypsiques {Mann, 2006}. Il est possible par cette technique de 
comparer près de trois conditions différentes en utilisant des marquages distincts. Par exemple 
les protéines de la première condition peuvent être marquées par Arginine légère (12C6, 14N4), 
la deuxième par la mi-lourde (13C614N4=+ 6Da) et la troisième par la lourde (13C615N4=+10Da) 
{de Godoy et al., 2006}. Afin d’obtenir un maximum de peptides quantifiables un double 




















Figure 34 : Principe de la stratégie de marquage Silac  
Deux lots de cellules sont cultivés en présence d’acides aminés lourds ou légers. L’un des lots à 
comparer est traité et les cellules sont mélangées dans un rapport 1 :1. Les protéines ainsi marquées 
sont fractionnées, puis digérées à la trypsine avant l’analyse par spectrométrie de masse. Les couples 
peptide lourd et léger sont repérés par MS, identifiés par MS/MS puis quantifiés sur les spectres MS. 
 






La quantification relative est réalisée en comparant les intensités des massifs 
isotopiques des paires de peptides dans l’ensemble du spectre MS. Contrairement au 
marquage métabolique 15N, le nombre de marqueurs incorporés par cette méthode SILAC est 
défini et ne dépend pas de la séquence du peptide, ce qui facilite largement l’analyse des 
données. 
Le principal avantage des stratégies de marquage métabolique réside dans le fait que 
les échantillons traités différentiellement sont combinés à des temps précoces. Ceci exclut 
toutes les sources d’erreurs de quantification introduites dans les étapes ultérieures de 
séparations biochimiques et d’analyse par spectrométrie de masse. Cette technique est 
particulièrement bien adaptée aux cellules immortalisées dont la majorité arrive à incorporer 
plus de 97% du marquage {Ong & Mann, 2006} après 5 cycles de division cellulaire. Elle ne 
permet cependant pas de quantifier des tissus cliniques ou des fluides biologiques. Cependant 
cette approche nécessite une détermination rigoureuse de conditions de culture. En effet des 
concentrations en acide aminés trop importantes, notamment en arginine lourde, induisent une 
métabolisation de cet acide aminé en L-proline {Van Hoof et al., 2007}. La conversion 
métabolique dans les cellules de l’arginine isotopique en proline marquée est un processus 
bien documenté {Bendall et al., 2008} et problématique, qui peut générer des artéfacts lors de 
la quantification des peptides contenant des prolines (Figure 35). Très récemment, le groupe 
de Albert Heck a publié des travaux démontrant une importante conversion des arginines en 
proline dans une lignée humaine de cellules souches embryonnaires {Van Hoof et al., 2007}. 
Cette équipe propose une stratégie permettant de réduire les erreurs de quantification dues à la 
conversion de l’arginine 10 en proline 6. Leur stratégie est basée sur l’utilisation de l’arginine 
4 [15N4] en combinaison avec la lysine normale pour la condition légère et une combinaison 
de l’arginine 10 [13C6, 15N4] et lysine 8 [13C6, 15N2] pour la condition lourde. Ainsi, la proline 
lourde sera formée de façon équivalente dans les deux conditions (c'est-à-dire, [15N1] -Proline 
et [13C5, 15N1] -Proline, respectivement), permettant d’obtenir une correction interne pour la 
conversion de l'arginine. Par ailleurs, d’autres études ont proposé des protocoles basés sur 
l’utilisation de très faibles concentrations d’arginine afin de limiter le problème lié à la 
conversion métabolique {Bendall et al., 2008}. 
 
 






Figure 35 : Mécanisme de conversion métabolique de l’arginine en proline lors d’expérience 
SILAC.  
Mesure des ratios lors d’un mélange 1:1 entre la condition légère et lourde. La conversion des 
isotopes d’arginine en proline génère des erreurs dans le calcul des rapports des peptides lors 
d’analyse quantitative de type SILAC.  
(a) Couple d’un peptide à arginine. En absence de métabolisation les rapports obtenus sont 
corrects.  
 (b) Spectre d’un peptide à arginine + présence de peptide à proline ayant incorporé l’arginine 
lourde métabolisée en proline. Le signal du peptide lourd provenant de la proline (rouge) est soustrait 
du signal prévu pour le peptide lourd à arginine. Ainsi le rapport obtenu est faux. 
 (c) Voie métabolique décrivant l'inter-conversion de l'arginine et de la proline. L’isotope 




L’approche SILAC remporte un énorme succès et de nombreux travaux très 
intéressants sont retrouvés dans la littérature {Graumann et al., 2008; Hanke et al., 2008; 
Kruger et al., 2008}. Cette technique à été utilisée pour détecter de faibles variations 
quantitatives ainsi que pour la caractérisation et la dynamique des modifications post 
traductionnelles {Blagoev et al., 2003}. Cette stratégie est parfaitement adaptée à l’étude 
quantitative des profils d’expression protéiques à grande échelle, mais elle est désormais 




également  utilisée avec succès pour l’étude d’intéractomes afin de distinguer les vrais 
partenaires protéique, des faux positifs {Selbach & Mann, 2006; Dengjel et al., 2008; Vinther 
et al., 2006}.  
(4) Incorporation d’un peptide standard marqué 
Contrairement aux techniques précédentes qui fournissent des informations 
quantitatives relatives pour un grand nombre de protéines dans des états différents, l’addition 
de peptides standards dans le protéome permet d’obtenir une quantification absolue d’une ou 
quelques protéines d’intérêt prédéfinies. La méthode AQUA (Absolute Quantification of 
proteins) est basée sur l’utilisation de peptides standards synthétiques {Gerber et al., 2003}. 
Cette technique a été utilisée par le groupe d’Aebersold pour quantifier et évaluer l’état de 
phosphorylation, de la séparase (une protéine régulant le cycle cellulaire), durant le cycle 
cellulaire du xenope {Stemmann et al., 2001}. Le peptide standard synthétique marqué par un 
isotope stable peut être ajouté à un digestat protéique. Ce peptide doit correspondre à un 
peptide produit par la protéolyse de la protéine cible. Le signal MS obtenu pour le peptide 
standard est ensuite comparé à celui du peptide endogène de la protéine cible dans 
l’échantillon. La technique AQUA présente certaines limitations : il est primordial de définir 
et optimiser la quantité de peptides standards à ajouter au mélange, qui est différente pour 
chaque protéine d’intérêt, et le standard choisi peut ne pas être spécifique, lorsqu’il existe de 
multiples peptides isobariques présents dans un mélange. Ces deux problèmes peuvent être 
largement améliorés par l’utilisation de méthodes de type MRM (multiple reaction 
monitoring) dans lesquelles le spectromètre de masse (triple quadripole par exemple) est réglé 
pour mesurer à la fois la masse du peptide intact et la masse d’un ou plusieurs ions fragments 
spécifiques préprogrammés (transitions) tout au long de l’analyse LC-MS {Kirkpatrick et al., 
2005}. Dans ces approches, les variations quantitatives en amont ne sont pas corrigées par le 
standard interne. De plus, comme un standard interne adapté doit être identifié et synthétisé, 
cette approche est limitée à un nombre de protéines restreint et présélectionnées. Le groupe de 
R.Aebersold a cependant suggéré la génération de peptides marqués pour chaque protéine qui 
pourraient permettre la quantification de protéomes entier {Aebersold, 2003 #162}. Il a été 
récemment proposé de générer des dizaines de milliers de peptides par incorporation 
métabolique. Alternativement à ces approches un marquage des protéines à été développé, il 
s’agit de l’approche QconCAt {Pratt et al., 2006 ; Rivers et al., 2007} et PSAQ {Brun et al., 
2007}.  




I.B.2 Les techniques sans marquage  
Bien que très performantes, outre parfois les difficultés de mise œuvre, un 
inconvénient non négligeable des approches décrites précédemment est celui de leur coût 
relativement élevé. Ainsi, très récemment des approches alternative ont émergées, elles sont 
réalisées sans marquage ou « Label free » et se basent sur la comparaison des intensités des 
signaux MS afin d’obtenir l’abondance relative des protéines issues de chaque échantillon. 
Ces approches sont très prometteuses et suscitent un grand intérêt car elles permettent 
d’obtenir une quantification fiable des protéines contenues dans un mélange, tout en réduisant 
considérablement les coûts de l’analyse {Olsen et al., 2007}.  
L’identification des protéines par spectrométrie de masse ne renseigne pas directement 
sur leur abondance dans un mélange. En effet, les scores d’identification fournis par les divers 
logiciels après recherche dans les banques de données ne sont pas directement corrélés à la 
quantité de protéine analysée {Ong & Mann, 2006}. Cela est principalement lié au fait que le 
score des peptides fournis par les algorithmes des banques de données est basé sur le nombre 
de séquences qui sont retrouvées dans les banques plutôt que sur leur intensité absolue. En 
effet, l’identification d’un peptide de faible abondance présentant un signal faible peut 
conduire à une identification sans ambiguïté de sa séquence lui attribuant un score important 
{Steen & Mann, 2004}. A ce titre, l’utilisation des scores d’identifications des protéines 
comme mesure de la quantité et de l’abondance des protéines n’est pas envisageable. D’autres 
paramètres plus appropriés relatifs aux étapes de séparations chromatographiques et d’analyse 
par spectrométrie de masse peuvent donner accès à des informations quantitatives. Ces 
paramètres, appelés PAI (Protein Abundance Indices), sont plus précis et basés sur des 
paramètres observables variés. Par exemple, il a été démontré que le nombre de peptides 
identifiés pour une protéine s’accroît avec l'augmentation de la quantité de protéine dans le 
mélange, cependant une protéine de plus grande taille produira un plus grand nombre de 
peptides mesurables qu’une petite protéine. C'est la base du PAI dans lequel le nombre de 
peptides observés est normalisé par rapport au nombre de peptides observables pour une 
protéine donnée. Ishihama et ses collaborateurs ont montré que le rapport entre le nombre de 
peptides observés et la quantité d’une protéine dans un échantillon donné sont corrélés par 
une équation logarithmique, ainsi ils ont pu décrire un PAI modifié : emPAI (exponentielle 
PAI) {Ishihama et al., 2005}. 
Toutefois il faut rester prudent sur la quantification basée sur le nombre de peptides. 
En effet, tous les peptides ne sont pas analysables en MS, certains sont trop petits ou trop 
grands et ne sont pas retrouvés dans la gamme de masse analysée, alors que d'autres ne sont 




pas retenus sur la colonne lors de l’analyse chromatographique. De plus, une mesure directe 
de l'abondance est faussée par les nombreuses erreurs de quantification introduites lors des 
différentes étapes de préparation de l’échantillon nécessaires à l’analyse par spectrométrie de 
masse. 
Actuellement deux stratégies fondamentalement différentes sont utilisées (Figure 36) : 
la première consiste à comparer directement les intensités de signal MS pour un même 
peptide dans différentes analyses chromatographiques (« label free quantification »), la 
deuxième consiste à compter et comparer le nombre de spectres de fragmentation (MS/MS) 



























Figure 36 : Vue d'ensemble de différentes approches de quantification par LC-MS 





Dans une expérience LC-MS, l’intensité du signal lorsque le peptide est élué de la 
colonne chromatographique peut être suivi au cours du temps. L’aire sous la courbe du pic 
chromatographique est le courant ionique extrait (XIC eXtracted Ion Current ou encore 




eXtracted Ion Chromatogram). Pour un même peptide dans les mêmes conditions 
expérimentales, le XIC est linéairement dépendant de sa quantité ({Ong & Mann, 2005}. 
L’intégration du XIC sur l’ensemble de l’analyse chromatographique est la base de la 
première approche. La deuxième approche quant à elle est basée sur l’observation empirique 
selon laquelle le nombre de MS/MS réalisé pour une protéine dépend de son abondance dans 
le mélange. Ainsi une quantification relative peut-être donnée en comparant le nombre de ces 
spectres entre deux séries d’expériences. Ces techniques sont de plus en plus utilisées et 
s’appliquent à de nombreux domaines en biologie {Gao et al., 2008} {Asara et al., 2008; 
Carvalho et al., 2008; Hendrickson et al., 2006}. Par ailleurs, de nouvelles approches dérivées 
et plus performantes commencent à émerger : elles introduisent dans leur quantification des 
corrélations et des statistiques au niveau des paramètres précédemment décrits {Bergeron & 
Hallett, 2007}. Par exemple, comme pour la technique SAGE (Serial Analysis of Gene 
Expression), dans la mesure des niveaux d’expression des ARN messagers, la methode APEX 
(Absolute Protein Expression), tient compte dans la quantification du fait qu’un peptide 
détecté soit protéolytique ou pas (les peptides protéolytiques d’une protéine étant ceux qui 
sont le plus souvent observés dans les spectres de masses) {Lu et al., 2007}. 
 
En conclusion, l’approche sans marquage présente l’avantage d’être moins fastidieuse 
à mettre en œuvre car elle ne requière aucune stratégie de marquage. De plus elle peut 
s’appliquer à tous types d’échantillons. Cependant, elle nécessite une préparation rigoureuse 
des échantillons afin de limiter les biais dus aux manipulations et l’utilisation de 
spectromètres de masse hautement résolutifs pour une comparaison rigoureuse des signaux. 
Par ailleurs, du fait de l’injection séparée des peptides à comparer et des propriétés 
intrinsèques des spectromètres de masse (reproductibilité de la séparation en LC, calibration 
des appareils de masse…), un retraitement important des données après acquisition est requis 
(alignement des spectres …). L’analyse de ces données n’est possible que par l’utilisation 









II. Analyses bioinformatiques des données protéomiques 
quantitatives 
II.A.1 Quantification   
De même que pour la validation des protéines identifiées, l’exploitation des données 
de protéomique quantitative nécessite des logiciels adaptés. Le principe de traitement de 
données issues d’expériences de quantification dans des approches de marquage isotopique 
est identique quelle que soit la stratégie utilisée (ICAT, Silac…). En effet, l'évaluation de 
l'abondance relative des peptides est réalisée en comparant les signaux MS des deux formes 
légères et lourdes d'un même peptide. La différence majeure entre ces stratégies réside dans la 
valeur de l’écart de masse existant entre les peptides marqués. 
Brièvement, le traitement informatique consiste en l’extraction des signaux 
correspondant aux paires isotopiques de peptide par leur différence de masse caractéristique. 
Deux types d’analyse des données brutes peuvent être réalisés : 
¾ quantification suivie d’une identification ciblée : dans ce cas le logiciel 
va rechercher dans les spectres MS des paires de signaux séparées d’un certain écart 
de masse et dont l’intensité est différenciée. Les signaux ainsi sélectionnés sont 
ensuite utilisés comme liste d’inclusion pour une seconde analyse LC-MS/MS qui 
permet d’identifier les peptides quantifiés. C’est le cas du logiciel RMI. 
¾  quantification basée sur les peptides identifiés : dans ce cas l’extraction 
des intensités se base sur l’attribution correcte de la masse des peptides grâce à la 
MS/MS. C’est le cas des logiciels : 
• msQuant (http://msquant.sourceforge.net/)  
•  MFPaQ (http://mfpaq.sourceforge.net) 
•  XPRESS (http://tools.proteomecenter.org/wiki/ ) 
Dans ces deux cas la quantification est réalisée via le calcul des rapports entre les 
chromatogrammes des paires d'ions isotopiques et l'évaluation statistique des résultats 
calculés {Mueller et al., 2008}. 
Le logiciel XPRESS est l’un des premiers logiciels de quantification développé pour 
l'analyse des données ICAT {Han et al., 2001}, et est actuellement disponible avec le logiciel 
BioWorks (ThermoFinnigan). Il se base sur l’identification de peptides par MS/MS pour 
reconstituer des XIC des deux peptides (lourd et léger) et calcule les rapports des aires. Il 
présente l’avantage d’être interactif et offre la possibilité d’un retraitement manuel des 
données.  




Le logiciel ASAPRatio (http://tools.proteomecenter.org/wiki/) {Li et al., 2003} 
possède des performances comparables au premier. Il est néanmoins beaucoup plus avancé et 
automatisé que le précédent. De plus, il comporte un module de statistique permettant de 
réaliser une correction de ligne de base, la normalisation de données, et l'évaluation de 
signification des rapports calculés de protéine. Ces deux logiciels sont disponibles pour la 
communauté scientifique et sont compatibles avec les systèmes d’exploitations de types OSX, 
Linux et Microsoft Windows. 
D’autres logiciels de quantification des données obtenues par une approche de 
protéomique différentielle et quantitative sont disponibles actuellement {Mueller et al., 
2008}. Ils différent en fonction de leur compatibilité avec les systèmes d’exploitation 
(Windows, OSX ou Linux), des formats de fichiers bruts (RAW, Wiff, mzXML), des moteurs 
de recherche (Sequest, Mascot, Phenyx, X!Tandem) et du type de marquage (iTraQ, ICAT, 
SILAC, Label free). Ces différents outils sont résencés et présentés dans une révue récente 
publiée par le groupe de R. Aebersold {Mueller et al., 2008}.  
Cependant ces logiciels sont pour la plupart difficiles à prendre en main et peuvent 
présenter des problèmes de compatibilité à différents niveaux : format des données brutes 
(différents suivant le type d’instrument utilisé), système d’exploitation utilisé (windows, 
Linux…), moteurs de recherche employés (Mascot, Phenyx, Sequest..) ou encore des 
méthodes de marquage utilisées (ICAT, SILAC, iTRaQ…). 
Dans notre cas, lorsque nous avons commencé notre étude aucun des logiciels disponibles 
permettait de mener à bien le traitement des données de spectrométrie de masse issues 
d’analyses protéomiques quantitatives basées sur un double marquage isotopique de type 
SILAC (Lysine +6 et Arginine +10). Il a donc été nécessaire de développer un programme 
d’analyse quantitative adapté à nos besoins.  
II.A.2 Le logiciel MFPaQ 
Le logiciel MFPaQ (Mascot File Parsing and Quantification) a été développé au sein de 
l’équipe {Bouyssié et al., 2007} (http://mfpaq.sourceforge.net). Il permet de réaliser la 
validation, le tri et la quantification des données issues d’analyses protéomiques à grande 
échelle. Il est compatible avec différents formats de fichiers bruts générés par les 
spectromètres de masses : les fichiers RAW de l’orbitrap (ThermoElectron), les fichiers Wiff 
du QqTOF (Applied Biosystem) et mzXML (format standard). Le traitement des données est 
réalisé automatiquement. Les protéines sont validées en utilisant des critères rigoureux (scores 




des peptides, tailles minimum des séquences peptidiques, seuil pour le nombre de faux positif 
ou TFP). 
  
De plus, MFPaQ possède un module d’analyse différentielle qui permet de comparer 
plusieurs listes de protéines. ces fonctionnalités sont essentielles pour le traitement des 
données d’analyses protéomiques visant à identifier par exemple, des partenaires protéiques 
par des techniques de Co-Immunoprécipitation. Par ailleurs, ce module d’analyse 
différentielle permet de comparer plusieurs types d’interrogations et de validations de 
données brutes utilisant des critères de stringences différents (différentes valeurs permissives 
de taux de faux positifs au niveau des peptides et/ ou des protéines, interrogation dans 
différentes banques de données….). 
Un module de quantification permet d’analyser les données issues d’approches 
protéomiques quantitatives. Les protéines sont quantifiées par l’intégration des intensités des 
signaux des peptides marquées (ICAT, SILAC, 15N…) ou pas (« label free » ou « spectral 
counting »). Il a été spécialement conçu pour supporter n’importe quel type de marquage 
comme par exemple le double marquage SILAC. Les données de quantification obtenues sont 
regroupées et peuvent être classées en fonction de leurs scores, du nombre de peptides 
quantifiés, des coefficients de variations…. Elles peuvent ensuite être exportées au format 
Microsoft Excel pour la création de rapports ou pour effectuer d’autres analyses 
bioinformatiques (analyse fonctionnelle par exemple). 
Un des points forts de ce logiciel réside dans la possibilité d’effectuer un retraitement 
manuel des données brutes. En effet, il est possible de désélectionner les peptides dont les 
rapports des aires ont été mal calculés, afin d’obtenir une quantification juste et précise des 
protéines. Il renseigne également sur la spécificité des peptides et permet l’accès direct aux 
données d’identification. L’ensemble de ces données est regroupé dans un rapport de 
quantification interactif qui peut être exporté au format Excel.  
Bien que ce logiciel offre un panel important de fonctionnalités, parfaitement adapté au 
traitement des données issues d’analyses protéomiques quantitatives à grande échelle, un 
investissement soutenu dans la poursuite du développement de cet outil devrait pouvoir 
permettre de gérer prochainement les stratégies de type iTRAQ à ce jour non disponible.  
II.A.3 Analyses fonctionnelles 
L’analyse bioinformatique des données issues d’approches protéomiques quantitatives 
permet d’obtenir des informations sur l’identité des protéines et leur abondance dans le 




mélange analysé.  Comme expliqué précédemment ces approches globales génèrent un grand 
nombre de données, tant sur le nombre de protéines identifiées que sur les protéines 
potentiellement variables. Cette quantité d’information nécessite une analyse fonctionnelle 
approfondie afin de corréler les résultats obtenus au contexte biologique (fonctionnalités des 
protéines variantes, processus biologiques impliqués, localisation subcellulaire, réseau 
d’interaction. 
Dans le cadre de ce travail de thèse, l’analyse fonctionnelle des données issues de 
l’approche protéomique quantitative globale de type Silac a été évaluée à l’aide de deux 
logiciels d’analyse fonctionnelle : le logiciel IngenuityTM (https://analysis.ingenuity.com) et 
Protein Center (Proxéon) (http://public.proteincenter.proxeon.com). Le logiciel 
IngénuityTM est une base de données annotées manuellement et regroupant de nombreuses 
informations issues de la littérature ( plus de 250 journaux généralistes)  portant sur la 
fonction, le rôle, la localisation cellulaire et les partenaires biologiques de nombreux gènes et 
produits de gènes. Cet outil performant permet de trier automatiquement les protéines. Ainsi, 
les données générées par ce logiciel rendent compte de l’interaction directe et indirecte entre 
différentes protéines, ceci permet de reconstituer des réseaux protéiques ayant une 
signification biologique. Le logiciel Protein center est un nouvel outil permettant également 
d’obtenir des informations sur la localisation, le rôle et la fonction des protéines. Il permet 
d’attribuer des fonctions aux protéines et d’identifier les processus biologiques dans lesquels 
elles sont impliquées par l’utilisation d’annotations d’ontologie de gènes (termes GO). 
L’ontologie de gène permet d’établir un vocabulaire structuré et contrôlé permettant de 
décrire certains domaines de la biologie moléculaire et cellulaire. Elle est précisément 
composée de trois ontologies différentes couvrant trois domaines de connaissances : les 
processus biologiques, les fonctions moléculaires, et les localisations ou composants 
cellulaires. Les logiciels en libre accès comme Gominer (http://discover.nci.nih.gov/gominer/) 
et Fatigo (http://fatigo.bioinfo.cnio.es), qui permettent un tri automatique des données se basent 
également sur ces termes GO. L’analyse des données par ces deux logiciels permettent de 
reconstituer des familles de fonctions biologiques ainsi que des réseaux impliquant les 



































PRESENTATION GENERALE DU TRAVAIL 
Le système ubiquitine/protéasome, responsable de la dégradation de la majorité des protéines 
cellulaires, joue un rôle important dans la régulation de nombreux processus cellulaires, 
comme par exemple, la régulation du cycle cellulaire, la transcription ou l’apoptose. Il 
participe ainsi au maintien de l’intégrité de la cellule. Au niveau cellulaire, et plus 
spécifiquement en oncologie, toute altération d’un de ces processus majeurs peut conduire à la 
mise en place de mécanismes de cancérogénèse. Dans ce domaine, des études récentes ont 
montré que l’inhibition du protéasome induisait un taux d'apoptose plus important dans 
cellules cancéreuses comparativement aux cellules saines {Adams et al., 2002 }. Cet effet 
proapoptotique a été validé lors de plusieurs essais cliniques avec différents inhibiteurs du 
protéasome. Toutes ces données ont rapidement identifié le protéasome comme une nouvelle 
cible pharmacologique anti-tumorale. Ainsi le Velcade®, un nouvel inhibiteur du protéasome, 
a reçu l’autorisation d’utilisation clinique pour le traitement de patients atteints de myélomes 
multiples résistants aux agents cytotoxiques habituellement autorisés dans le traitement de 
cette pathologie {Richardson et al., 2003, Hideshima et al., 2001}. Si l’avenir du Velcade® 
(bortézomib, PS 341) semble également prometteur dans le traitement des tumeurs solides, 
c’est pour l’instant en hématologie qu’il constitue une nouvelle approche thérapeutique 
extrêmement encourageante {Hideshima et al., 2005}. 
En clinique, le traitement des leucémies aigues myéloïdes (LAM), repose 
essentiellement sur l’utilisation d’anthracyclines (daunorubicine, idarubicine) en 
chimiothérapie. Malgré l’efficacité de ces drogues, le risque de rechute reste élevé et la survie 
est de l'ordre de 20 %. Parmi les différentes hypothèses formulées pour être à l’origine de la 
rechute des patients figure une probable inefficacité des traitements actuels pour permettre 
l’élimination des cellules souches leucémiques. 
Dans ce contexte, nous avons émis l’hypothèse que les inhibiteurs du protéasome 
pourraient avoir un effet apoptotique différentiel sur des cellules de LAM plus ou moins 
matures. 
Ainsi, le premier objectif de mon travail de thèse a consisté à étudier la réponse 
apoptotique, après traitement par des inhibiteurs du protéasome, de cellules de LAM arrêtées 
à différents stades de différenciation hématopoïétique. Pour cela, nous avons étudié des 
lignées cellulaires classifiées de M0 à M6. Cette première approche a permis de démontrer 
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clairement une augmentation de l’effet proapoptotique des inhibiteurs du protéasome pour les 
cellules de LAM les plus immatures. 
Dans une deuxième approche et sur un plan plus fondamental, nous nous sommes 
intéressés aux voies de signalisation affectées lors du traitement par les inhibiteurs du 
protéasome ainsi qu’aux mécanismes moléculaires à l’origine de la différence de sensibilité 
entre des cellules de LAM immatures et matures.  
Parmi les données actuellement disponibles dans la littérature, un des premiers acteurs 
de la réponse différentielle à ce type de molécules entre cellules saines et tumorales figure le 
facteur de transcription NFκB, qui est surexprimé dans certains modèles tumoraux comme le 
myélome {Adams et al., 2001}. D’autres facteurs, comme le suppresseur de tumeur p53 par 
exemple, ont également été mis en cause {Ding et al., 2007 ; An et al., 2000 }. En revanche, 
peu d’études globales ont été réalisées. Quelques études par une approche transcriptomique 
ont permis de mesurer les variations d’expression de gènes suite au traitement par les 
inhibiteurs du protéasome {Mitsiades et al., 2002 ; Yew et al., 2005}. Cependant, les effets 
mesurés dans ces stratégies ne permettent pas d’accéder aux variations du protéome et il est 
en effet aujourd’hui clairement démontré que l’analyse protéomique, bien que plus complexe 
à mettre en œuvre, donne une vision plus fonctionnelle des cellules. Dans ce contexte, une 
étude très récente s’est intéressée aux changements d’abondance des protéines après le 
traitement par les inhibiteurs du protéasome. Dans ces travaux, les auteurs ont mesuré les 
variations de 800 protéines potentiellement régulées après inhibition du protéasome des 
cellules HL60 (LAM M3) en utilisant des puces anticorps {Choi et al., 2008}. Leur étude a 
essentiellement permis de valider les variations sur des protéines déjà décrites dans la 
littérature, comme les variations d’abondance des protéines chaperonnes de la famille des 
HSPs ou encore des protéines de la voie ubiquitine/protéasome. Malgré ces différentes 
investigations les mécanismes moléculaires précis pouvant expliquer la différence de 
sensibilité entre les cellules saines et tumorales ne sont pas encore à ce jour complètement 
élucidés. 
Dans ce contexte et sur notre modèle d’étude, l’objectif principal de mon travail de 
thèse vise à mieux comprendre les mécanismes moléculaires pouvant expliquer la différence 
de sensibilité des cellules de LAM matures et immatures aux inhibiteurs du protéasome. Pour 
cela, nous avons utilisé les cellules KG1a et U937, classiquement considérées comme des 
cellules de LAM immatures et matures, respectivement. Deux voies ont alors été explorées : 
(i) La caractérisation du contenu et de l’activité du protéasome de ces cellules.  
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(ii) La mesure des variations d’abondance des protéines après un traitement par la 
lactacystine, un inhibiteur très spécifique du protéasome. 
Ces deux programmes ont nécessité la mise en œuvre d’approches adaptées utilisant 
des outils performants, d’une part, pour la caractérisation du complexe protéique 
multicatalytique {Froment et al., 2005 ; Bousquet-Dubouch et al., 2008} et, d’autre part, pour 
l’étude à grande échelle des variations d’abondance des protéines cellulaires basée sur de 
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RESULTATS ET DISCUSSION PARTIE I 
Etude de l’’effet apoptotique des inhibiteurs du 
protéasome et caractérisation du protéasome dans 
des cellules de LAM bloquées à différents stades de 
maturation 
I. Choix du modèle cellulaire d’étude et des méthodes 
utilisées 
I.A. Lignées cellulaires de LAM  
Dans le cadre de cette étude, nous avons voulu comparer le niveau d’apoptose induit 
par des inhibiteurs de protéasome dans des lignées cellulaires de LAM bloquées à différents 
stades de maturation hématopoïétique. Pour cela, nous avons sélectionné des lignées 
cellulaires répertoriées selon la classification FAB entre le stade M0 et M6, qui sont : KG1a 
(M0), KG1 (M1), HL60 (M2), NB4 (M3), U937 (M5) et HEL (M6). Parmi ces lignées, KG1a 
et KG1 sont considérées comme représentatives d’un stade immature des cellules alors que 
les autres lignées représentent des cellules matures. La caractérisation du protéasome a ensuite 
été entreprise à partir des deux seules lignées KG1a et U937 comme modèle de cellules de 
LAM respectivement immatures et matures. 
 
I.B. Techniques de détection de l’apoptose  
L’apoptose ou mort cellulaire programmée se déroule de manière ordonnée et régulée. 
Elle diffère de la mort par nécrose qui se définit par des modifications morphologiques 
survenant lorsqu’une cellule arrive en fin de vie à la suite d’événements tels qu’un 
traumatisme important comme un arrêt ou une diminution de la circulation sanguine au 
niveau d’un organe, l’hyperthermie, une intoxication par un produit chimique, etc… Lors de 
la mort d’une cellule par nécrose, c’est la membrane de la cellule qui est la plus touchée, 
entraînant une absence de régularisation des pressions régnant à l’intérieur de celle-ci, à 
l’origine la rupture de la cellule et au déversement (la cellule se vide) de son contenu dans les 
tissus de voisinage. La nécrose est à l’origine du processus inflammatoire.  
La mort par apoptose, contrairement à la nécrose, ne provoque pas d'inflammation : les 
membranes plasmiques ne sont pas détruites, et la cellule émet des signaux (en particulier, 
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Activation des caspases




Evénements précoces Evénements tardifs
elle expose sur le feuillet externe de sa membrane plasmique de la phosphatidylsérine, un 
phospholipide normalement constitutif de son feuillet interne) qui permettront sa phagocytose 
par les globules blancs notamment les macrophages. Ce processus se divise en trois grandes 
phases : l’initiation, la régulation et la destruction. Ils se déroulent de façon chronologique. 
On distingue des événements apoptotiques « précoces » (activation des récepteurs de la mort, 
libération du cytochrome c, activation des caspases…) et des événements « tardifs » 
(exposition des phosphatidylsérines, changements morphologiques et la fragmentation de 
l’ADN) (Figure 37). Lors de la phase de destruction, le cytoplasme et de la chromatine des 
cellules se condensent, la membrane plasmique bourgeonne, puis des vésicules ou corps 
apoptotiques se forment et sont ensuite relargués, afin d’être phagocytés par les cellules 



























Figure 37 : Chronologie de l’apoptose. 




Différentes techniques sont associées à la détection de ces événements apoptotiques, des 
plus précoces aux plus tardifs :  
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I.B.1 Détection du relargage du cytochrome c et Apaf-1 dans le 
cytosol 
Le cytochrome c et la protéine Apaf-1 jouent un rôle central dans l’activation de la 
caspase-9. Elles sont relarguées dans le cytosol par la mitochondrie et sont détectées par 
immunofluorescence ou immunodétection.  
I.B.2 Détection de l’activation des caspases 
La famille des caspases est impliquée dans la dégradation de protéines qui vont influer sur 
les changements morphologiques de la cellule (voir introduction). L’activation des caspases 
peut être visualisée, soit directement par détection de la forme active clivée de la caspase en 
immunodétection ou immunofluorescence, soit indirectement par la détection du clivage ou 
des effets liés au clivage de ses substrats. 
Parmi les substrats des caspases, on retrouve : 
• La Poly-(ADP-ribose) polymérase (PARP), une enzyme de réparation de 
l’ADN, dont un fragment de 87 kDa peut être détecté par immunodétection ou 
immunofluorescence suite à l’activation des caspases. 
• Les lamines, qui lorsqu’elles sont clivées conduisent à un rétrécissement des 
noyaux et leurs bourgeonnements. 
• Les protéines du cytosquelette (Fodrin, gelsolin), dont le clivage génère la 
perte de la morphologie de la cellule. 
• La sous-unité régulatrice de PAK2 (p21-activated kinase family), dont le 
clivage favorise la formation des vésicules. 
I.B.3 Mesure de l’altération de la membrane plasmique 
La membrane plasmique des cellules est remaniée afin de faciliter l’élimination des corps 
apoptotiques in vivo par les macrophages. Les phosphatidylsérines localisées du côté 
cytosolique de la membrane sont transférées sur le feuillet externe. Ces phosphatidylsérines 
possèdent une forte affinité pour l’annexine-V. L’altération de l’asymétrie de la membrane 
plasmique peut donc être détectée en mesurant la fixation de l’annexine V par cytométrie de 
flux (Voir Matériels et Méthodes). Un double marquage des cellules Annexine V et iodure de 
propidium permet ensuite de discriminer efficacement les cellules mortes par apoptose et par 
nécrose. Cette approche permet la quantification rapide des cellules en apoptose. Elle présente 
également l’avantage de nécessiter un très faible nombre de cellules. 
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I.B.4 Evaluation de l’activité endonucléasique 
Elle peut être réalisée en suivant la fragmentation de l’ADN par la méthode TUNEL qui 
utilise la terminale déoxynucléotidyl transférase (TdT) pour transférer des nucléotides 
modifiés X-dUTP (avec X= biotine ; DIG, fluorescein) sur les fragments d’ADN libres. Puis 
ces sites marqués sont détectés par une réaction enzymatique. Les fragments ADN peuvent 
également être séparés par électrophorèse et visualisés par marquage. Cette technique est très 
sensible mais difficile à mettre en œuvre.  
 
Il est en général admis que la caractérisation de l’apoptose nécessite l’utilisation de 
plusieurs approches. Dans le cadre de notre travail, nous avons choisi de combiner, d’une 
part, une approche détectant les changements morphologiques (Annexine V/ Iodure de 
Propidium, qui peut être associée à un marquage des noyaux au DAPI pour visualiser les 
corps apoptotiques) et permettant de discriminer apoptose et nécrose et, d’autre part, une 
méthode de détection biochimique (suivi du clivage de la Parp en immunodétection et 
immunofluorescence) très utilisée pour sa facilité de mise en oeuvre, afin d’évaluer et de 
quantifier la proportion de cellules en apoptose suite au traitement par des inhibiteurs du 
protéasome. Ces différentes approches ont été mises en place au laboratoire pour ces études. 
En particulier, des protocoles d’analyse des données par FACS adaptés à nos besoins ont été 
développés (voir Matériels et Méthodes). 
I.C. Méthodes d’analyse du protéasome 
Différentes méthodes ont été mises en œuvre dans l’équipe afin d’appréhender la structure 
et la fonction du protéasome : 
(i) Evaluation de la quantité de protéasome 20S dans la cellule par ELISA (Enzyme-
Linked ImmunoSorbent Assay). 
(ii) Mesure des activités protéolytiques spécifiques du protéasome, en suivant la 
dégradation de peptides fluorogéniques spécifiques des activités du protéasome. 
(iii) Détermination de la composition en sous-unités du 20S et 19S du protéasome 
I.C.1 Evaluation de la quantité de protéasome 20S actif 
Classiquement, la quantité des sous-unités du protéasome contenue dans un lysat 
cellulaire est évaluée en utilisant des approches d’immunodétection. Ces approches présentent 
l’inconvénient de mesurer simultanément la quantité de sous-unités initialement associées 
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sous forme de 20S et des sous-unités libres dans la cellule. Cependant, les sous-unités 
catalytiques du protéasome sont actives uniquement lorsqu’elles sont assemblées en complexe 
structuré. Afin de doser spécifiquement la quantité de protéasome 20S dans la cellule (sous 
forme de complexe), un test ELISA a été développé dans l’équipe. Ce dosage se base sur la 
reconnaissance en « double sandwich » de complexes de protéasome 20S par des anticorps 
spécifiques de plusieurs sous-unités. Dans l’approche développée au laboratoire, le premier 
anticorps est dirigé contre la sous-unité α2 du protéasome 20S (voir Matériels et Méthodes), 
qui est retrouvée dans tous les complexes connus de protéasome. Puis un second anticorps est 
dirigé contre plusieurs sous-unités permettant de garantir le dosage de complexes 20S.Cette 
technique présente l’avantage d’être très sensible (mesure des quantités de protéasome 
comprises entre 1 et 20 ng) et permet le dosage de protéasome issus de nombreux types 
d’échantillons : cellules, biopsies, fluides biologiques ou encore tissus. Dans notre étude, cette 
approche a permis d’évaluer et de comparer la quantité de protéasome 20S dans les cellules 
KG1a et U937. 
I.C.2 Mesure de l’activité du protéasome 
De nombreux travaux dans la littérature décrivent la mesure des 3 activités du protéasome 
(Trypsine-like, chymotrypsine-like et PGPH) {Chen & Madura, 2005 ; Magill et al., 2004}. 
De façon générale ces mesures sont réalisées en suivant la digestion enzymatique de peptides 
fluorégéniques spécifiques des activités du protéasome. La différence entre ces différentes 
études réside dans la façon d’exprimer les résultats. En effet, les valeurs d’activités obtenues 
peuvent être exprimées en fonction de la quantité de protéines totales dans le mélange {Chen 
& Madura, 2005} ou encore  par rapport au nombre total de cellules {Magill et al., 2004}. 
Dans ce cadre, il est difficile de réaliser des études comparatives en se référant aux données 
de la littérature. Dans ce travail, nous avons choisi d’exprimer les activités mesurées en 
fonction de la quantité de complexes de protéasome 20S dans la cellule mesurée par ELISA, 
qui est elle-même ramenée à la quantité de protéines totales (voir Matériels et Méthode).  
Les activités du protéasome peuvent être évaluées dans deux contextes différents : (i) 
activité du protéasome contenu dans un lysat total ou dans un sous-compartiment cellulaire), 
(ii) activité du protéasome purifié. Ces mesures apportent des informations différentes. En 
effet, l’activité du protéasome contenu dans un lysat peut-être modulée par différentes 
protéines présentes dans la cellule, alors que l’activité mesurée sur du protéasome 20S purifié 
rend compte uniquement des activités propres de ce complexe. Toutefois, il faut souligner 
qu’il est possible de mesurer les 3 activités protéolytiques du 20S purifié alors que seule 
l’activité Chymotrypsine-like peut être mesurée pour le protéasome contenu dans un lysat 
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cellulaire. En effet, il existe dans la cellule d’autres protéases qui possèdent des activités 
catalytiques semblables à celles du protéasome. La lactacystine, un inhibiteur du protéasome, 
présente l’avantage d’inhiber spécifiquement l’activité chymotrypsine–like du protéasome en 
établissant une liaison covalente avec la sous-unité β5. Ainsi, l’activité chymotrypsine-like 
inhérente au protéasome peut-être obtenue en soustrayant l’activité chymotrypsine-like 
résiduelle après l’ajout de la lactacystine. En ce qui concerne les 2 autres activités (Trypsine-
like et PGPH), aucun inhibiteur spécifique n’étant disponible, il est impossible d’évaluer les 
activités propres du protéasome dans des lysats. 
Dans ce travail, les activités du protéasome des cellules KG1a et U937 contenu dans un 
lysat ont été mesurées et comparées. 
I.C.3 Détermination de la composition en sous-unités du 
protéasome 
(1) Analyse du protéasome 20S purifié par électrophorèse bidimensionnelle 
Différents outils permettant l’analyse de la structure des complexes de protéasomes ont 
été développés dans l’équipe {Bousquet-Dubouch et al., 2008; Froment et al., 2005}. Ces 
techniques reposent principalement sur la séparation des sous-unités du protéasome 20S après 
purification par électrophorèse bidimensionnelle. Elle permet d’obtenir une cartographie des 
sous-unités du protéasome. Cette approche présente l’avantage de séparer les différentes 
isoformes des sous-unités du protéasome et donc d’apporter des informations sur 
l’hétérogénéité de la composition en sous-unités de ce complexe. Associée à des méthodes de 
marquages isotopiques des protéines de type ICAT, cette méthodologie a permis de réaliser 
des études différentielles quantitatives de protéasomes 20S purifiés provenant de différents 
types cellulaires {Froment et al., 2005}.  
Dans ce travail, les cartographies du protéasome 20S purifié à partir des cellules KG1a et 
U937 ont été comparées afin d’essayer de relier la différence d’activité protéasomale mesurée 
à des variations structurales du complexe. 
(2)  Evaluation de la quantité de régulateur 19S associé au protéasome 20S  
Une approche permettant la quantification de sous-unités du protéasome 20S et 19S a 
récemment été développée dans l’équipe. Cette technique utilise des anticorps couplés à des 
fluorophores pour l’évaluation de la quantité relative de ces deux complexes {Bousquet et al., 
en révision}. Des anticorps monoclonaux dirigés respectivement contre les sous-unités Rpt1 
de la base et Rpn12 du couvercle du régulateur 19S et un anticorps polyclonal dirigé contre 
les sous-unités α5/α7, β1, β5, β5i et β7 du complexe 20S ont été utilisés. Les anticorps 
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monoclonaux sont révélés par un anticorps secondaire couplé au fluorophore Cyanine 3 et 
l’anticorps polyclonal dirigé contre les sous-unités du complexe 20S est révélé par un 
anticorps secondaire couplé au fluorophore Cyanine 5. La linéarité de réponse des 
fluorophores permet de réaliser une quantification des différents complexes contenus dans le 
lysat cellulaire ou dans les complexes de protéasome purifiés. Cette approche nous a permis 
d’évaluer le rapport 19S/ 20S des cellules KG1a et U937. En effet, ce rapport peut influer sur 
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II. Article 1 soumis à Leukemia Research  
Proteasome inhibitors induce a high level of apoptosis in immature acute myeloid 
leukemia cells: implication of proteasome status 
Mariette Matondo1, Marie-Pierre Bousquet-Dubouch1, Sandrine Uttenweiler-Joseph1, Christian Recher2, 
Bernard Payrastre2, Stéphane Manenti2, Bernard Monsarrat1, Odile Burlet-Schiltz1 
1 Institut de Pharmacologie et de Biologie Structurale, Université de Toulouse, CNRS UMR 5089, Toulouse, France 
2 Institut National de la Santé et de la Recherche Médicale, Unité 563, Centre de Physiopathologie Toulouse-Purpan, Département 
"Oncogénèse et Signalisation dans les cellules hématopoïétiques", CHU Purpan, Toulouse, France 
 
The proteasome plays a critical role in the 
regulation of many cellular processes, 
including the cell cycle and tumor growth. 
It is a multicatalytic complex composed of 
a 20S core complex associated to 
regulatory complexes. The proteasome 
inhibitor bortezomib has recently been 
approved for the treatment of relapsed 
and refractory multiple myeloma. In this 
study, we investigated the induction of 
apoptosis by proteasome inhibitors in 
several human acute myeloid leukemia 
(AML) cell lines. Here we demonstrate 
that proteasome inhibitors induce a high 
level of apoptosis in immature leukemic 
cell lines, while the genotoxic drug 
daunorubicin used in clinic is much less 
efficient. Similar results were obtained 
with primary leukemic blasts from AML 
patients. We then correlated the level of 
apoptosis induction with the proteasome 
status of immature KG1a and mature 
U937 AML cells and observed that the 
sensitivity of immature KG1a cells to 
proteasome inhibitors could be correlated 
with an elevated amount of 20S 
proteasome. Moreover, our data suggest 
that a high proportion of 19S regulatory 
complex in U937 cells compared to the 
20S core complex may explain an 
increased proteasome activity. Altogether, 
our results suggest that various AML 
subtypes may present different responses 
to proteasome inhibitors, and that these 
molecules can be potentially considered as 






Acute myeloid leukemias (AML) are 
malignant hematopoietic pathologies 
characterized by concomitant differentiation 
arrest and cell signaling deregulations 
leading to accumulation of myeloid 
precursors in the bone marrow and in the 
blood [1]. A major issue of the treatment of 
AML remains the occurrence of frequent 
relapses following chemotherapy due to 
resistant leukemic cells localized in the bone 
marrow. This resistance can be attributed to 
intrinsic properties of these leukemic stem or 
progenitor cells, as well as to their 
interaction with the bone marrow 
microenvironment. In consequence, 
relapsing patients usually develop resistance 
to antileukemic drugs due to the fact that 
standard chemotherapies may not effectively 
target the leukemic stem cells of these 
compartments [2]. Therefore, new 
therapeutic agents should be developed to 
reduce the risk of cross-resistance and of 
overall toxicity, and to improve the response 
to treatment [3]. 
The ubiquitin–proteasome pathway (UPP) 
mediates the degradation of 
polyubiquitinated proteins and represents the 
main protein degradation pathway in 
eukaryotic cells [4, 5]. It is estimated that 
more than 80% of intracellular proteins can 
be degraded by this system [5, 6]. The 
proteasome is a large intracellular protease 
(1500-2000 kDa) that consists of one 20S 
catalytic core complex associated with two 
19S or 11S regulatory complexes [7, 8]. 
Three main proteasome activities have been 
defined as trypsin-like, chymotrypsin-like 
and peptidyl-glutamyl peptide hydrolyzing 
[9] and have been attributed to three catalytic 
subunits of the 20S core complex. These 
activities can be modulated by the 
replacement of the catalytic subunits by their 
γ-interferon-inducible immunosubunit 
counterparts [10] and possibly by the nature 
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of the regulatory complexes. Besides 
carrying out protein turnover, the UPP plays 
an essential role in regulating protein levels 
during cell cycle, apoptosis, response to 
cellular stress (i.e. DNA damage, hypoxia) 
and intracellular signal transduction. It is 
now demonstrated that some types of cancer 
are exquisitely prone to undergo apoptosis in 
response to inhibition of the UPP pathway, a 
phenomenon that still lacks a precise 
molecular explanation [4, 11-14]. Thus, the 
proteasome represents an attractive target for 
therapeutic intervention in cancer patients 
and this is supported by the results obtained 
in different malignancies with the 
proteasome inhibitor bortezomib (Velcade®, 
formerly PS-341) [15], which is a highly 
selective, reversible inhibitor of the 
chymotrypsin-like activity of the proteasome 
complex [16, 17]. 
In hematological malignancies, the efficacy 
and safety of bortezomib alone or in 
combination with chemotherapy in multiple 
myeloma have been investigated [18, 19] 
and bortezomib was approved for the 
treatment of relapsed and refractory multiple 
myeloma [20, 21]. Recently, bortezomib was 
also approved for the treatment of relapsed 
mantle cell lymphoma [22]. In spite of these 
data, there is little information on the 
mechanism of action of bortezomib to 
support its clinical use [23]. One important 
study suggests that proteasome inhibition 
affects the NFκB pathway in leukemic stem 
cells [2]. Additional studies would appear 
important, because of the heterogeneity of 
this pathology due in particular to a wide 
array of genetic lesions and 
immunophenotypic profiles. For instance, 
the CD34 antigen identifies early progenitor 
cells and, accordingly, AML can be divided 
into immature and mature forms (CD34+ and 
CD34–, respectively), the former subset 
being associated with increased drug 
resistance and poorer outcome [24] as 
compared to the more mature CD34– cases. 
Moreover, at relapse, blast cells usually 
display a more immature phenotype, as a 
reflection of drug resistance [25]. In fact, it 
has been suggested that the presence of an 
immature phenotype [24] together with age 
and cytogenetics represent important 
prognostic factors in AML. 
In this work, we investigated the effects of 
proteasome inhibitors on different AML cell 
systems, and we correlated these differential 
effects with the subunit composition and the 
activity of proteasome complexes in these 
cells.  
 
MATERIAL AND METHODS 
 
Drugs and reagents 
Bortezomib (VELCADE®) was generously 
provided by Millennium Pharmaceuticals 
Inc. (Cambridge, MA, USA). Daunorubicin 
was obtained from the Laboratoire Roger 
Bellon (Neuilly-sur-Seine, France). MG-132 
(Z-LLL-CHO) and Suc-LLVY-AMC 
substrate were purchased from BIOMOL 
International (Plymouth Meeting, PA, USA). 
Anti-PARP, anti-20S proteasome (PW 
8155), and anti-19S proteasome antibodies 
were obtained from BIOMOL International. 
MCP21 monoclonal antibody was purified in 
our laboratory using the hybridoma cell line 
MCP21 from ECACC European Collection 
of Cell Culture (Porton Down, Salisbury, 
Wiltshire, SP4 0JG, UK). Annexin V-FITC/ 
Propidium iodide (PI) detection kit was 
supplied by BD Pharmingen™ (San Jose, 
CA, USA). 2,2’-Azino-bis (3-
ethylbenzthiazoline-6-sulfonic acid) was 
obtained from Sigma-Aldrich Chimie S.a.r.l. 
(St. Louis, MO, USA). Sequencing grade 
trypsin was obtained from Promega 
(Madison, WI, USA).  
 
Cell lines and culture conditions 
Human leukemic cell lines KG1a, KG1, HL-
60, and U937 were purchased from the 
German Collection of Microorganisms and 
Cell Cultures (Braunschweig, Germany). 
NB4 and HEL cell lines were kindly 
provided by the Hematology Department of 
Toulouse University Hospital (Toulouse, 
France). KG1, HL-60, NB4, U937, and HEL 
cell lines were grown in RPMI 1640 media 
supplemented with 10% Foetal Bovine 
Serum (FBS), 2 x 10-3 M Glutamine, 100 
units/mL penicillin, 100 µg/mL streptomycin 
at 37 °C and 5% CO2. KG1a cell lines were 
cultured in Iscove's modified Dulbecco's 
medium supplemented with 20 % FBS. 
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Fresh AML cells were obtained from the 
bone marrow of patients using Ficoll-
Hypaque density-gradient centrifugation 
after those patients gave informed consent. 
Blasts were immediately cryopreserved in 
Iscove’s modified Dulbecco medium with 
dimethyl sulfoxide and FBS. All patients 
were diagnosed according to WHO 
classification at the Hematology Department 
of Toulouse University Hospital. Leukemias 
were characterized in terms of morphology 
(French-American-British classification), 
karyotype, immunophenotyping, and FLT3 
gene mutation (FLT3-internal tandem 
duplication, FLT3/ITD). Bone marrow 
samples contained > 80 % leukemic blasts 
after processing. Frozen cells were thawed in 
EGM2 medium (Cambrex, Walkersville, 
MD, USA) supplemented with Stem Cell 
Factor (100 ng/mL), Interleukin-3 (5 
ng/mL), FLT3-L (100 ng/mL), and 
Granulocyte Macrophage Colony 
Stimulating Factor (10 ng/mL). Cells were 
left at 1 x 106/mL for 24 h in these conditions 
during which moderate cell death occurred 
(10-40 % of the cells depending on the 
patient). Only samples with > 80 % of cell 
survival estimated by trypan blue were 
processed.  
 
Apoptosis measurement by flow-
cytometry analyses using annexin 
V/propidium iodide 
Leukemic cells in logarithmic-phase growth 
were suspended in media at 5 x 105 cells/ml 
and transferred to 24-well plates. The cells 
were either treated or not (control) with 1 
µM daunorubicin (DNR) or 0.1 nM – 1 µM 
bortezomib, or 2.5 – 20 µM MG132 for up to 
24 h. Exposure of surface phosphatidylserine 
was quantified by surface annexin V staining 
as described previously [26]. Cells were 
collected by centrifugation, washed twice in 
phosphate-buffered saline (PBS) and 
resuspended in 1X binding buffer (10 mM 
Hepes pH 7.4, 140 mM NaCl, 2.5 mM 
CaCl2). The cells were gently vortexed and 
incubated for 15 min at room temperature in 
the dark with annexin V-FITC and PI in the 
appropriate concentration. After incubation, 
400 µL of 1X binding buffer was added in 
each tube and cells were analyzed for 
annexin V binding within 1 h using flow 
cytometry. Cells were electronically gated, 
and phosphatidylserine (PS) exposure and PI 
permeability were determined using a 
FACSCalibur flow cytometer (Becton 
Dickinson, San Jose, CA, USA). Flow 
cytometry analyses were performed with the 
CellQuest Pro® software (Becton 
Dickinson). The untreated population is used 
to define the basal level of apoptotic and 
dead cells. The percentage of cells that have 
been induced to undergo apoptosis is then 
determined by subtracting the percentage of 
apoptotic cells in the untreated population 
from the percentage of apoptotic cells in the 
treated population. Dose-response curves 
were plotted using GraphPad Prism software 
(GraphPad Software, Inc., La Jolla, CA, 
USA). 
 
Western blot Analysis 
Detection of apoptotic pathways 
After 24 h inhibition of leukemic cells, 5 x 
105 cells were washed twice with PBS. 
Treated cell lines and AMLs blasts were 
directly resuspended in Laemmli sample 
buffer and then, sonicated for 5 s, heated for 
5 min at 95 °C upon loading and resolved by 
4-12 % gradient SDS-PAGE (NuPAGE 4-12 
% Novex BisTris Gels, 1.5 mm, Invitrogen). 
After electrophoresis, proteins were 
transferred to a nitrocellulose membrane 
(Hybond-C Super, Amersham Pharmacia 
Biotech, Piscataway, NJ, USA). The 
membrane was blocked with 5 % nonfat milk 
in PBST-buffer (PBS with 0.1% Tween20) 
and incubated for 1 h with the anti-PARP 
antibody at room temperature. After washing 
three times with PBST-buffer, the membrane 
was incubated at room temperature for 1 h 
with horseradish peroxidase-conjugated 
secondary antibody (Santa Cruz 
Biotechnology, Santa Cruz, CA) diluted in 
PBST-buffer. The detected protein signals 
were visualized by an enhanced 
chemiluminescence reaction system using 
the Amersham ECL kit (Amersham, 
Arlington Heights, IL, USA) and exposition 
to Kodak XAR film (Eastman Kodak, 
Rochester, NY, USA). 
20S Proteasome detection 
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KG1a and U937 cells were lysed in a lysis 
buffer (10 mM Tris·HCl, pH 7.5) containing 
protease (Roche, Indianapolis, Indiana, 
USA) and phosphatase (1mM sodium 
orthovanadate, 10 mM sodium 
pyrophosphate, 20 mM sodium fluoride) 
inhibitors. After cell lysis using an 
ultraturax, cellular debris were removed by 
centrifugation, and protein concentration was 
determined using the Bio-Rad Protein Assay 
(Bio-Rad, Hercules, CA, USA). Proteins of 
each cell lysate were separated by SDS-
PAGE on a 12 % acrylamide gel and were 
transferred to a nitrocellulose membrane 
(Hybond ECL, GE Healthcare Bio-Sciences 
AB). The surface of the membrane was 
blocked in PBST-buffer containing 5% 
nonfat milk. Anti 20S core proteasome 
polyclonal antibody (PW8155) was diluted 
in 5% nonfat milk-PBST buffer and 
incubated for 1 h at room temperature. 
Horseradish peroxidase-conjugated anti-
rabbit antibody (Amersham Biosciences) 
was used as secondary antibody and the 
detected protein signals were visualized by 
an enhanced chemiluminescence reaction.  
26S proteasome complexes quantification 
Total extract lysates of KG1a and U937 cell 
lines were prepared as described above for 
20S proteasome detection using another lysis 
buffer (50 mM Tris HCl pH 8, 1 mM DTT, 1 
mM EGTA, 5 mM EDTA, 5 mM MgCl2, 
10% glycerol, 2 mM ATP) containing 
protease inhibitors (Roche). After SDS-
PAGE separation, blocking was performed 
using 2 % blocking agent (ECL Advance 
Blocking Agent, GE Healthcare Bio-
Sciences AB) in PBST-buffer. Mouse 
monoclonal primary antibodies against 19S 
proteasome subunits Rpt1 and rabbit 
polyclonal antibodies against 20S 
proteasome subunits (α5/α7, β1, β5, β5i, β7) 
(PW 8155) were used for the immunoblot 
staining. ECL Plex CyDye conjugated 
antibodies, goat-α-mouse IgG-Cy3 and goat-
α-rabbit IgG-Cy5 (GE Healthcare Bio-
Sciences AB) were used as secondary 
antibodies. The multiplex detection was 
performed using the Typhoon Trio 
fluorescence scanner (GE Healthcare Bio-
Sciences AB) at 532 nm excitation and 580 
nm emission for the Cy3-conjugated 
antibody and at 633 nm excitation and 670 
nm emission for the Cy5-conjugated 
antibody. Commercially available 20S 
proteasome and 26S proteasome purified 
from human erythrocytes (BIOMOL 
International) were used as positive controls. 
Image analysis, band detection and 
quantification were performed using 
ImageQuantTm  TL software (GE Healthcare 
Bio-Sciences AB). 
 
20S proteasome quantification by ELISA 
assay  
We have developed an indirect sandwich 
enzyme-linked immunosorbent assay 
(ELISA) for the quantification of 20S 
proteasome. This sandwich ELISA uses a 
combination of a monoclonal antibody 
(MCP21) recognizing the α2 subunit of 
human 20S proteasome and a polyclonal 
rabbit anti-20S antibody (PW 8155), which 
labels different subunits of the 20S complex. 
ELISA assays were realized in 96-well plates 
(IMMULON HBX 4, Thermo Scientific, 
Milford, MA, USA). The plate was coated 
with 100 µl MCP21 monoclonal antibody at 
5 µg/ml at 4 °C overnight. Wells were then 
washed three times with PBST-buffer. Non 
specific sites were blocked by incubation 
with 2 % BSA in PBS for 1 h at room 
temperature under slow shaking. The plate 
was washed three times with PBST-buffer. 
The samples (total extract lysates of KG1a or 
U937 cell lines in 10 mM Tris-HCl pH 7.5 
lysis buffer) were then deposited in triplicate 
and incubated for 2 h at room temperature. 
The plate was washed with PBST-buffer and 
then incubated with the polyclonal 20S 
antibody for 1 h at room temperature under 
slow shaking. The plate was washed three 
times with PBST-buffer and antibody 
binding was detected by using horseradish 
peroxidase-conjugated anti-rabbit antibody 
and 2 mg/ml ABTS substrate (2,2'-Azino-
bis(3-ethylbenzthiazoline-6-sulfonic acid). 
The reaction was monitored by measurement 
of the optical density at 416 nm (µQuant; 
Bio-Tek instruments, Inc., Winooski, VT, 
USA). The quantity of proteasome in the 
sample was calculated from the calibration 
curve obtained with purified 20S proteasome 
from human erythrocytes (BIOMOL 
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International). A linear dose-response was 
observed between 0 and 50 ng. Except when 
otherwise indicated, all analyses were 
performed in triplicate independent 
experiments. 
 
Proteasome Chymotrypsin-like activity 
assay  
The assay was performed in 96-well black 
plates (Greiner Bio-One, Frickenhausen, 
Germany). Fifty µl total cell lysate were 
added to the same volume of Suc-LLVY-
AMC substrate in 200 mM Tris-HCl, pH 8 
(BIOMOL International) at a final 
concentration of 200 µM/well, and 
lactacystin was added at 10 µM/well when 
necessary to specifically and totally inhibit 
the proteasome chymotrypsin-like activity. 
The proteasome chymotrypsin-like activity 
can thus be calculated as the differential 
chymotryptic activity measured in absence 
and in the presence of lactacystin. The 
kinetic assays were performed at 37 °C in a 
FLX-800 spectrofluorimeter (BIO-TEK, 
Winooski, VT, USA) over 90 min with one 
reading every 5 min, at 360 nm for excitation 
and 460 nm for emission. Except when 
otherwise indicated, all analyses were 
performed in triplicate independent 
experiment. 
 
2-D gel electrophoresis of purified 20S 
proteasome and in-gel digestion 
KG1a and U937 20S proteasomes were 
purified from 1 x 109 cells by 
immunoaffinity chromatography with the 
monoclonal antibody MCP21 directed 
against the α2 subunit as previously 
described [27, 28]. Approximately 60 µg of 
purified 20S proteasome from each cell line 
was dialyzed and TCA precipitated. Prior to 
the first dimension, 20S proteasome samples 
were resuspended in up to 350 µl rehydration 
buffer (9 M urea, 2.2 % CHAPS, 65 mM 
DTT, 0.3 % Immobiline pH gradient buffer, 
pH 3-10 NL (Non-Linear) (BioRad)). 
Samples were applied to 17 cm pH 3-10 NL 
IPG strips (BioRad) and separated as 
previously described [28]. Prior to SDS-
PAGE, the sample was reduced and 
alkylated. The IPG strip was incubated in 5 
ml of 50 mM Tris-HCl, 6 M urea, 2% SDS, 
30% glycerol and 65 mM DTT with rotary 
shaking for 15 min followed by 15 min in 
the same solution in which DTT was 
replaced by 2.5 % iodoacetamide. SDS-
PAGE (12.5 %) was then performed and 
complete migration was achieved at 8 °C 
after 4 h at 20 mA followed by 40 mA. The 
proteins were detected by Coomassie Blue 
staining and stained protein spots were 
excised. Proteins were in-gel digested using 
trypsin as previously described [28]. 
 
Mass spectrometry analysis and database 
search  
Tryptic digests were subjected to on-line 
nanoLC-ESI-MS/MS analysis (LC Packings 
system, Dionex, Amsterdam, The 
Netherlands) using an ESI-Q-TOF mass 
spectrometer (QSTAR XL, Applied 
Biosystems, Foster City, CA). Dried peptides 
were resuspended in 14 µL of solvent A’ (5 
% ACN, 0.05 %TFA in HPLC-grade water) 
and 5 µL were loaded onto a precolumn (300 
µm ID x 5 mm) using the Switchos unit of 
the LC Packings system, delivering a flow 
rate of 20 µL/min of solvent A’. After 
desalting for 7 min, the precolumn was 
switched online with the analytical column 
(75 µm ID x 15 cm PepMap C18) 
equilibrated in 95 % solvent A (5 %ACN, 
0.1 % formic acid in HPLC-grade water) and 
5 % solvent B (95 % ACN, 0.1 % formic 
acid in HPLC-grade water). Peptides were 
eluted using a 5 to 50 % solvent B linear 
gradient for 60 min, at a 200 nL/min flow 
rate. The mass spectrometer was operated 
with the Analyst QS 1.1 software in 
information-dependent acquisition mode 
using a 60 s dynamic exclusion window. 
Within each 7 s scan cycle, MS data were 
accumulated for 1 s over the mass range m/z 
300-2000, followed by two MS/MS 
acquisitions of 3 s each on the two most 
abundant ions, over the mass range m/z 80-
2000. The Mascot server software (version 
2.1.04, Matrix Science, London, UK) was 
used to perform database searches in batch 
mode (Mascot Daemon). The Mascot.dll 
macro (version 1.6b21, Applied Biosystems) 
was used through the Mascot Daemon 
interface to automatically extract peak lists. 
For peaklist creation, the default charge state 
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was set to 2+, 3+, and 4+. MS and MS/MS 
centroid parameters were set to 50 % height 
percentage and a merge distance of 0.1 amu. 
All peaks in MS/MS spectra were conserved. 
Data were searched against human sequences 
in the Swiss-Prot database (Release 52.1). 
Peptide tolerance in MS and MS/MS modes 
was 0.5 Da. Up to two missed cleavages 
were allowed. Cysteine 
carbamidomethylation was searched as fixed 
modification, while methionine oxidation 
and N-terminal protein acetylation were 
allowed as variable modifications. 
Identification was considered positive if the 
protein was identified with at least two 
peptides with a score greater than the 
significance threshold score for a probability 
< 0.05 or at least one peptide with a score 
greater than the significance threshold score 






Figure 1: Induction of apoptosis in several AML cell lines using daunorubicin and two proteasome 
inhibitors, MG132 and bortezomib. The percentage of apoptotic cells was measured using Annexin V assays 
performed 24 h after the treatment of KG1a, KG1, HL60, NB4, U937, and HEL cells with (A) 1 µM 
daunorubicin, (B) 5 µM MG132, and (C) 10 nM bortezomib. Results correspond to the mean ± SD of at least 3 
independent experiments. (D) The activation of apoptotic pathways was confirmed by Western blot analysis 
showing the PARP (116 kDa) and its cleaved fragment (cPARP, 85 kDa) for all AML cell lines 24 h after 




Proteasome inhibitors induce a high 
apoptosis level in immature KG1a AML cell 
line 
To investigate the effect of proteasome 
inhibitors on the induction of apoptosis of 
AML cells, six AML cell lines representative 
of different stages of differentiation arrest 
were chosen. KG1a and KG1 cell lines have 
been phenotypically characterized as 
immature leukemic cells classified M0 and 
M1 according to the French-American-
British (FAB) classification, respectively. 
HL-60, NB4, U937, and HEL cell lines have 
then been chosen to represent more mature 
leukemic cells, which could be classified as 
M2, M3, M5, and M6 according to the FAB 
classification, respectively [29]. Three 
proteasome inhibitors have been used in this 
study. Bortezomib is a specific reversible 
proteasome inhibitor. MG132 is also a 
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reversible inhibitor but it is less specific than 
bortezomib, and lactacystin is an irreversible 
very specific inhibitor covalently linked to 
the 20S proteasome catalytic subunit 
responsible of the chymotrypsin-like 
activity. The proportion of apoptotic cells 
induced by the treatment with these 
proteasome inhibitors and with the genotoxic 
drug, daunorubicin (DNR), used in AML 
treatment has been measured by annexin V 
binding assays. The triggering of apoptotic 
pathways has then been validated by 
Western blot analysis showing the cleavage 
of the poly(ADP-ribose) polymerase 
(PARP). Figure 1 displays the results 
obtained using 1 μM DNR (Figure 1A), 5 
μM MG132 (Figure 1B and D), and 10 nM 
bortezomib (Figure 1C and D). These results 
show that DNR failed to induce a significant 
level of apoptosis in the immature KG1a 
cells, in agreement with previous studies [30, 
31]. In contrast, there is a striking increase in 
apoptosis induction (from 5 % to 50 % 
apoptotic cells) for the more immature 
CD34+ KG1a cells when using any of the 
three proteasome inhibitors instead of DNR 
(Figure 1 and data not shown for 
lactacystin). The results also show that the 
proportion of apoptotic cells in mature cell 
lines is comparable to that obtained when 
using DNR except for HEL cells, which have 
been shown to be resistant to DNR [30].  
 
Dose-response experiments were then 
performed to better characterize better the 
induction of apoptosis after proteasome 
inhibition using KG1a and U937 cell lines as 
two representative AML cell lines. The 
corresponding curves were plotted for each 
proteasome inhibitor studied (Figure 2). In 
all cases, the apoptotic response was dose-
dependent and reached a plateau, where the 
mean percentage of apoptotic KG1a cells 
was 10 to 25 % higher than U937 cells. The 
concentration of each inhibitor necessary to 
induce 50 % of the maximum apoptotic 
response differed greatly. Corresponding 
IC50 values were measured to be 3.0 M for 
KG1a and 8.4 μM for U937 cells when using 
MG132 and 3.4 nM for KG1a and 8.1 nM 
for U937 cells when using bortezomib. Most 
importantly, the dose-response curves using 
MG132 and bortezomib indicated that the 
proportion of apoptotic cells was higher for 
KG1a cells than for U937 cells at all 
inhibitor concentrations used (Figure 2). 
Similar data were obtained with lactacystin 
(data not shown).  
 
 
Figure 2: Comparison of the induction of apoptosis 
in KG1a and U937 AML cell lines using increasing 
concentrations of proteasome inhibitors. The 
percentage of apoptotic cells was measured using 
Annexin V assays performed 24 h after the treatment 
of KG1a and U937 cells with (A) 0.1 to 50 µM 
MG132 and (B) 0.1 to 100 nM bortezomib. 
 
AML M1 blasts are more sensitive to 
proteasome inhibitors than AML M5 blasts  
The differential effect of proteasome 
inhibitors according to the cell 
differentiation phenotype was then assessed 
with AML M1 and AML M5 blasts isolated 
from 9 AML patients. Leukemic blasts were 
incubated for 24 h either in the absence or in 
the presence of 5 μM MG132. Apoptosis 
levels were measured using annexin V 
assays and apoptosis was characterized by 
the detection of the PARP cleavage. Figure 3 
shows that all AML blasts were sensitive to 
5 μM MG132 but that an increased level of 
apoptosis was induced in AML M1 blasts 
(64 % ± 12 %) compared to AML M5 blasts 
(23 % ± 7 %). Similar results were obtained 
using bortezomib at low (20 nM) and high (1 
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µM) concentrations. These data are thus in 
line with the results obtained with cell lines 
and corroborate the idea that the effects of 
proteasome inhibitors may be dependent on 




Figure 3: Induction of apoptosis in blasts isolated 
from AML patients using MG132. (A) The 
percentage of apoptotic cells was measured using 
Annexin V assays performed 24 h after the treatment 
of cells with 5 µM MG132. (B) The activation of 
apoptotic pathways was confirmed by Western blot 
analysis showing the PARP (116 kDa) and its cleaved 
fragment   (cPARP, 85 kDa) 24 h after cell treatment 
either without (control) or with 5 µM MG132. 
 
Differential proteasome status in immature 
KG1a and mature U937 AML cells 
In an attempt to understand the differential 
sensitivity to proteasome inhibitors 
according to the cell differentiation 
phenotype, the status of proteasome has been 
compared in KG1a and U937 AML cells. 
Total cell lysates containing 50 μg proteins 
were separated by one-dimensional SDS 
PAGE and immunodetection revealed a 
higher quantity of 20S proteasome subunits 
in KG1a cells than in U937 cells (Figure 
4A). A more precise quantification of 
associated 20S proteasome complex was 
then performed using a sandwich ELISA 
developed in our laboratory. This three-steps 
assay is based on a first  interaction between 
the α2 subunit of the human 20S proteasome 
complex and the monoclonal MCP21 
antibody, a second interaction of the 
associated complex with a polyclonal rabbit 
anti-20S proteasome antibody, and a third 
interaction between the rabbit antibody and a 
horseradish peroxidase-conjugated  
 Figure 4: Quantification of 20S proteasome 
amount and proteasome chymotrypsin-like activity 
in KG1a and U937 cells. The amount of 20S 
proteasome was determined in total protein extract 
from KG1a and U937 cells using (A) a Western blot 
analysis and (B) an indirect sandwich enzyme-linked 
immunosorbent assays. (C) The proteasome 
chymotrypsin-like activity was measured as 
lactacystin-sensitive cleavage of the proteasome 
substrate suc-LLVY-AMC in total protein extract 
from KG1a and U937 cells.  
Anti-rabbit antibody allowing quantification 
by measuring the optical density variation in 
the presence of a horseradish peroxidase 
substrate. The ELISA quantification 
confirmed that the associated 20S 
proteasome content was higher in KG1a cells 
(11.3 ng ± 1.1 ng of 20S proteasome/μg of 
proteins) than in U937 cells (6.5 ng ± 1.1 ng 
of 20S proteasome/μg of proteins) and 
indicated a 1.7 ratio in favor of KG1a cells 
(Figure 4B).  









Figure 5: Comparison of 2D gel electrophoresis maps of 20S proteasomes purified from (A) KG1a and (B) 
U937 cells lines. 20S proteasomes from each cell line was purified by immuno-affinity with the MCP21 
antibody coupled to sepharose beads. About 60 g of each purified 20S proteasome were then used to obtain its 
subunit pattern on a 2D gel stained with Coomassie blue. All labeled spots were identified by mass spectrometry 
and database search (supplemental data).  
 
 
The specific proteasome activity was then 
assessed for both cell lines. Proteasome 
complexes possess three main catalytic 
activities, which are trypsin-like, 
chymotrypsin-like, and caspase-like. These 
activities can be measured using appropriate 
fluorogenic substrates. However, when 
measuring these activities in a total cell 
lysate, only the chymotrypsin-like activity 
can be properly attributed to proteasome by 
substracting the residual activity after 
specific covalent proteasome inhibition using 
lactacystin. In this case, as shown in Figure 
4C, proteasome complexes from KG1a cells 
possessed a lower specific chymotrypsin-like 
activity (29 ± 2 pmol AMC/min/μg of 
proteasome) than U937 cells (71 ± 4 pmol 
AMC/min/μg of proteasome) giving a 2.5 
ratio in favor of U937 cells.  
 
It is known that proteasome activity can be 
modulated by the presence of 
immunosubunits in the 20S core complex [9] 
and that different 20S proteasome subtypes 
can exist and exhibit different proteolytic 
activities [32, 33]. Thus, to obtain detailed 
information on each subunit, 20S proteasome 
complexes were purified from KG1a and 
U937 cells and their subunits were separated 
by two-dimensional (2D) gel electrophoresis 
and identified by mass spectrometry 
(Supplemental data). The 2D gel images 
obtained (Figure 5) displayed expected 
patterns of human 20S proteasome subunits 
[27, 28]. They revealed an equivalent 
distribution for subunit isoforms and 
indicated the presence of catalytic standard 
subunits (β1, β2, and β5) and 
immunosubunits (β1i, β2i, and β5i) in 
similar proportion for both cell lines even 
though β1i appeared slightly increased in 
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KG1a cells. Thus, both cell lines did not 
differ significantly in their 20S proteasome 
subunit content. Even though the exact 
subunit arrangement of each 20S core 
complex cannot be determined using this 
approach, it seems reasonable to postulate 
that the differences in the measured activity 
cannot be fully attributed to differences in 
20S proteasome core complexes 
composition. 
 
The measured proteasome activity indicates 
the presence of active proteasome complexes 
in cells that may be constituted of 20S 
proteasome complexes associated or not to 
different 
 Figure 6: Relative quantification of 20S 
proteasome and 19S regulatory complex in KG1a 
and U937 cells. The detection of 20S proteasome and 
19S regulatory complex was performed using 
Western blot analyses showing several 20S subunits 
and the 19S Rpt1 subunit.  
 
regulators. The 19S regulatory complex 
represents the major proteasome activator. 
Its content was thus evaluated and compared 
to the 20S core complex content by 
immunodetection in both cell lines. A 
multiplex detection using a combination of 
two fluorescent antibodies was used. The 
first antibody was directed against the Rpt1 
subunit of the 19S regulatory complex and 
gave a green fluorescent signal. The second 
antibody recognized several 20S proteasome 
subunits and gave a red fluorescent signal. 
Figure 6 shows the results obtained when 
loading 30 g and 50 μg of protein extract 
from KG1a and U937 cells, respectively, 
representing 1.7 more proteins loaded for 
U937 than for KG1a cells. In this case, the 
measured 20S proteasome content was equal 
in both cell lines, which confirmed the 
results obtained previously using the ELISA 
assay. However, the Rpt1 content was 
measured to be 1.6 times higher in U937 
cells than in KG1a cells, thus suggesting that 
the 19S/20S ratio was 1.6 times higher in 
U937 than in KG1a cells. This higher 
proportion of proteasome activator may then 
contribute to the higher proteasome 
chymotrypsin-like activity measured in U937 





The aim of the present study was to assess 
the sensitivity of AML cells to proteasome 
inhibitors according to their phenotype and 
to explore a putative correlation between this 
sensitivity and the cellular proteasome status. 
We have shown that contrary to DNR, an 
anthracyclin drug used for AML treatment, 
proteasome inhibitors induced more 
apoptosis in the immature KG1a cells than in 
more mature AML cell lines. Although less 
active on these more differentiated cell lines, 
proteasome inhibitors still induce an 
apoptosis level comparable to that triggered 
by daunorubicin, a genotoxic agent used for 
AML treatments. Interestingly, the 
differential efficiency of the apoptotic 
activity of proteasome inhibitors as a 
function of the differentiation status was also 
observed with blasts of AML patients. 
Indeed, in our study, the M1 blasts showed a 
higher proportion of apoptotic cells than the 
M5 blasts, even though in another recent 
study, M4 and M5 AML primary cells were 
found to display higher sensitivity to 
bortezomib than M0 and M1 cells [34]. The 
reasons for this discrepancy remain to be 
established. However, our results are in 
agreement with the recent belief that 
proteasome inhibitors, particularly 
bortezomib, could represent an attractive 
new therapeutic strategy to overcome drug 
resistance associated with immature cells in 
AML [35].  
 
To gain insight into the putative impact of 
the proteasome status in this sensitivity to 
proteasome inhibitors, we have compared the 
20S core complex and 19S regulatory 
complex content, the proteasome activity, 
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and the 20S proteasome subunit composition 
of two AML cell lines, KG1a and U937. To 
measure the 20S proteasome content we 
have developed a sandwich ELISA that 
quantifies the amount of associated 20S core 
complexes in cell extracts. Similar assays 
have been used to measure the content of 
circulating proteasome in plasma and serum 
[36, 37]. This assay is more representative of 
active 20S proteasome in cells than Western 
blot analysis, which does not distinguish 
between free and associated 20S proteasome 
subunits. Using this assay we have shown 
that the 20S proteasome content was about 
two times higher in KG1a than in U937 
AML cells. Interestingly, the proteasome 
content has been reported to be higher in 
several malignant hematopoietic cell lines 
derived from lymphocytes and monocytes 
and in breast cancer tissue samples than in 
corresponding normal cells [38, 39]. 
Moreover, leukemic cells have been shown 
to be more sensitive than normal cells to 
proteasome inhibitors [2, 3, 40]. These 
results from the literature, together with our 
present data, strongly suggest that cells with 
a higher 20S proteasome content are more 
sensitive to proteasome inhibitors.  
 
To characterize further the proteasome status 
in KG1a and U937 cells, the proteasome 
activity was also measured. The 
chymotrypsin-like activity was found to be 
lower in KG1a cell extracts. This indicates 
that, in our study, the more sensitive cells to 
proteasome inhibitors have an increased 20S 
proteasome content but a decreased activity. 
It is known that this activity can be 
modulated by the replacement of the 
standard catalytic subunits of the 20S core 
complex (β1, β2, and β5) by the 
corresponding immunosubunits (β1i, β2i, 
and β5i) [10]. In our study, the comparison 
of the subunit distribution of purified 20S 
core complexes from both cell lines did not 
reveal any significant differences after 2D 
gel electrophoresis separation and 
Coomassie Blue staining detection. Both 
patterns were similar, including the 
proportions of standard catalytic subunits 
and immunosubunits. It remains possible, 
however, that the subunit arrangement of 
individual 20S proteasome complexes may 
be different in each cell line as it has recently 
been shown that intermediate-type 20S 
proteasome complexes containing a mixture 
of standard catalytic subunits and 
immunosubunits can also exist [33]. An 
increase of immunosubunits expression in 
tumor cells has recently been proposed to be 
correlated with their sensitivity to 
proteasome inhibitors [41] and another study 
proposed that the ratio of active β2-type 
subunit over β1-type and β5-type subunits in 
AML cells may be indicative of cell 
sensitivity to bortezomib [42]. However, in 
our study, the global 20S proteasome subunit 
composition does not seem likely to explain 
the increased sensitivity nor the decreased 
proteasome activity observed in KG1a cells.  
 
The proteasome activity in vivo can also be 
modulated by the association of the 20S 
catalytic core complex to its regulatory 
complexes [43]. These interactions result in 
an heterogeneous population of active 
proteasome complexes [44]. The exact 
proportion of each proteasome population, 
however, remains unknown and is likely to 
vary from one cell type to another and 
according to the cellular environment. In this 
study we have evaluated for the first time the 
ratio of 19S regulatory complex over 20S 
core complex in KG1a and U937 AML cells 
and found an elevated content of 19S 
complex in U937 cells. This result could 
explain the increased proteasome activity in 
U937 cells. Other regulatory complexes, 
however, may also be present and modulate 
the proteasome activity, like inducible PA28 
complexes. Moreover, inhibitory effects by 
cytosolic proteins have recently been 
suggested to happen when measuring 
proteasome activity in crude Alzheimer’s 
disease brain extracts [45]. These 
interactions could thus counterbalance the 
effect of known proteasome activators. 
These results highlight the fact that 
proteasome activity may be tightly regulated 
by a number of factors, including but not 
limited to the presence of known proteasome 
regulatory complexes. It has also been 
shown that the nature of the protein cell lysis 
buffer used to extract proteins before 
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measuring proteasome activity is important 
to maintain active proteasome complexes 
[46]. Overall, proteasome activity 
measurements are strongly dependant on 
sample preparation and evaluating the 
proportion of regulatory complexes per 20S 
catalytic unit may help in understanding 
better the role of regulatory complexes on 
proteasome activity. 
 
In conclusion, our results show that the 20S 
proteasome content is clearly higher in 
immature KG1a cells as compared to mature 
U937 cells and this can be correlated to the 
cell sensitivity to proteasome inhibitors, 
similarly to leukemic cells when compared 
to normal cells. Conversely, proteasome 
activity measurements may represent a more 
complex indicator of cell sensitivity to 
proteasome inhibitors essentially because too 
many factors that are so far not clearly 
defined can affect this activity. The 
proteasome is a complex machinery that still 
needs further characterization to better 
understand its function and the cellular 
perturbations caused by its inhibition as this 
may be of therapeutic interest in the 
treatment of AML with immature phenotype. 
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III. Résultats complémentaires 
III.A. Traitement des cellules à la lactacystine  
Dans cette partie sont présentés les résultats obtenus après traitement des différentes 
lignées cellulaires modèles de LAM avec la lactacystine, un inhibiteur irréversible très 
spécifique du protéasome. Ces données sont incluses dans l’article 1 mais non illustrées. Elles 
sont donc insérées dans cette partie. 
Les résultats obtenus après le traitement des différentes lignées cellulaires modèles de 
LAM à la lactacystine sont présentés dans la Figure 38. Le pourcentage de cellules en 
apoptose après 24 h de traitement des cellules de LAM avec 10 µM de lactacystine a été 
mesuré en utilisant un double marquage Annexine V/iodure de propidium (voir Matériels et 
Méthodes) (Figure 38 A). De plus, l’état apoptotique des cellules a été confirmé en suivant le 
clivage de la Parp par immunodétection (Figure 38 B). Les résultats obtenus montrent que, 
comme pour le MG132 et le bortézomib, le traitement des cellules par la lactacystine permet 
d’induire plus efficacement l’apoptose des cellules KG1a comparé au traitement par la 
daunorubicine (Figure 1A de l’article 1). 


























































Figure 38 : Effets de la lactacystine sur des modèles cellulaires de LAM.  
Les cellules sont cultivées 24 h en absence ou en présence de lactacystine à 10µM. (A) L’apoptose des 
cellules est quantifiée par un double marquage annexine V/PI. Les résultats sont exprimés en % de 
cellules en apoptose et sont la moyenne ± SD de 3 expériences indépendantes. (B) La Parp clivée est 
détectée par immunoblot. 
 
 
L’effet dose-réponse du traitement à la lactacystine sur l’induction de l’apoptose a été 
examiné avec les cellules KG1a (M0) et U937 (M5). Les résultats obtenus avec une gamme 
de concentration en lactacystine de 25 nM à 50 µM (Figure 39) montrent une réponse 
apoptotique dépendante de la dose utilisée pour les deux lignées cellulaires. Quelle que soit la 
dose d’inhibiteur utilisée, le pourcentage de cellules apoptotiques est plus important pour les 
cellules KG1a comparées aux cellules U937. Les concentrations en inhibiteur nécessaires 
pour obtenir 50% de cellules en apoptose (IC50) sont de 7.5 µM pour KG1a et de 10.5 µM 
pour U937. Ainsi ces valeurs sont comparables à celles obtenues avec MG132 (2.9 et 8.3 µM 
pour KG1a et U937 respectivement) et environ 1000 fois plus élevées qu’avec le bortézomib 
(3.4 et 8.1 nM pour KG1a et U937 respectivement). 
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Figure 39 : Effet dose-réponse de la Lactacystine sur l’apoptose des cellules KG1a et U937 
Les cellules sont cultivées pendant 24 h en présence d’une concentration croissante d’inhibiteurs. 
L’apoptose des cellules est ensuite quantifiées par un marquage à l’annexine V, comme décrit dans la 
section Matériel et Méthodes. Les résultats sont exprimés en % de cellules en apoptose et sont la 
moyenne ± SD de 3 expériences.  
 
 
III.B Détection des cellules en apoptose par immunofluorescence  
Une approche complémentaire de détection de cellules en apoptose par 
immunofluorescence a également été utilisée. Les résultats obtenus après traitement des 
cellules KG1a et U937 avec 5 μM de MG132 ainsi qu’après traitement des cellules KG1a 
avec 5 μM de lactacystine sont illustrés sur la Figure 40. Les cellules apoptotiques sont 
détectées en vert par le marquage spécifique de la Parp clivée. Parallèlement, l’aspect des 
noyaux est observé après leur coloration au Dapi (en bleu), ce qui permet de visualiser les 
corps apoptotiques issus des cellules en apoptose. Ainsi, on observe une plus grande 
proportion de corps apoptotiques et un nombre un peu plus élevé de cellules répondant au 
marquage de la Parp clivée après traitement au MG132 qu’à la lactacystine pour les cellules 
KG1a (Figure 40 A). Il apparaît également clairement que les cellules KG1a présentent une 
proportion de cellules apoptotiques plus grande que les cellules U937 traitées avec 5 μM de 
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lactacystine (Figure 40 B). Ainsi, les données obtenues par cette approche complètent et 




















Figure 40: Détection des cellules en apoptose par immunofluorescence 
Les cellules en apoptose sont détectées par marquage de la Parp clivée (vert) et l’état des noyaux est 
observé par marquage au DAPI (bleu). (A) Comparaison des cellules KG1a non traitées (contrôle) et 
traitées pendant 24 h avec du MG132 et de la lactacystine à 5 µM. (B) Comparaison des cellules KG1a 
et U937 traitées pendant 24h avec du MG132 à 5 µM. 
 
III.C. Cinétique d’inhibition 
Après avoir caractérisé le type de mort induit par le traitement des cellules de LAM par 
les inhibiteurs du protéasome et déterminé la proportion de cellules apoptotiques après 24 h 
d’inhibition, nous avons réalisé une cinétique d’inhibition. Les cellules KG1a et U937 ont été 
traitées de 0 à 48 h avec 5 μM de MG132 et le pourcentage de cellules en apoptose a été 
mesuré après double marquage annexine V/PI (Figure 41 A). L’effet apoptotique différentiel 
observé précédemment entre les cellules KG1a et U937 pour des temps d’inhibition de 24 h a 
été retrouvé entre 6 h et 48 h de traitement avec un différentiel maximal à 12 h. Les résultats 






























obtenus montrent également que les événements apoptotiques sont mis en place plus 












Figure 41 A : Cinétique d’inhibition 
 Les cellules KG1a et U937 sont traitées avec 5 µM de MG132 puis prélevées aux temps indiqués 
pour être analysées après marquage Annexine V.  
 
 
Les résultats présentés montrent que l’apoptose des cellules KG1a et U937 est enclenchée 
dès 6h d’inhibition avec 5µM de MG132. Nous nous sommes ensuite placés à ce temps 
précoce pour déterminer la concentration en inhibiteur permettant d’obtenir un effet 
apoptotique différentiel entre les cellules KG1a et U937 (Figure 41 B). Les résultats obtenus 
montrent un effet différentiel entre les cellules KG1a et U937 quelque soit l’inhibiteur utilisé. 
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Figure 41B : Effets dose-réponse après 6H de traitement  
Les cellules KG1a et U937 sont traitées avec du MG132 ou de la lactacystine pendant 6 H. Le 
pourcentage de cellules en apoptose est mesuré en utilisant le marquage Annexine V. 
 
L’expérience de cinétique nous a ensuite permis de déterminer le temps d’inhibition le 
plus approprié pour effectuer une étude protéomique ayant pour objectif l’identification des 
protéines pouvant jouer un rôle dans le déclenchement de l’apoptose des cellules de LAM 
après traitement par un inhibiteur de protéasome (Résultats-Partie II). Plus particulièrement, il 
s’agit de comprendre ce qui peut être à l’origine de la différence de susceptibilité des cellules 
KG1a et U937 en réponse à un inhibiteur du protéasome. Ainsi, pour l’étude de protéomique 
différentielle qui sera décrite dans la deuxième partie des résultats, nous avons choisi de 
traiter les cellules pendant 6 h en utilisant 5µM de lactacystine, qui présente une grande 
spécificité pour le protéasome. Un traitement des cellules de 6 h devrait permettre de mettre 
en évidence les événements précoces responsables de l’effet différentiel de l’induction de 
l’apoptose après traitement à la lactacystine des cellules KG1a et U937.  
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III.D. Evaluation de l’efficacité d’inhibition du protéasome  
 Avant d’aller plus avant dans l’identification des protéines qui pourraient être 
impliquées dans la différence de sensibilité des différentes cellules de LAM aux inhibiteurs 
du protéasome, nous avons vérifié que le protéasome des cellules KG1a et U937 était inhibé 
avec la même efficacité dans les conditions utilisées. En effet, ces lignées cellulaires arrêtées 
à différents stades de maturation hématopoïétique pourraient présenter une perméabilité 
membranaire différente et des voies d’assimilation des drogues différentes. Afin de nous 
assurer que la différence de susceptibilité observée lors du traitement par les inhibiteurs du 
protéasome n’est pas due à une différence d’efficacité de pénétration et d’inhibition, nous 
avons mesuré l’efficacité d’inhibition du protéasome des cellules KG1a et U937 en culture. 
Les cellules ont été traitées pendant 10 h avec du MG132 ou de la lactacystine et des 
prélèvements ont été réalisés à 3 H et 6 H d’inhibition. L’activité chymotrypsine-like 
résiduelle du protéasome a ensuite été mesurée en utilisant un substrat fluorogénique 
spécifique de cette activité, qui est principalement inhibée par les inhibiteurs du protéasome.  
Les résultats obtenus montrent que l’activité chymotrypsine-like résiduelle après 
inhibition du protéasome des cellules KG1a et U937 est identique (Figure 42). Nous obtenons 
une inhibition totale de cette activité protéolytique après 6h d’inhibition de ces cellules. Ces 
résultats suggèrent qu’il n’y a pas de différence d’efficacité d’inhibition du protéasome entre 
les cellules KG1a et U937 pour les concentrations de lactacystine et de MG132 testées. En 
revanche, ces résultats ne permettent pas d’affirmer qu’il n’y a pas de pénétration 
différentielle des inhibiteurs dans la cellule. Les processus d’assimilation de cette drogue au 
niveau des membranes (canaux ioniques, transfert passif…) ne peuvent pas être évalués par 
cette technique. Seule une évaluation de la proportion d’inhibiteur encore présent dans le 
milieu de culture pour chaque lignée permettrait de statuer sur l’efficacité de pénétration des 
inhibiteurs dans les cellules. Toutefois, les concentrations en inhibiteurs utilisées dans le cadre 
de ce travail sont suffisamment importantes pour que nos résultats ne soient pas altérés par 
































































Figure 42 : Evaluation de l’efficacité d’inhibition du protéasome des cellules KG1a et U937  
Les cellules KG1a et U937 sont traitées pendant 10 h avec des concentrations croissantes en MG132 et 
lactacystine. Un prélèvement est réalisé à 3 h et 6 h. Les cellules sont ensuite lavées et lysées puis 
l’activité résiduelle du protéasome est mesurée comme décrit dans la section Matériel et Méthodes. 
 
III.E. Statut du protéasome cytoplasmique et nucléaire 
 Certaines fonctions du système ubiquitine protéasome nécessitent la localisation 
cellulaire de ses composants dans des compartiments bien définis. Un exemple bien 
documenté est le système ERAD (Endoplasmic Reticulum Associated Degradation) qui 
consiste en un processus d’export rétrograde de protéines mal conformées ou anormales du 
réticulum endoplasmique vers le cytosol, couplé à leur ubiquitinylation et dégradation par le 
protéasome {Meusser et al., 2005}. Il ressort de cette étude que le protéasome a une 
localisation cytoplasmique et nucléaire, essentiellement diffuse, mais qu’il peut s’accumuler 
dans certaines régions particulières. 
Ainsi, l’étude du protéasome issu, soit d’un lysat cellulaire total, soit d’un compartiment 
cellulaire comme le cytosol ou le noyau, permettra d’obtenir des informations 
complémentaires. L’étude à partir d’un lysat cellulaire total donne une vision globale du 
comportement du protéasome de la cellule, qui pourrait être utilisée dans des tests 
diagnostiques ou pronostiques par exemple. L’étude du protéasome de compartiments 
cellulaires ciblés, en revanche, apportera plutôt des éléments pour une compréhension plus 
fine du rôle du protéasome et des mécanismes moléculaires mis en jeu.  
Nous avons donc voulu compléter l’étude réalisée sur le lysat cellulaire total des cellules 
KG1a et U937 décrite dans l’article 1 par une analyse plus approfondie des complexes du 
protéasome dans les compartiments cellulaires cytoplasmiques et nucléaires. Après avoir 
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optimisé le protocole de fractionnement cellulaire, nous avons tout d’abord déterminé la 
quantité de protéasome 20S contenu dans les différentes fractions. Ces mesures indiquent que 
la quantité de protéasome 20S cytoplasmique est similaire dans les deux lignées de LAM, 
alors que le protéasome 20S nucléaire apparaît plus abondant dans les cellules KG1a. Il 
semblerait ainsi que le différentiel en quantité globale de protéasome 20S entre les cellules 
KG1a et U937 reportée dans l’article 1 à partir des extraits cellulaires totaux soit plutôt dû au 
protéasome 20S nucléaire. Ces résultats cependant restent à confirmer avec d’autres lots de 
cellules. Nous avons ensuite purifié les complexes 20S des deux fractions cellulaires afin 
d’analyser leur composition en sous-unités. Pour cela, les stratégies de purification et 
d’analyse par gel 2D et spectrométrie de masse décrite dans l’article 1 ont été utilisées. De 
plus, pour une identification plus sure des sous-unités, deux approches d’analyse par 
spectrométrie de masse ont été réalisées. Dans un premier temps, les peptides issus de la 
digestion trypsique des spots de protéines correspondants aux sous-unités du protéasome ont 
été analysés par Maldi-TOF. Cette première identification est ensuite validée et complétée par 
une analyse ESI-MS/MS sur un appareil de configuration Q-q-TOF. 
Les cartographies en gel 2D des sous-unités du protéasome 20S cytoplasmique purifié à 
partir des cellules KG1a et U937 sont présentées sur la Figure 43. Elles montrent la présence 
de toutes les sous-unités du protéasome 20S, y compris les sous-unités catalytiques de 
l’immunoprotéasome, et des isoformes associées aux différentes sous-unités. Ces 
cartographies sont très comparables à celles obtenues à partir des extraits totaux (Figure 5 de 
l’article 1) et ne font pas ressortir de différences majeures dans la composition en sous-unités 
du protéasome 20S cytoplasmique des cellules KG1a et U937. La composition en protéasome 
nucléaire n’a pas pu être analysée dans ce travail en utilisant le protocole de purification mis 
en place actuellement dans l’équipe car celui-ci n’est pas adapté aux conditions d’extraction 
des protéines nucléaires. Les protocoles de fractionnement cellulaire et de purification du 
protéasome nucléaire sont en cours d’optimisation dans l’équipe et devraient permettre 
prochainement l’étude du protéasome nucléaire. Cela permettra de voir s’il y’a des différences 
entre ces deux lignées cellulaires dans la composition de leur protéasome nucléaire qui 
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Figure 43 : Cartographies des sous-unités du protéasome 20S cytosolique des cellules 
KG1a et U937.  
La cartographie de 60 μg de protéasome 20S purifié de la fraction cytosolique des cellules 
KG1a et U937 est obtenue après séparation des sous-unités avec un IPG strip pH 3-10 non 
linéaire pour la première dimension et un gel SDS-PAGE 12,5 % pour la seconde dimension. 
L’identification des spots a été effectuée par cartographie peptidique en MALDI-TOF et 
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IV. Discussion et perspectives 
IV.A. Effet proapoptotique des inhibiteurs du protéasome sur des 
cellules de LAM 
Nos résultats montrent que, les inhibiteurs du protéasome, à l’inverse de la 
daunorubicine utilisée pour le traitement des LAM, possèdent des effets apoptotiques plus 
importants sur les cellules immatures KG1a comparés à des cellules de LAM plus matures. 
Les cellules de LAM CD34+, KG1a, sont résistantes aux traitements par la cytarabine et la 
daunorubicine {Hassan et al., 2005}. Les résultats obtenus avec les inhibiteurs du protéasome 
sur les cellules immatures représentent donc une piste intéressante pour le traitement des 
LAM. Par ailleurs, dans notre étude l’activité proapoptotique de la daunorubicine est 
semblable à celle des inhibiteurs du protéasome sur les cellules de LAM les plus matures. Ces 
résultats indiquent que les inhibiteurs pourraient être utilisés en combinaison avec des drogues 
antitumorales classiquement utilisées pour le traitement des LAM afin d’augmenter 
l’efficacité du traitement et donc de diminuer les risques de rechutes. Cet effet bénéfique de 
l’utilisation du bortézomib en combinaison avec d’autres drogues à déjà été démontré pour 
d’autres types de cancers et pour certains patients atteints de LAM {Orlowski et al., 2005}. Il 
serait donc intéressant d’étudier l’effet synergique de la daunorubicine ou d’autres drogues 
(idarubicine, cytarabine…) utilisées dans le traitement des LAM en combinaison avec le 
bortézomib sur les modèles de LAM utilisées dans ce travail. Pour cela, des courbes dose- 
réponse seront réalisées pour différentes concentrations fixes d’une des deux drogues afin de 
déterminer les concentrations optimales pour l’utilisation conjointe de ces drogues.  
Par ailleurs, chez les patients atteints de leucémies, on retrouve un mélange de cellules 
souches hématopoïétiques (CSH) et leucémiques (CSL) ainsi que de nombreux blastes 
spécifiques du types de LAM. Ainsi, l’utilisation d’une combinaison de drogues ciblant à la 
fois le « bulk » et les CSL pourrait représenter une voie thérapeutique efficace. Les travaux de 
Guzman montrent clairement que les inhibiteurs du protéasome induisent l’apoptose 
préférentielle des CSL {Guzman et al., 2002}. Ainsi une combinaison de l’idarubicine ou 
encore de la daunorubicine et du Bortézomib pourrait permettre d’éliminer efficacement les 
cellules à l’origine des rechutes.  
Dans notre étude, les résultats obtenus sur les lignées cellulaires modèles ont été 
validés sur un échantillonnage restreint de cellules de patients de type LAM M1 et M5. Ces 
résultats, pour être validés dans une optique clinique, devront être reproduits en utilisant un 
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ensemble plus grand de patients. Par ailleurs, bien que difficile à obtenir, il serait plus 
intéressant de disposer, d’une part, de cellules de patients de type LAM M0 afin de confirmer 
les effets apoptotiques des inhibiteurs du protéasome sur les cellules immatures et donc de les 
comparer à des cellules leucémiques plus matures (LAM M4 par exemple), et d’autre part, de 
cellules CD34+ normales comme contrôle négatif. De plus, il serait intéressant de réaliser une 
analyse par cytométrie de flux afin de distinguer les cellules du « bulk » des cellules souches 
leucémiques (CSL) provenant de différents patients atteints de LAM. Cette étude permettra de 
mesurer les effets des inhibiteurs du protéasome sur les différentes populations de cellules et 
donc de comparer la réponse des CSL et des blastes.  
IV.B. Statut du protéasome des cellules de LAM KG1a et U937 
Nous avons étudié le statut du protéasome dans les lignées de LAM KG1a et U937 
afin de voir si la différence de sensibilité de ces cellules aux inhibiteurs de protéasome 
pouvait être reliée à leur contenu en protéasome, qui est la cible directe de ces molécules. 
Dans nos expériences nous nous sommes intéressés à la composition en sous-unités, au 
contenu et à l’activité du protéasome 20S des cellules KG1a et U937. Ensuite, nous avons 
entamé une étude visant à caractériser le protéasome 26S de ces cellules.  
Nos résultats montrent que les cellules KG1a, plus sensibles aux inhibiteurs du 
protéasome, possèdent environ 2 fois plus de protéasome 20S. Ces résultats sont en accord 
avec d’autres études ayant montré indépendamment que des cellules leucémiques étaient plus 
sensibles aux inhibiteurs de protéasome {Pigneux et al., 2007; Servida et al., 2005} et 
contenaient plus de protésome {Kumatori et al., 1990} que des cellules saines. Afin d’aller 
plus loin dans cette caractérisation, nous avons évalué le contenu en protéasome 20S 
cytoplasmique et nucléaire des cellules KG1a et U937. D’après les résultats préliminaires 
obtenus, il semblerait que le contenu en protéasome 20S cytoplasmique soit similaire alors 
que le celui du protéasome 20S nucléaire soit plus élevé pour KG1a. Très peu de choses sont 
aujourd’hui connues sur le protéasome nucléaire. On sait toutefois qu’il existe un régulateur, 
PA28γ, qui est majoritairement nucléaire et dont le rôle commence à être décrit. Une étude 
récente montre, en particulier, que les complexes 20S-PA28γ jouent un rôle critique sur 
l’organisation de structures nucléaires {Baldin et al., 2008}. Il est ainsi possible qu’une 
augmentation du contenu en protéasome 20S nucléaire puisse refléter une activité nucléaire 
différente pour les cellules KG1a par rapport aux cellules U937 et influer sur la régulation des 
processus de ce compartiment. 
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Nous avons également observé une augmentation de l’activité chymotrypsin-like 
spécifique du protéasome dans les lysats cellulaires totaux des cellules U937 comparées aux 
cellules KG1a. Cette différence d’activité ne semble pas être due à une différence dans la 
composition en sous-unités catalytiques (sous-unités standard ou immunosous-unités) du 
protéasome 20S puisque les cartographies 2D réalisées montrent toutes des profils 
comparables. En revanche, la proportion de régulateur 19S par rapport au cœur catalytique 
20S serait plus importante dans les cellules U937, ce qui pourrait expliquer une activité 
spécifique accrue dans ces cellules. Au vu de ces résultats, il apparaît important de trouver des 
méthodes permettant de mieux caractériser les différents complexes de protéasome, qui 
constituent une population hétérogène, dans la cellule, voire dans les différents compartiments 
cellulaires. Cela permettrait également de mieux appréhender le rôle de ces différents 
complexes et l’impact possible d’une modification de leur proportion sous l’effet de divers 
stimuli ou contextes cellulaires. 
Outre les régulateurs, il est connu que d’autres protéines interagissent avec les 
complexes de protéasome au cours du processus de dégradation protéolytique (voir 
introduction). Ainsi, afin de compléter l’étude des complexes de protéasome, nous avons dans 
l’équipe commencé à mettre en place des stratégies d’analyse permettant l’identification des 
protéines associées au protéasome (PIPs). La mise au point du protocole à été réalisée sur le 
modèle des érythrocytes, afin de disposer de quantités de matériel suffisantes {Bousquet et 
al., en révision}. Ce protocole permet de purifier en une seule étape l’ensemble des 
complexes protéasomaux endogènes existants et ce, à partir de n’importe quel type 
d’échantillon humain comme matériel de départ. Cette analyse exploite la grande affinité 
existant entre un anticorps monoclonal, MCP21 que nous produisons au laboratoire, et la 
sous-unité α2 du protéasome humain. Un des principaux avantages de cette approche est que 
la sous-unité α2 est présente dans tous les complexes de protéasome existants. Associée à des 
stratégies de réticulation des protéines, pour maintenir les interactions les plus labiles, et à une 
analyse de protéomique quantitative différentielle, permettant la discrimination des 
interactants non spécifiques, ce protocole permet de purifier le protéasome 20S, ses 
régulateurs et d’autres partenaires connus, mais également d’identifier de nouveaux 
partenaires pouvant également jouer un rôle dans les mécanismes de dégradation protéique. 
Ce protocole a été validé et peut désormais être appliqué à l’étude des PIPs sur des modèles 
de lignées cellulaires. Ainsi, les complexes de protéasome 20S associés à différents 
complexes régulateurs et aux PIPs dans les cellules KG1a et U937 seront purifiés et les 
protéines interagissant au sein de ces complexes seront analysées et comparées en utilisant 
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des approches de protéomique quantitative. Pour cela plusieurs approches de protéomique 
quantitative différentielle pourront être envisagées, soit des approches de marquage 
isotopique de type SILAC, ICAT ou iTRAQ ou des approches sans marquage qui sont 
actuellement développées dans l’équipe. Ces données seront ensuite analysées avec les outils 
bioinformatiques adaptés dont nous disposons dans l’équipe. Ces stratégies associées à une 
analyse par spectrométrie en utilisant le LTQ-Orbitrap devraient permettre d’identifier et 
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RESULTATS ET DISCUSSION PARTIE II 
Etude des variations d’abondance des protéines des 
cellules KG1a et U937 après un traitement de 6 H par 
la lactacystine : Approche de protéomique 
quantitative SILAC 
 
I. Description de l’étude protéomique et de la stratégie 
utilisée 
I.A. Modèle cellulaire d’étude et expériences réalisées 
Les cellules de LAM KG1a (LAM M0, immatures) et U937 (LAM M5, matures), 
constituent notre modèle d’étude. Dans nos expériences les cellules ont été traitées ou non par 
de la lactacystine, un inhibiteur spécifique du protéasome, à 5 µM pendant 6 H. Ces 
conditions de traitement des cellules ont été déterminées lors d’études préliminaires 
(voir résultat partie I). Nous nous sommes placés à des temps de traitement courts, qui 
devraient permettre d’observer les mécanismes précoces d’induction de l’apoptose dans les 
modèles de cellules utilisées après l’inhibition du protéasome par la lactacystine.  
Afin d’identifier les protéines dont l’abondance varie suite au traitement des cellules 
KG1a et U937 par la lactacystine et de comparer les résultats obtenus pour les deux lignées 
qui présentent une différence de sensibilité aux inhibiteurs du protéasome, les expériences 
suivantes ont été réalisées (Figure 44) : 
¾ Etude des effets de l’inhibition du protéasome : les cellules KG1a (expérience 
A1) et U937 (expérience A2) sont traitées ou non par de la lactacystine. Le protéome des 
cellules traitées est comparé aux mêmes cellules non traitées. 
¾ Etablissement et comparaison du protéome constitutif des cellules KG1a et 
U937 (expérience B). Cette comparaison permettra d’évaluer les proportions relatives des 
protéines d’intérêt dans ces deux types de cellules c.à.d. les protéines dont la quantité varie 
suite au traitement par l’inhibition du protéasome. Cela permettra d’interpréter et de discuter 
les variations obtenues suite au traitement par les inhibiteurs et donc d’essayer de comparer 
les processus mis en jeux dans ces cellules.  
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Etude des effets des inhibiteurs
du Protéasome
Cellules KG1aCellules KG1a  
Arg 0, Lys 0
+ Lactacystine
5µM T=6H  
Arg 10, Lys 6
Cellules KG1a traitéesCellules KG1a  
Mélange 1:1
Cellules U937Cellules U937  
Arg 10, Lys 6
+ Lactacystine 
5µM  T=6H  
Arg 0, Lys 0
Cellules U937 traitées Cellules U937  
Mélange 1:1
Cellules KG1a  
Arg 0, Lys 0
Cellules U937  
Arg 10, Lys 6








Figure 44 : Représentation schématique des différentes expériences SILAC réalisées. 
(A) Les expériences A1 et A2 permettent d’identifier et de quantifier les protéines affectées par un 
temps court de traitement des cellules par la Lactacystine. (B) Comparaison du protéome constitutif 
des cellules KG1a et U937.  
 
I.B. Marquage des protéines par la méthode SILAC 
Les variations des profils d’expression protéiques des cellules ont été analysées par 
une approche de type SILAC. Nous avons choisi de réaliser dans cette étude un double 
marquage lysine et arginine des protéines de nos échantillons. Les acides aminés marqués 
utilisés dans le milieu lourd sont la [13C6]-L-Lysine (+ 6 Da) et la [13C6, 15N4]-L-Arginine (+ 
10 Da). Le milieu léger contient des acides aminés naturels. Le double marquage SILAC 
permet d’augmenter la proportion de peptides trypsiques marqués, et donc d’obtenir le 
maximum de peptides et protéines quantifiables lors de l’analyse par spectrométrie de masse. 
En effet, les protéines peu abondantes sont identifiées avec un petit nombre de peptides 
trypsiques et il peut arriver que, pour une même protéine, ces peptides ne comportent que des 
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lysines ou que des arginines en C-terminal. Dans le cadre d’un simple marquage certaines 
protéines ne peuvent donc pas être quantifiées. De plus, comme la précision des rapports 
calculés pour les protéines est étroitement liée au nombre de peptides quantifiables par 
protéine, la stratégie choisie devrait permettre de quantifier plus rigoureusement un grand 
nombre de protéines de nos échantillons. Cependant, le double marquage SILAC complexifie 
le mélange peptidique à analyser : tous les peptides sont présents sous forme de paires lourd-
léger, et le spectromètre de masse va fréquemment séquencer les deux formes d’un même 
doublet peptidique. Un certain temps d’analyse est donc perdu à obtenir des informations de 
séquence MS/MS redondantes, limitant ainsi le nombre de protéines identifiées et la 
probabilité d’atteindre les protéines plus faiblement représentées dans le mélange. Pour pallier 
cet inconvénient, nous avons réalisé un fractionnement extensif de l’échantillon (voir ci-
dessous), et utilisé pour certaines des analyses un spectromètre de masse à haute vitesse de 
séquençage (LTQ-Orbitrap). De cette façon, la stratégie mise en œuvre devrait permettre de 
bénéficier des avantages du double marquage en ce qui concerne la quantification, tout en 
assurant une couverture analytique satisfaisante des mélanges complexes issus des 
échantillons. 
 
I.C. Evaluation de l’incorporation des acides aminés marqués 
Afin d’évaluer l’efficacité du marquage des peptides, nous avons analysé par 
spectrométrie de masse des mélanges protéiques préparés à partir des cellules ayant poussé en 
milieu lourd. Les résultats obtenus montrent qu’après 6 cycles de division cellulaire, 
l’efficacité moyenne de marquage est supérieure à 98 %, ce qui permet d’envisager une étude 
différentielle. Nous avons également évalué la proportion d’arginine métabolisée en proline. 
Dans nos expériences, pour une concentration à 100 mg/L en arginine, le pourcentage de 
peptides à proline 6 s’est révélé assez faible (< 5 % ; Figure 45). Le phénomène semble donc 
limité dans les lignées KG1a et U937. Pour les peptides contenant néanmoins de la proline 6, 
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Peptide: AAVPSIK + Lysine6 (K)
m/Z: 346.22; Z=2
Peptide: SYELPDGQVITIGNER + Arginine10 (R)
m/Z: 900.96; Z=2























Figure 45 : Vérification de la métabolisation de l’arginine en proline. 
 
I.D. Analyse protéomique 
Afin de réduire la complexité des mélanges protéiques à analyser, et ainsi d’identifier 
et de quantifier un plus grand nombre de protéines, nous avons choisi de réaliser plusieurs 
étapes de fractionnement. Un des avantages de la méthode SILAC, en effet, est que le 
marquage métabolique réalisé très en amont permet de rassembler les échantillons cellulaires 
et d’effectuer tous les processus de fractionnement sur un échantillon unique, limitant les 
artéfacts liés à des traitements en parallèle. Nous avons donc tout d’abord réalisé un premier 
fractionnement au niveau des cellules. A cet effet, nous avons optimisé les protocoles de 
fractionnement subcellulaire et préparé des fractions cytoplasmiques, nucléaires et 
microsomales (voir Matériel et Méthodes). Par la suite, nous avons également fractionné les 
extraits protéiques obtenus, en séparant les protéines sur un gel de 1D SDS-PAGE, et en 
découpant les pistes de gels en une quarantaine de bandes pour les fractions cytoplasmiques et 
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une trentaine de bandes pour les fractions nucléaires et microsomales. Les protéines 
contenues dans le gel ont été digérées par de la trypsine puis les peptides trypsiques ont été 
extraits et analysés en nano-LC-MS/MS. L’analyse bioinformatique a été réalisée en utilisant 
le logiciel Mascot pour l’identification des protéines, et le logiciel MFPaQ pour le tri, la 
validation et la quantification. Enfin, l’analyse fonctionnelle à été réalisées à l’aide des 
logiciels Proxéon et ingenuity pour l’analyse fonctionnelle (Figure 46).  
Les analyses par spectrométrie de masse ont été réalisées sur deux types d’appareils 
présentant des capacités et une géométrie différentes. Il s’agit du QSTAR XL (Applied 
Biosystems), et du LTQ-Orbitrap (ThermoFisher). Lorsque j’ai commencé mes analyses 
protéomique, nous disposions uniquement au laboratoire du QSTAR XL pour l’étude de 
mélanges complexes. L’arrivée en 2006 du LTQ-Orbitrap au laboratoire m’a donné 
l’opportunité d’utiliser ces deux types d’appareil. Ainsi, pour l’ensemble des résultats 






Figure 46 : Description de la stratégie protéomique utilisée 
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II. Résultats de l’analyse protéomique quantitative 
II.A. Caractérisation du protéome des cellules KG1a et U937 
II.A.1 Analyse bioinformatique des données 
Dans un premier temps, nous avons cherché à identifier un nombre maximal de 
protéines issues des cellules KG1a et U937 dans le but d’établir une cartographie la plus 
complète possible du protéome de ces cellules. Les interrogations dans les banques de 
données des fichiers obtenus en spectrométrie de masse ont été réalisées en utilisant le moteur 
de recherche Mascot. Les protéines identifiées ont ensuite été validées automatiquement en 
utilisant le logiciel MFPaQ {Bouyssie et al., 2007}. Ce logiciel permet à l’utilisateur de 
valider les protéines issues des fichiers résultats Mascot en fixant différents critères sur les 
peptides assignés aux protéines : seuils de scores des peptides, nombre de peptides par 
protéine, longueur minimale des séquences. Afin de fixer correctement le niveau de 
stringence de ces critères, le taux de faux-positifs (TFP) obtenu dans les listes finales de 
protéines validées est évalué automatiquement grâce à une approche de recherche en banque 
inverse. Une recherche Mascot est réalisée dans une banque artificielle obtenue par inversion 
des séquences protéiques contenues dans la banque normale. Les protéines identifiées par 
Mascot dans une telle banque sont donc fausses, et le nombre de protéines validées dans la 
banque inverse permet ainsi d’évaluer le nombre de faux-positifs contenus dans la liste issue 
de la recherche en banque normale, obtenue en appliquant les mêmes critères de validation sur 
le score, le nombre et la longueur des peptides. Une fonction automatique d’ajustement des 
règles de validation a été implémentée dans MFPaQ, permettant à l’utilisateur de choisir un 
taux de faux-positifs désiré. Pour une longueur minimale de séquence peptidique donnée, le 
logiciel va alors faire varier automatiquement les règles sur le nombre et le score des peptides, 
de façon à atteindre ce taux. 
Idéalement, les critères de validation appliqués aux résultats Mascot doivent être 
suffisamment stringents pour éliminer un maximum de faux-positifs, tout en minimisant le 
nombre de protéines « perdues » (faux-négatifs) (voir introduction). Afin d’optimiser ces 
critères et de trouver les conditions permettant d’obtenir le meilleur compromis, nous avons 
tracé pour notre jeu de données la courbe d’évolution du nombre total de protéines validées en 
fonction du TFP souhaité (Figure 47). 
 
 












































Figure 47 : Optimisation des critères de validation des protéines identifiées par Mascot. 
 
 
Pour des valeurs de TFP croissantes, le logiciel diminue la stringence des critères de 
validation, ce qui permet d’augmenter le nombre de protéines identifiées et validées. Pour des 
TFP inférieurs à 1 %, la pente de la courbe est très élevée, et le fait d’autoriser une légère 
augmentation du TFP permet donc de gagner un grand nombre de protéines validées. Au delà 
du point d’inflexion de la courbe, en revanche, ce gain est très réduit, et le nombre de 
protéines validées augmente beaucoup plus lentement. Nous avons choisi de nous placer 
autour du point d’inflection, ce qui correspond à un TFP maximum de 1.3% (Figure 47) sur 
chacune des fractions de gel 1D analysées, ce qui conduit à une valeur effective moyenne de 
l’ordre de 1% sur l’ensemble des protéines validées pour une piste entière d’un échantillon 
analysé (fraction subcellulaire). 
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II.A.2 Comparaison des résultats d’identification du QSTAR XL 
et du LTQ-Orbitrap 
 (1) Nombre total de protéines identifiées 
Afin de comparer les résultats obtenus avec le QSTAR XL et LTQ-Orbitrap, les listes 
de protéines identifiées dans chacune des fractions subcellulaires issues des deux lignées ont 
été générées, en compilant les résultats d’identification de chaque bande de gel 1D pour une 
même piste de migration. Il existe un certain niveau de redondance dans les identifications 
réalisées au cours de l’analyse de ces pistes. D’une part, au sein de l’analyse d’une même 
bande, la recherche en banque de données effectuée par Mascot renvoie un certain nombre de 
protéines fortement homologues, auxquelles sont assignés très majoritairement les mêmes 
peptides. Le logiciel MFPaQ a été utilisé pour réduire cette redondance en éliminant les 
protéines homologues, identifiées avec les mêmes peptides qu’une protéine de score plus 
élevé, excepté si un peptide spécifique de rang 1 (peptide « rouge et gras » dans Mascot), et 
de score supérieur à in certain seuil, lui est également assigné (voir Matériel et Méthodes). 
D’autre part, de nombreuses protéines sont identifiées plusieurs fois sur des bandes de gel 1D 
adjacentes, et le logiciel MFPaQ a également été utilisé pour concaténer les résultats et 
éliminer les doublons, afin d’obtenir des listes finales non-redondantes sur chaque piste. Le 
groupage réalisé par le logiciel sur les données des différentes bandes est basé sur une 
comparaison des numéros d’accession des protéines : les groupes de protéines auxquelles 
Mascot assigne exactement le même lot de peptides sont comparés de bande à bande, et 
regroupés s’ils possèdent au moins un n° d’accession en commun. Le même principe est 
ensuite également appliqué pour comparer plusieurs listes finales entre elles. Cette méthode 
est rapide et globalement efficace, mais peut générer certains artéfacts lors de la comparaison 
de données issues de recherches dans différentes versions de la banque protéiques, dans 
lesquelles le n° d’accession associé à une même protéine peut varier. Afin de comparer les 
données d’identification du QSTAR XL et du LTQ-Orbitrap, obtenues dans des versions 
différentes de la banque Uniprot, nous avons donc également utilisé un niveau de groupage 
supplémentaire grâce au logiciel Protein Center, qui rassemble les protéines en « clusters » 
sur la base de leur homologie de séquence. Les Figures 48 et 49 présentent ainsi la 
comparaison des données d’identification entre le spectromètre de masse de type QSTAR XL 
et LTQ-Orbitrap des fractions issues des cellules U937 et KG1a, réalisée par Protein Center à 
partir de listes non-redondantes, groupées à partir de 95 % d’homologie de séquence.  




Figure 48 : Comparaison des données d’identification des protéines issues des fractions 
cellulaires U937 obtenues avec les spectromètres de masse de type QSTAR XL et LTQ-Orbitrap.  
Comparaison du nombre de protéines uniques identifiées pour les différentes fractions entre le 






Figure 49 : Comparaison des données d’identification des protéines issues des fractions 
cellulaires KG1a obtenues avec les spectromètres de masse de type QSTAR XL et LTQ-
Orbitrap.  
Comparaison du nombre de protéines uniques identifiées pour les différentes fractions entre le 
QSTAR XL et le LTQ-Orbitrap. Les données sont analysées en utilisant le logiciel MFPaQ et Protein 
center. 
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Ces résultats montrent qu’il y a entre 3 à 4 fois plus de protéines identifiées lors d’une 
analyse LTQ-Orbitrap par rapport au QSTAR XL. Par exemple, nous identifions 881 et 830 
protéines dans les fractions cytoplasmiques des cellules KG1a et U937 respectivement lors de 
l’analyse réalisée sur le QSTAR XL, alors que l’analyse avec le LTQ-orbitrap permet 
d’obtenir 2759 protéines pour KG1a et 2608 pour U937 pour cette même fraction. Cette 
différence dans l’identification des protéines résulte essentiellement des caractéristiques 
propres au LTQ-orbitrap, notamment une vitesse de séquençage plus rapide et la possibilité 
d’acquérir des spectres MS et MS/MS en parallèle (voir introduction). Il apparaît également 
qu’un petit nombre de protéines sont identifiées uniquement au QSTAR et pas en LTQ-
Orbitrap. La présence de ces protéines spécifiques du QSTAR résulte le plus probablement en 
partie d’artéfacts lors de la comparaison bioinformatique des listes, ou de la présence d’un 
certain nombre de faux-positifs dans les listes finales, différents dans les deux cas. Mais elle 
peut être due également, pour certains peptides, à l’obtention de meilleures informations de 
séquence MS/MS en Q-TOF qu’en trappe ionique. Elle peut indiquer aussi que 
l’échantillonnage en MS/MS réalisé par le LTQ-Orbitrap est encore incomplet pour le 
mélange très complexe de peptides analysés, et que sur l’ensemble des peptides détectés et 
séquençés lors d’une analyse QSTAR, certains seront encore statistiquement « manqués » lors 
de l’analyse du même échantillon en LTQ-Orbitrap, malgré la vitesse de séquençage élevée 
de l’appareil. Cependant, au final, les résultats d’identification obtenus avec le LTQ-Orbitrap 
englobent largement ceux correspondant au QSTAR, justifiant pleinement l’emploi de cet 
appareil pour la caractérisation de protéomes complexes. 
(2) Couvertures de séquence 
Pour différentes protéines de masses moléculaires et d’abondance différentes, nous 
avons comparé le nombre de peptides identifiés par protéine dans les deux approches (Figure 
50). Les résultats obtenus pour des protéines identifiées dans la fraction cytoplasmique des 
cellules U937, montrent une augmentation significative du nombre de peptide par protéine 
lors de l’analyse LTQ-Orbitrap comparées au QSTAR XL.  
Pour certaines protéines abondantes et de petite taille, le nombre de peptides identifiés 
et le pourcentage de recouvrement de séquence sont équivalents entre le QSTAR et le LTQ-
Orbitrap, comme dans le cas de la Cofilin 1. Par contre, pour des protéines majeures et de 
taille plus élevée, l’effet de sous-échantillonnage du mélange complexe par le QSTAR XL 
commence à apparaître : par exemple, la Myosin-9, une protéine majoritaire du cytoplasme et 
























faiblement représentées dans l’échantillon. De plus, l’acquisition des spectres MS dans 
l’Orbitrap se fait à très haute résolution (60000 pour m/z 400), ce qui permet d’obtenir une 
très bonne précision de masse sur les ions précurseurs et de réaliser par la suite les recherches 
en banques de données avec une tolérance très faible sur la masse des ions parents, limitant 
ainsi le nombre de faux-positifs dans les listes de protéines identifiées.  
II.A.3 Analyse des données obtenues avec le LTQ-Orbitrap 
(1) Efficacité du fractionnement subcellulaire 
L’efficacité du fractionnement cellulaire a été évaluée sur les données issues de l’analyse 
LTQ-Orbitrap car celui-ci permet d’identifier plus de protéines. Les Figures 51 A et 51 B 














Figure 51 : Efficacité du fractionnement subcellulaire 
Analyse des protéines identifiées par l’analyse LTQ-Orbitrap des fractions subcellulaires des cellules 
KG1a (A) et U937 (B). Analyses réalisées à l’aide du logiciel Protéin Center à partir des listes non 
redondantes des protéines obtenues dans MFPaQ. 
 
 
La comparaison automatique des listes de protéines fait apparaître un certain 
chevauchement entre les différents compartiments subcellulaires. 459 protéines sont 
communes aux 3 fractions subcellulaires pour les cellules KG1a, et 500 protéines pour les 
cellules U937 ce qui correspond à ~13% des protéines totales identifiées. Ces recoupements 
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peuvent être dus au fait que certaines protéines ont des localisations subcellulaires multiples 
(présentes à la fois dans le cytosol et dans le noyau par exemple), mais peuvent résulter 
également d’un certain degré de contamination des différents compartiments lors du 
fractionnement subcellulaire. Cependant, le pourcentage de protéines identifiées 
spécifiquement dans un compartiment donné est malgré tout assez important (de l’ordre de 
65% dans chacune des lignées cellulaire) et largement supérieur à ce qui a pu être décrit dans 
le littérature pour d’autres études protéomiques basées sur un fractionnement subcellulaire de 
ce type {Graumann et al., 2008}. Ces résultats suggèrent que le fractionnement subcellulaire 
que nous avons réalisé est efficace et que les fractions obtenues sont relativement « propres ». 
Globalement, il nous permet d’augmenter considérablement le nombre de protéines 
identifiées par rapport à une analyse sur lysat cellulaire total, et de gagner en « profondeur » 
dans la caractérisation du protéome. 
(2) Nombre total de protéines identifiées 
Au total, nous identifions dans nos expériences 3850 protéines uniques dans les trois 
fractions pour les cellules KG1a, et 3766 protéines pour les cellules U937 (Figures 51 A et 
B). Ces chiffres sont satisfaisants si on les compare à ceux d’autres études protéomiques 
globales publiées récemment, qui utilisent également une approche SILAC double marquage 
lysine et arginine, ainsi qu’un fractionnement subcellulaire associé à une séparation en gel 
1D. Par exemple, des travaux récents sur la caractérisation exhaustive du protéome de cellules 
souches embryonnaires rapportent l’identification de 4036 protéines en utilisant cette stratégie 
{Graumann et al., 2008}. L’étude que nous avons réalisée permet donc d’atteindre une 
couverture analytique conforme à l’état de l’art des méthodes protéomiques actuelles, et au 
final, nous permet d’appréhender, dans le cadre d’une étude différentielle, une fraction non 
négligeable des produits de gènes exprimés à un instant donné dans la cellule. Cette 
caractérisation en profondeur du protéome des cellules U937 et KG1a vient compléter les 
données actuelles de la littérature qui sont essentiellement basées sur des cartographies de gel 
2D des protéines de ces lignées qui permettent d’obtenir près de 1000 protéines {Fontana et 
al., 2007}, ne permettant pas de couvrir l’ensemble du protéome.  
 



































de haute masse moléculaire (228 kDa), est identifiée avec 49 peptides uniques et 30 % de 
recouvrement au QSTAR alors qu’elle est identifiée avec 138 peptides uniques au LTQ-
Orbitrap ce qui permet de couvrir plus de 60 % de sa séquence. Ce gain dans la couverture de 
séquence est appréciable pour des études de recherche de modifications post-traductionnelles.  
Dans le cas de protéines minoritaires, l’analyse en LTQ-Orbitrap permet 
systématiquement d’obtenir une meilleure identification, quelle que soit la taille de la protéine 
considérée. Ainsi, la protéine anti-apoptotique SCC-S2 (23 kDa) et l’E3 ubiquitin-protein 
ligase HUWE1 (486 kDa), sont identifiées avec 1 et 8 peptides respectivement au QSTAR 
XL, alors que l’analyse en LTQ-Orbitrap permet de les identifier avec 9 et 109 peptides 
respectivement. Par conséquent, certaines protéines très peu abondantes dans le mélange, 
comme le facteur de transcription NF-kappa-B-repressing factor (O15226, 78kDa, 10 % de 
couverture de séquence) ou l’Interleukin-18 precursor (Q14116, 23 kDa, 23 %) sont 








Figure 50 : Comparaison des données d’identification entre le spectromètre de masse de type 
QSTAR XL et LTQ-Orbitrap.  
Les protéines issues de la fraction cytoplasmique des cellules U937 sont analysées en spectrométrie de 
masse en utilisant un QSTAR XL et un LTQ- Orbitrap. Le nombre de peptides uniques ayant permis 
l’identification des protéines de différentes masses moléculaires et d’abondance relative variée est 
comparé entre ces deux méthodes. Une augmentation significative du nombre de peptides identifiés 
par protéine est obtenue en utilisant LTQ-Orbitrap. 
 
L’ensemble de ces données montrent que le LTQ-Orbitrap permet d’augmenter 
significativement le nombre de protéines identifiées et donc d’atteindre les protéines plus 



























II.A.4 Processus biologiques représentés par les protéines 
identifiées 
L’analyse fonctionnelle des listes de protéines identifiées est réalisée à l’aide du 
logiciel Protein Center. Ce logiciel se base sur l’ontologie des gènes (termes GO) pour classer 
les protéines. Il nous a permis de déterminer de façon automatique la localisation, les 
fonctions moléculaires et les processus biologiques associés aux protéines identifiées dans 
notre étude.  
Les données d’identifications de chaque fraction subcellulaire ont été regroupées en un 
seul jeu de données pour chacune des expériences. Elles montrent que la répartition des 
protéines identifiées au sein des différents processus biologiques est identique pour les deux 






















Figure 52 : Répartition des processus biologiques des protéines identifiées dans l’expérience 
KG1a et U937 
Les données d’identification du LTQ-Orbitrap des fractions cytoplasmique, nucléaire et microsomale 
sont regroupées en un seul jeu de données pour chaque expérience. La répartition des protéines 
identifiées est ensuite analysée à l’aide du logiciel Protein center. 
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 Même si les protéines identifiées sont réparties dans l’ensemble des processus, elles 
sont majoritairement associées aux processus de régulation métabolique (~75 %) et à la 
régulation biologique (~30 %). Une faible proportion de protéines identifiées est associée aux 
processus de croissance cellulaire (~1 %), division (~3 %), de prolifération (~6 %), et de mort 
cellulaire (~8 %). Ces processus comprennent en grande partie des protéines faiblement 
représentées dans la cellule. Cette répartition similaire des protéines d’U937 et KG1a dans les 
processus permet donc de comparer les effets de la lactacystine dans ces deux lignées 
cellulaires. 
II.B. Quantification des variations du protéome des cellules KG1a et 
U937 après le traitement de 6 H par la lactacystine 
II.B.1 Analyse bioinformatique des données 
 La quantification des données a été réalisée en utilisant le module d’analyse 
quantitative du logiciel MFPaQ. Au début de mon projet de thèse, nous ne disposions pas 
d’outil bioinformatique performant pour l’analyse des données SILAC en double marquage. 
Le logiciel MFPaQ a donc été développé dans l’équipe afin d’analyser les données issues 
d’études quantitatives {Bouyssie et al., 2007}. A partir de la liste des protéines identifiées et 
validées, le logiciel extrait dans les fichiers bruts issus des spectromètres de masse, l’intensité 
de chaque peptide validé et celle de son partenaire lourd ou léger, puis il reconstitue pour 
chacun d’entre eux leur profil d’élution. Il calcule alors le rapport des aires des pics d’élution 
des peptides léger et lourd, puis la valeur moyenne obtenue à partir des rapports des aires des 
différents couples peptidiques attribués à une même protéine au sein d’une fraction de gel 1D 


















Figure 53 : Quantification des protéines à l’aide du logiciel MFPaQ. 
Ce logiciel présente une interface graphique interactive qui offre la possibilité de sélectionner les 




Lorsqu’une protéine est identifiée dans plusieurs bandes consécutives du gel, un 
rapport moyen est calculé à partir des différents rapports mesurés dans chacune des bandes de 
gel. Le logiciel permet au final de générer un rapport de quantification global présentant la 
liste non-redondante des protéines quantifiées, avec pour chacune d’entre elles, leur rapport 
dans chaque bande, les coefficients de variation locaux associés (reflétant la variation des 
rapports des différents peptides assignés à une même protéine dans une bande de gel), le 
rapport moyen de la protéine, et le coefficient de variation global associé (variation des 
valeurs de rapports d’une protéine dans différentes bandes de gel). Ces résultats sont restitués 
dans une interface interactive permettant la correction manuelle des peptides et des spectres 
MS sélectionnés pour la quantification dans les cas ambigus (faible signal, massifs 
superposés). Une erreur inférieure à 20 % (coefficient de variation) est admise sur le calcul 
des rapports des protéines. Les listes de protéines quantifiées sont ensuite exportées au format 
Excel et les rapports des protéines sont normalisés par rapport à la médiane des rapports, de 
façon à corriger l’erreur de comptage éventuelle lorsque les lots de cellules sont rassemblés en 
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mélange 1/1, et à obtenir une population globale de rapports centrée autour de 1. Les résultats 
obtenus dans le cadre de notre étude montrent que la distribution des rapports des protéines 




















Figure 54 : Distribution des rapports des protéines contenues dans la fraction cytoplasmique 
issues du mélange 1:1 des cellules KG1a traitées (conditions lourde) ou non (condition légére) 
par la lactacystine pendant 6 H. 
Distribution gaussienne des rapports normalisés des protéines de la fraction cytoplasmique des cellules 
KG1a traitées (H) /non traitées (L). Détermination des seuils des protéines variantes. Des variations de 
40% sont considérées comme significatives : > 1.4 : protéines surreprésentées dans le cytoplasme des 
cellules KG1a après un traitement par la lactacystine de 6 H. > -1.4 : protéines sous-représentées dans 
le cytoplasme des cellules KG1a après un traitement par la lactacystine de 6 H. 
 
 
L’approche SILAC utilisée permet de limiter les erreurs de manipulation, car les deux 
échantillons sont mélangés très tôt et subissent le même traitement jusqu’à la fin de l’analyse. 
Ainsi, l’erreur introduite lors du traitement ne peut provenir que du mélange initial des 
cellules (erreur de comptage, compensée par la normalisation). La variabilité intrinsèque de la 
méthode est donc théoriquement uniquement liée à la variabilité des mesures d’intensité 
effectuées par le spectromètre de masse, et au calcul des ratios par le logiciel. Plusieurs 
expériences contrôle effectuées au laboratoire en rassemblant des lots 1/1 lourd/ léger de 
cellules identiques non traitées, ont permis de montrer que la variabilité de la stratégie SILAC 
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associée à la méthode d’analyse décrite dans ce travail (mesure par LTQ-Orbitrap et 
traitement par MFPaQ) est de l’ordre de 40 %. Nous avons donc choisi de considérer cette 
valeur pour fixer les seuils de variation des protéines dans notre étude. Ainsi, les protéines 
dont les rapports sont inférieurs à 0.71 en valeur absolue (inférieurs à -1.4 après 
transformation) sont considérées comme sous-représentées et celles dont les rapports sont 
supérieurs à 1.4 sont considérées comme surreprésentées après le traitement par la 
lactacystine. 
II.B.2 Comparaison des données de quantification du QSTAR XL 
et du LTQ-Orbitrap. 
Sur les protéines identifiées et quantifiées (plus de 98 % des protéines identifiées dans 
les deux types d’appareils) dans le cadre de notre étude, nous avons observé une bonne 
corrélation entre les rapports calculés à partir des données générées avec les deux types de 
géométries d’appareils (Figure 55A et B). Il a été parfois mis en avant que les statistiques de 
quantification étaient meilleures sur des spectromètres de masse Q-TOF comparés aux 
instruments à trappe ionique {Pasini et al., 2008}. Des fonctions ont été implémentées sur les 
instruments de type LTQ pour optimiser le remplissage de la trappe (AGC, automatic gain 
control). Elle conduisent à faire varier le temps de remplissage à chaque scan pour atteindre 
un nombre total déterminé d’ions dans la trappe, ce qui pourrait entraîner une variabilité sur la 
valeur d’intensité mesurée pour un ion donné à différents scans. Cependant, en pratique, 
plusieurs études démontrent les bonnes performances des appareils de type LTQ-FT en ce qui 
concerne la quantification, par des approches « label-free » {Wang et al., 2006} ou de 
marquage isotopique {Venable et al., 2007}.  
Dans notre étude les données de quantification obtenues avec le LTQ-Orbitrap sont 
statistiquement meilleures que celles issues du QSTAR XL et nécessitent moins de 
corrections manuelles. En effet, la sensibilité accrue du LTQ-Orbitrap permet, sur de 
nombreux peptides, d’obtenir un rapport signal sur bruit suffisant pour calculer un rapport 
correct, alors que ces mêmes espèces ne sont pas quantifiées à l’issue de l’analyse par le 
QSTAR XL, car l’intensité des signaux est trop faible. Par ailleurs, l’acquisition à haute 
résolution des spectres MS (60000 pour m/z 400) dans l’Orbitrap permet de discriminer des 
peptides de m/z proches qui co-éluent (superposition des massifs isotopiques). Cette 
séparation n’est pas possible avec le QSTAR du fait de la faible résolution (~15000), et peut 
conduire à une erreur de quantification avec le logiciel MFPaQ utilisé dans cette étude. Enfin, 
comme le nombre de peptides identifiés par protéine est plus important avec le LTQ-Orbitrap, 
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les rapports calculés sont obtenus à partir d’un plus grand nombre de valeurs et sont 















Figure 55 A : Quantification du peptide VSLEEIYSGCTK de la protéine HSP 40 (P25685, 
DNJB1_HUMAN) identifiée dans la fraction cytoplasmique des cellules KG1a. 
Les spectres MS sont issus d’une analyse avec le QSTAR XL (à gauche) et avec LTQ-Orbitrap (à 













Figure 55 B : Quantification du peptide DAGVIAGLNVLR de la protéine HSP 70 (P08107, 
HSP71_HUMAN) identifiée dans la fraction cytoplasmique des cellules U937. 
Les spectres MS sont issus d’une analyse avec le QSTAR XL et avec LTQ-Orbitrap. Les rapports des 
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La Figure 56 présente la distribution des rapports pour les protéines de la fraction 
cytosolique KG1a quantifiées avec chacun des deux instruments. La largeur à mi-hauteur de 
la gaussienne est similaire, indiquant que la variabilité intrinsèque de la quantification sur la 
population de protéine invariantes est la même avec les deux appareils. En revanche, la 
comparaison de la hauteur des gaussiennes, reflétant le nombre de protéines quantifiées dans 
les deux cas, montre clairement l’avantage lié à la profondeur d’analyse du LTQ-Orbitrap, 
que l’on retrouve également dans le nombre de points éloignés de la distribution normale, 
représentant les protéines variantes : davantage de protéines sont globalement identifiées et 
donc quantifiées, ce qui permet au final de détecter davantage de variations avec le LTQ-
Orbitrap. Par la suite, nous discuterons donc principalement de l’analyse des données 



























Figure 56 : Répartition des rapports des protéines de la fraction cytoplasmique des cellules 
KG1a. 
Répartition des rapports de protéines obtenues après une analyse QSTAR XL (en haut) et LTQ-
Orbitrap (en bas). 
  
 














KG1a F.cytoplasmique KG1a F.nucléaire U937 F.cytoplasmique U937 F.nucléaire
Protéines  identifiées LTQ‐Orbitrap
Protéines variantes LTQ‐Orbitrap
II.B.3 Analyse des protéines variantes 
(1) Nombre de protéines variantes 
Dans ce chapitre uniquement les résultats de quantification des fractions 
cytoplasmiques et nucléaires seront discutés. 
L’utilisation des seuils décrits précédemment permet de sélectionner 162 protéines 
variantes totales (soit ~ 3 % des protéines quantifiées) après traitement des cellules KG1a par 
la lactacystine (101 dans le cytoplasme et 61 dans le noyau) (voir Annexe 1, tableau des 
protéines variantes de l’expérience KG1a). Dans le cas des cellules U937, nous obtenons 
86 protéines variantes totales (soit ~ 1.5 % des protéines quantifiées) après le traitement par la 
lactacystine (37 dans le cytoplasme et 49 dans le noyau) (voir Annexe 2, tableau des 



















De façon frappante, le nombre de protéines variantes pour les cellules KG1a est deux 
fois plus grand : il semble donc que l’effet différentiel du traitement par la lactacystine, 
observé au niveau cellulaire sur les lignées, se retrouve bien au niveau moléculaire, avec un 
protéome globalement plus affecté par l’inhibition du protéasome dans le cas de KG1a. 
D’autre part, les valeurs de rapports de protéines obtenues sont dans l’ensemble plus 



















































importantes pour les cellules KG1a, plus sensibles aux effets des inhibiteurs du protéasome, 






























Figure 58 : Répartition des rapports des protéines de la fraction cytoplasmique et nucléaire des 
cellules KG1a et U937 obtenus après une analyse LTQ-Orbitrap. 
 
(2) Analyse fonctionnelle globale des protéines variantes 
Afin de rendre compte de l’effet global du traitement des cellules KG1a et U937 par la 
lactacystine et de nous permettre de faire ressortir des interactions entre les protéines 
identifiées, les protéines variantes des différentes fractions subcellulaires ont été regroupées 
en un seul jeu de données. Puis les protéines potentiellement régulées par l’inhibition du 
protéasome ont été analysées avec le logiciel Ingenuity Pathways Analysis (IPA). Ce logiciel 
permet de réaliser une analyse fonctionnelle globale en s’appuyant sur une base de données 
qui regroupe de nombreuses informations issues de la littérature, portant sur la fonction, le 




rôle, la localisation cellulaire et les partenaires biologiques de nombreux gènes et produits de 
gènes. Les données générées par le logiciel Ingenuity rendent compte de l’interaction directe 
et indirecte entre différentes protéines, ce qui permet de reconstituer des réseaux protéiques 



























Figure 59 : Analyse fonctionnelle des protéines variantes de KG1a et U937 après le traitement 
par la lactacystine à l’aide du logiciel Ingenuity. 
 
Il permet également de calculer un taux d’enrichissement, c'est-à-dire le rapport entre 
le nombre de protéines présentes dans les listes soumises appartenant à une fonction 
biologique donnée et le nombre total de protéines recensées dans la base de données du 




































































































































































































































































































































































logiciel pour cette même fonction. L’analyse des 162 protéines variantes de KG1a montre que 
ces protéines sont majoritairement associées aux processus de mort cellulaire (38 protéines 
variantes/162). Les résultats obtenus pour U937 rendent compte de la perturbation de la 
cellule après le traitement par la drogue : 12 protéines associées à la régulation du cycle 
cellulaire et 11 protéines impliquées dans l’organisation et l’assemblage des protéines 
cellulaires (Figure 59).  
Les processus affectés par le traitement sont classés en fonction de la « pvalue » 
calculées par le logiciel Ingénuity (Figure 60). Le calcule de cette « pvalue » prend en compte 
le nombre de protéines présentes dans les listes soumises qui sont attribuées aux voies de 
signalisations répertoriées dans le logicitiel Ingénuity. Plus cette « pvalue » sera faible plus le 
processus concerné sera affecté. Les histogrammes représentent au niveau de l’axe des 
ordonnés : « -log (pvalue) » pour chaque processus et au niveau de l’axe des abscisses les 















Figure 60 : analyse des processus cellulaires affectés lors du traitement par la lactacystine des 
cellules KG1a et U937 à l’aide du logiciel Ingénuity. 
Les données sont classées suivant les valeurs de « pvalue » décroissantes 
 
Les résultats obtenus dans cette étude montrent que la voie ubiquitine protéasome, le 
cycle cellulaire et la présentation des antigènes sont les plus affectées pour les deux types de 
cellules (pvalue les plus faibles). Ces résultats sont cohérents avec le traitement subi par les 
Résultats partie II 
172 
cellules et sont également en accord avec des études globales réalisées par transcriptomique 
qui montrent que l’expression des gènes codant pour les protéines appartenant à ces processus 
cellulaires est fortement régulée après l’inhibition du protéasome dans différents types 
cellulaires {Mitsiades et al., 2002} {Concannon et al., 2007}. Ces résultats montrent 
également un enrichissement plus important de la voie ubiquitine protéasome pour les cellules 
U937 comparées aux cellules KG1a. La « pvalue » calculées prend en compte le nombre de 
protéines associées à chaque processus. Ainsi, cette différence peut provenir du fait que 9 
protéines variantes dans U937 sont associées à cette voie dans le logiciel alors que pour KG1a 
8 protéines sont retrouvées dans cette voie, sur les 205 protéines actuellement références dans 
cette voie dans le logiciel (Figure 59). Ainsi, l’enrichissement calculé par le logiciel me 
semble être faussement plus important pour les cellules U937 par rapport aux cellules KG1a. 
Cette première analyse des données permet d’obtenir une vue globale des processus 
cellulaires affectés. Cependant, comme chaque protéine peut être attribuée à un ou plusieurs 
processus cellulaires, l’enrichissement de chaque voie peut être biaisé. De plus, dans cette 
étude, l’enrichissement calculé dépend des protéines contenues dans la base de données du 
logiciel et ces données proviennent essentiellement de journaux généralistes. Très peu de 
données, sont issues de journaux spécialisés en hématologie, comme par exemple Bithish 
Journal of Haematology, sont annotées dans cette banque. Ainsi, certaines protéines 
retrouvées variantes dans nos expériences n’ont pas pu être intégrées dans des réseaux bien 
qu’il existe des partenaires décrits dans la littérature. 
Nous avons donc procédé au tri manuel de nos listes de protéines variantes en 
consultant les banques de données (EXpasy, Harvester…) et en réalisant une étude 








(3) Analyse approfondie des protéines variantes 
(a) Interprétation des données 
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Lors de l’inhibition du protéasome deux phénomènes peuvent être observés au niveau 
protéique : (i) accumulation des protéines substrats du protéasome, qui ne sont plus 
dégradées, et (ii) les changements d’abondance des protéines dont le niveau d’expression des 

















Figure 61 : Conséquences de l’inhibition du protéasome et méthodes d’évaluation associées. 
 
 
Les études transcriptomiques, visant à identifier les gènes régulés suite à l’inhibition 
du protéasome, mesurent les changements du profil d’expression génétique de la cellule suite 
au traitement {Concannon et al., 2007; Mitsiades et al., 2002}. Par exemple, les variations 
dans la quantité des ARNm codant des protéines de la famille des HSPs ou encore des 
régulateurs du cycle cellulaire, reflètent la réponse de la cellule au stress induit par le 
traitement. Néanmoins, ces études ne permettent pas de mesurer les variations des protéines 
qui sont à l’origine de la régulation des gènes. En effet, on peut penser que l’accumulation de 
certaines protéines clés, régulées en conditions normales par la dégradation protéasomale, 
déclenche la mise en place des processus apoptotiques observés lors du traitement par les 
inhibiteurs. La variation d’abondance de ces substrats échappe aux études transcriptomiques. 
Ainsi, la protéomique représente l’approche la plus adaptée pour l’identification et la 
quantification de ces protéines. Dans cette optique une étude publiée récemment, explore les 
variations de 800 protéines en utilisant des anticorps {Choi et al., 2008}. Cependant cette 
étude est restreinte aux protéines déjà décrites et rencontre les limites intrinsèques de 
l’approche utilisée (immunodétection). L’étude globale réalisée dans ce travail, permet 
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comme il a été démontré précédemment d’analyser de façon exhaustive les variations 
d’abondance de près de 4000 protéines après un traitement court de 6 H. Ainsi les rapports de 
protéines mesurés dans notre étude pourront refléter une accumulation des protéines après 
traitement par la lactacystine, mais également une modulation de l’expression des gènes.  
(b) Les protéines variantes communes entre KG1a et U937 
17 protéines variantes sont communes entre les expériences KG1a et U937 (9 
protéines dans le cytoplasme et 8 dans le noyau) (Tableau 4 A et B). La comparaison des 
rapports obtenus pour ces protéines, montrent des variations plus importantes pour KG1a 
après le traitement. Cette différence peut être reliée aux résultats obtenus dans la première 
partie de ce travail concernant l’évaluation des effets des inhibiteurs du protéasome sur ces 
cellules, qui montre que, les effets apoptotiques des inhibiteurs du protéasome sont plus 
importants sur les cellules KG1a par rapport aux cellules U937. 
 
Parmi les protéines communes aux deux expériences, nous identifions les protéines 
chaperonnes de la famille des HSP et des protéines de la voie de dégradation ubiquitine 
protéasome. La régulation de l’expression des gènes codant pour ces protéines après 
inhibition du protéasome a déjà été décrite dans la littérature pour différents types cellulaires 
et différents inhibiteurs {Yew et al., 2005 ; Mitsiades et al., 2002}. De façon intéressante, 
nous identifions également des protéines, potentiellement régulées après le traitement par la 
lactacystine, dont les variations ne sont pas encore décrites dans la littérature. Il s’agit de la 
protéine MORF4 family-associated protein 1(PAM14), du facteur de transcription MGR15 et 















Ratio KG1a      
OT (effet drogue) 
(QS) 
Ratio U937        
OT (effet drogue) 
(QS) 
P08107 HSP71_HUMAN 70294 Heat shock 70 kDa protein 1
Réponse au stress cellulaire 
Repliement des protéines 11,8 4,4 (4,5)
P25685 DNJB1_HUMAN 38191
DnaJ (Hsp40) homolog, 
subfamily B, member 1
Réponse au stress cellulaire 
Repliement des protéines 3 (2,4) 1,9 (1,9)
Q96MH4 Q96MH4_HUMAN 43622 Ubiquitin
Dégradation des protéines 
par la  voie Ubiquitine
protéasome 
2 (2) 1,9 (1,9)
Q5JNW4 Q5JNW4_HUMAN 21061
Proteasome type b1i mature 
(PSMB9)
Dégradation des protéines 
par la  voie Ubiquitine
protéasome 
9,2 1,75 (1,5)
Q92598 HS105_HUMAN 97716 Heat shock protein 105 kDa Réponse au stress cellulaire Repliement des protéines 1,9 (1,8) 1,4 (1,4)
Q9Y605 MOFA1_HUMAN 14697 MORF4 family-associated protein 1  (PAM14)




enzyme E2 C 
Dégradation des protéines 




Prostaglandin E synthase 3 
(Telomerase-binding protein 
p23) (Hsp90 co- chaperone) 
Transduction des signaux 2,5 1,5
P28065 PSB9_HUMAN 23000 Proteasome subunit beta-1i 
precursor
Dégradation des protéines 









Ratio KG1a        
OT (effet drogue) 
(QS) 
Ratio U937    
OT (effet 
drogue) (QS) 
P08107 HSP71_HUMAN 70294 Heat shock 70 kDa protein 1 
Réponse au stress cellulaire
Repliement des protéines 9,2 1,9
P14635 CCNB1_HUMAN 48591 G2/mitotic-specific cyclin-B1 Régulation du cycle cellulaire. 2,5 2,5
P35579 MYH9_HUMAN 227646 Myosin-9 Organisation de la cellule 2,2 1,9
P06493 CDC2_HUMAN 34131
cell division cycle 
2, G1 to S and G2 to 
M_p34 protein 
kinase





Protéines régulatrices des 
kinases 1,8 1,6
A5D8W6 A5D8W6_HUMAN 37351
Mortality factor 4 
like 1 (Transcription 
factor-like protein 
MRG15) 
Facteur transcription 1,7 1,5
Q13620 CUL4B_HUMAN 102805 Cullin-4B Dégradation des protéines par la  voie Ubiquitine protéasome -1,4 -1,5
Q96MH4 Q96MH4_HUMAN 43622.38 ubiquitin Dégradation des protéines par la  voie Ubiquitine protéasome -3,6 (-3,9) -2,3 (-2,8)
 
Tableau 4A : Protéines variantes communes de la fraction cytoplasmique de KG1a et U937.  
OT : rapport de protéines obtenues après une analyse au LTQ-Orbitrap. QS : rapport de protéines 




Tableau 4B : Protéines variantes communes de la fraction nucléaire de KG1a et U937 
OT : rapport de protéines obtenues après une analyse au LTQ-Orbitrap. QS : rapport de protéines 
obtenues après une analyse au QSTAR XL. 
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(i)  Protéines connues pour être régulées suite à l’inhibition du protéasome 
1. Les protéines chaperonnes de la famille des HSP 
Plusieurs membres de la famille des protéines chaperonnes de type HSP ont été 
retrouvées variantes dans nos expériences (voir Annexe 1 et 2, tableaux des protéines 
variantes de l’expérience KG1a et U937 respectivement). Parmi ces protéines, 3 sont 
communes entre les deux types de cellules (Tableau 7A et B,) : la protéine HSP 70 (P08107) 
retrouvée dans les fractions cytoplasmique et nucléaire, et les protéines HSP105 (Q92598) et 
HSP40 (P25685) retrouvées uniquement dans le cytoplasme. Dans les deux types cellulaires 
ces protéines sont augmentées après le traitement de 6H par la lactacystine. Les variations 
obtenues pour ces protéines sont parmi les plus importantes de notre étude. . La protéine 
HSP70, en particulier, augmente fortement dans le cytoplasme, mais également dans le noyau, 
bien qu’avec des ratios plus faibles. Une différence de variation entre les cellules KG1a et 
U937 est observée, avec un rapport 3 fois plus important pour cette protéine dans la fraction 
cytoplasmique de l’expérience KG1a comparées à l’expérience U937. Enfin, il existe des 
différences du niveau de variation entre les différents membres de cette famille. En effet, la 
protéine HSP 70 protein 1 varie de façon plus importante (rapport ~ 12 dans KG1a) comparé 
aux protéines HSP 105 (rapport~ 2 dans KG1a) et HSP40 1 (rapport~ 3 dans KG1a). Ces 
différences du niveau de régulation au sein de cette classe de protéines ont été également 
observées dans d’autres études {Mitsiades et al., 2002; Goldberg & Rock, 2002 ; Chauhan et 
al., 2003}. 
Ces protéines chaperonnes sont retrouvées dans de nombreux compartiments 
subcellulaires, notamment dans le cytoplasme, le noyau, les mitochondries, et le réticulum 
endoplasmique (ER). En conditions normales, elles sont chargées du bon repliement des 
protéines, de leur translocation, de l'activation de protéines régulatrices comme les facteurs de 
transcription, de la dégradation des protéines et de la présentation des antigènes {Helmbrecht 
et al., 2000}. Certains membres de cette famille multigénique possèdent également des 
spécificités et fonctions qui leur sont propres {Vos et al., 2008}. Par exemple, de nombreux 
travaux démontrent l’implication des protéines de la sous-famille HSP70 dans l’apoptose et 
divers processus tel que l’induction de l’augmentation de l’activité de la caspase-activated 
DNase {Zheng et al., 2004}.  
Comme expliqué précédemment, les changements obtenus pour les protéines de cette 
famille sont parmi les plus prononcés de notre étude et reflètent probablement une réponse au 
stress, qui serait compatible avec le rôle bien documenté de ces protéines chaperonnes qui 
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confèrent à la cellule une protection contre les agents thérapeutiques {Wojcik, 2002}. Ainsi, il 
a été décrit que, l’utilisation d’inhibiteur de protéines HSP sensibiliserait davantage les 
cellules cancéreuses aux inhibiteurs du protéasome. Ces nouvelles stratégies thérapeutiques 
s’appuyant sur l’inhibition concomitante du protéasome et de ces protéines anti-apoptotiques 
pour le traitement des cancers sont actuellement en tests clinique. 
2. Les protéines de la voie ubiquitine protéasome 
i. La sous-unité β1i de l’immunoprotéasome 
Certaines sous-unités du complexe 20S et de l’imunoprotéasome sont retrouvées variantes 
dans notre étude après le traitement par la lactacystine (voir Annexe 1 et 2, tableaux des 
protéines variantes de l’expérience KG1a et U937 respectivement). La sous-unité 
catalytique β1i est la seule commune aux deux expériences. L’accumulation des protéines mal 
conformées dans la cellule suite à l’inhibition du protéasome conduit à l’activation de la 
transcription de gènes codant pour les sous unités de ce complexe {Meiners et al., 2003 ; 
Mitsiades et al., 2002} et à la formation de nouveaux complexes de protéasome actifs dans la 
cellule à partir des sous unités libres, pour compenser les fonctions altérées par l’inhibition 
{Fuchs et al., 2008 ; Naujokat et al., 2007}. Les sous-unités catalytiques du protéasome 
(β1, β2, β5, β1i, β2i et β5i) sont synthétisées sous forme de précurseurs avec des propeptides 
N-terminaux. Ce propeptide permet de protéger les thréonines N-terminales d'une N-
acétylation qui serait fatale à leur activité. L’assemblage des deux hémi-protéasomes est 
couplé au clivage des propeptides qui permet ainsi aux sites actifs de n'être formés que dans la 
particule assemblée {Baumeister et al., 1998}. 
Nous avons identifié et quantifié le propeptide caractéristique de la forme inactive de 
la sous-unité β1i ce qui nous a permis de distinguer le précurseur de la sous-unité active. Nos 
résultats montrent une diminution, d’un facteur 2, du précurseur et l’accumulation, d’un 
facteur 9, de la forme active dans le cytoplasme des cellules KG1a traitées comparées aux 
cellules contrôles (Figure 61). En effet, dans la bande du gel n°22, nous identifions le peptide 
trypsique correspondant au propeptide MLRAGAPTGDLPRAGEVHTG qui montre la 
présence du précurseur (Figure 62). Les résultats d’identification de cette protéine dans la 
bande 24, de plus bas poids moléculaire, ne permettent pas d’identifier le propeptide.  
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1 MLRAGAPTGD LPR AGEVHT GTTIMAVEFD GGVVMGSDSRV SAGEAVVNRV
51 FDKLSPLHER IYCALSGSAA DAQAVADMAA YQLELHGIEL EEPPLVLAAA
101 NVVRNISYKY REDLSAHLMV AGWDQREGGQ VYGTLGGMLT RQPFAIGGSG
151 STFIYGYVDA AYKPGMSPEE CRRFTTDAIA LAMSRDGSSG GVIYLVTITA
201 AGVDHRVILG NELPKFYDE
Proteasome subunit beta type-9 precursor (β1i)
MLRAGAPTGD LPR AGEVHTG
1 MLRAGAPTGD LPRAGEVHTG TTIMAVEFDG GVVMGSDSRV SAGEAVVNRV
51 FDKLSPLHER IYCALSGSAA DAQAVADMAA YQLELHGIEL EEPPLVLAAA
101 NVVRNISYKY REDLSAHLMV AGWDQREGGQ VYGTLGGMLT RQPFAIGGSG
151 STFIYGYVDA AYKPGMSPEE CRRFTTDAIA LAMSR DGSSG GVIYLVTITA
201 AGVDHRVILG NELPK FYDE
3 Peptides quantifiés Æ Rapport moyen normalisé ~ -2











Figure 61 : Quantification du précurseur (B22) et de la forme mature (B24) de la sous-unité β1i 
du protéasome dans le cytoplasme des cellules KG1a après traitement.  
Les peptides en rouge et souligné dans la séquence ont permis à la quantification de ces protéines.  
 
OTMPM071030_22 #1851 RT: 16.47 AV: 1 NL: 1.41E3
T: ITMS + c NSI d Full ms2 477.75@cid35.00 [120.00-970.00]


























369.3716 460.2673 669.4681557.4362 811.5212272.2472175.0931 500.3775326.4290 694.4922 771.1959583.5436 615.8516 741.1826240.1846 859.3122





Figure 62 : Spectre de fragmentation du peptide AGAPTGDLPR appartenant à la forme 
inactive de β1i dans la bande 22 de la fraction cytoplasmique de KG1a. 
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otmpm071030_24
Recherche du peptide AGAPTGDLPR m/z 477.7552
Recherche du peptide AGAPTGDLPR m/z 477.7552
B22 Fraction cytoplasmique KG1a
B24 Fraction cytoplasmique KG1a
Ces résultats nous permettent d’émettre deux hypothèses : (i) absence du précurseur de 
la sous unité β1i dans la bande 24 ou (ii) présence en très faible abondance. Afin de vérifier 
ces hypothèses nous avons recherché dans les spectres bruts (MS) la présence de l’ion 
correspondant à ce propeptide (m/z 477.7552 ; 16,7 min) dans la bande 24 de plus bas poids 
moléculaire (Figure 63). Les résultats obtenus démontrent l’absence de ce peptide dans cette 
bande. On peut donc déduire que dans cette bande, la forme mature de la sous unité β1i est 
majoritaire. . Ces résultats mettent en évidence la maturation rapide de l’immuno-sous-unité à 
partir du pool de précurseurs présents dans la cellule, pour former du protéasome actif en 
réponse au traitement par les inhibiteurs. L’ensemble de ces résultats suggèrent que, 
l’inhibition du protéasome conduit à la formation de nouveaux complexes 




















Figure 63 : Recherche du peptide AGAPTGDLPR m/z 477.7552, temps élution=16.7 min 
appartenant au précurseur β1i  
Le peptide spécifique de la forme immature de la sous-unité β1i identifié dans la bande B22 de la 
fraction cytoplasmique de KG1a est recherché dans les spectres MS de la bande B24 de plus bas poids 
moléculaire. 
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Dans les cellules U937, nous mesurons uniquement l’accumulation (ratio ~2) de la sous unité 
β1i. La recherche du propeptide dans les spectres MS permet d’obtenir des résultats similaires 
à ceux décrits précédemment pour les cellules KG1a. Le phénomène de remplacement du 
protéasome est donc présent dans les deux lignées, mais semble avoir plus d’ampleur dans le 
cas de KG1a (rapport de 7) par rapport à U937 (rapport ~2). 
ii. L’ubiquitine 
Le traitement par la lactacystine conduit à l’accumulation rapide de protéines 
polyubiquitinylées dans la cellule {Wojcik, 2002}. Nous identifions sur l’ensemble des 
























Figure 64 : Identification de l’ubiquitine dans les différentes bandes du gel de l’expérience KG1a 
après traitement des cellules par la lactacystine.  
 
 
Les spectres MS et MSMS présentés Figure 65, rendent compte de l’identification de 
molécules de polyubiquitines attachées en K48, qui correspond au signal majoritaire de 
dégradation des protéines par le système ubiquitine-protéasome (voir introduction).  
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1   MQIFVKTLTG K TITLEVEPS DTIENVKAK*I QDKEGIPPDQ QRLIFAGKQL 
51 EDGR*TLSDYN IQKESTLHLV LRLRGGAKKR KKKSCTTPKK NKHKRKKVKL
101 AVLKYYKVDE NGKISRLRRE CPSDECGAGV FMASHFDRHY CGKCCLTYCF 
151 NKPEDK
Séquence de l’ubiquitine: 























































































































































Figure 65 : Identification et quantification de l’ubiquitine  
Haut : spectre MS/SM du peptide LIFAGKQLEDGR (m/z: 730.9104 ) de l’ubiquitine. Identification 
de la signature –GG. 
Bas : Quantification en MS du peptide LIFAGKQLEDGR modifié. Le rapport obtenu est de 2. 
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Après le traitement par la lactacystine l’ubiquitine s’accumule dans le cytoplasme des 
deux lignées cellulaires (rapport~2, moyenne sur l’ensemble des bandes du gel). Cela provient 
essentiellement de l’accumulation dans le cytoplasme de protéines polyubiquitinylées qui ne 
sont plus dégradées par le protéasome (Figure 65). Par contre, dans le noyau des cellules 
KG1a et U937 la quantité d’ubiquitine est diminuée après le traitement (ratio de -4 en 
moyenne). Deux hypothèses peuvent être avancées pour l’expliquer : (i) Une relocalisation 
rapide, induite par le traitement, des protéines polyubiquitinylées du noyau vers le cytoplasme 
pour y être dégradées. (ii) La séquestration des protéines dans des sous compartiments 
insolubles nommées « aggresomes » {Wojcik, 2002 #148}. En effet, il a été montré que, le 
traitement par les inhibiteurs du protéasome conduit à l’accumulation des protéines 
polyubiquitinylées dans des structures particulières qui sont insolubles, nommées 
« aggresomes ». Ces structures sont retrouvées dans le noyau et dans les zones périnucléaires, 
notamment autour des centrosomes dans le cytoplasme. On peut supposer que ce phénomène 
soit plus prononcé dans le noyau des cellules par rapport au cytoplasme, ce qui expliquerait la 
diminution de l’ubiquitine dans le noyau (-4) et sa faible accumulation dans le cytoplasme 
(+2) après le traitement par la lactacystine. 
iii. La culline 4B 
La culline 4B est diminuée (-1.4) dans le noyau des deux types cellulaires après traitement 
par la lactacystine. Cette protéine fait partie de certains complexe E3 ubiquitine ligase. Chez 
les mammifères, il existe deux types de cullin 4, la CUL4A et CUL4B. Des études récentes 
montrent que le complexe E3 ligase DDB1-CUL4-RBX1 serait impliqué dans divers aspects 
de la réponse au dommage de l’ADN et de façon importante dans la régulation du cycle 
cellulaire {O'Connell & Harper, 2007}. Ce complexe serait également impliqué dans 
l’ubiquitinylation de l’Histone H2A. On peut penser que de façon similaire à l’ubiquitine et 
aux protéines ubiquitinylées, cette protéine serait relocalisée vers le cytoplasme après le 
traitement par la lactacystine ou bien séquestrée au .sein des aggresomes. 
iv. L’enzyme UBE2C (Ubiquitin carrier protein C) 
Nos résultats montrent une augmentation d’un facteur 2 de cette enzyme après traitement 
par la lactacystine dans le cytoplasme. Cette protéine est une enzyme de la voie ubiquitine 
protéasome, elle permet la conjugaison de molécules d’ubiquitine sur les substrats. Elle est 
impliquée en particulier dans la dégradation ubiquitine dépendante des cyclines mitotiques. 
Des études transcriptomiques ont également montré la forte augmentation des ARNms codant 
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pour cette protéine après l’inhibition du protéasome {Concannon et al., 2007}. Ainsi, en 
réponse à l’inhibition du protéasome et donc à l’altération du fonctionnement de la voie 
ubiquitine protéasome des cellules KG1a et U937, un système de compensation est mis en 
place : la réponse de la cellule semble être d’activer l’ubiquitinylation des substrats afin de 
forcer leur dégradation, et d’empêcher ainsi l’accumulation de protéines pouvant déclencher 
une dérégulation des mécanismes cellulaires. 
3. Les régulateurs du cycle cellulaire : la protéine CDC2 et la Cycline B1 
Nous observons une accumulation d’un facteur 2 et 2,5 respectivement de la protéine 
CDC2 (ou Cyclin-dependent kinase 1 ou p34 protein kinase) et de la cycline B1 dans le noyau 
des deux types de cellules après traitement de 6 H par la lactacystine.  
Les cyclines et les CDK sont des protéines impliquées dans la régulation du cycle 
cellulaire. La cycline B1 interagit avec la protéine CDC2 (CDK1) pour former le complexe 
MPF (M-phase Promoting Factor) essentiel à l’avènement de la mitose et à la phosphorylation 
d’un grand nombre de protéines régulatrices, comme des kinases et des phosphatases. Ces 
protéines sont des protéines à courte durée de vie dont le niveau d’expression dans la cellule 
est finement régulé par la voie ubiquitine protéasome. En condition normale, le niveau de ces 
cyclines chute très rapidement entraînant l'inactivation des CDK, ce qui déclenchera le 
processus de mitose puis finalement à l'aboutissement de la division de la cellule mère en 
deux cellules filles. L’altération de la régulation de ces protéines suite au traitement par la 
lactacystine, conduit à leur accumulation dans le noyau {Ling et al., 2003}, puis à l’arrêt du 
cycle cellulaire, qui pourra aboutir par la suite au déclenchement des mécanismes d’apoptose. 
Des travaux réalisés en transcriptomique montrent la diminution des ARNms codant pour la 
protéine CDC2 et la cycline B1 ainsi que d’autres régulateurs du cycle cellulaire et facteurs 
impliqués dans la croissance cellulaire suite au traitement des cellules par les inhibiteurs du 
protéasome {Concannon et al., 2007 ;Mitsiades et al., 2002}. La diminution de l’expression 
de ces gènes est compatible avec l’augmentation de l’abondance des protéines qui est mesurée 
dans notre étude. En effet, comme le niveau de ces protéines est finement régulé dans la 
cellule, l’altération de leur régulation suite au traitement par la lactacystine entraîne 
l’activation de la régulation de l’expression des gènes afin de réduire la quantité de ces 
protéines dans la cellule. 
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p21 BCCIP
(ii) Nouvelles protéines potentiellement régulées par la lactacystine 
1. La protéine BCCIP 
Le niveau de la protéine BCCIP (BRCA2 and p21 (Waf1/Cip1) -interacting protein ou 
protéine TOK-1) est augmenté d’un facteur 1,8 et 1,6 dans le noyau des cellules KG1a et 
U937 respectivement, après le traitement par la lactacystine. Cette protéine est également 
présente dans le cytoplasme des deux types cellulaires mais ne varie pas dans ce 
compartiment cellulaire après le traitement par la lactacystine (Ratio=1). Il existe deux 
isoformes de cette protéine, BCCIP α et β . La forme β est celle identifiée dans notre étude. 
Cette protéine favorise l’arrêt du cycle cellulaire en augmentant l’inhibition de l’activité des 
protéines CDK2 par p21 {Meng et al., 2004 }. Elle est également impliquée dans la réparation 
des dommages de l’ADN en interagissant avec BRCA2. La régulation du niveau de cette 
protéine après le traitement par la lactacystine pourrait jouer un rôle important dans la 


















2. Les protéines PAM 14 et MGR 15 
La protéine MORF4 family-associated protein 1 ou PAM 14 (Protein associated with 
MRG of 14 kDa ou PGR1) et le facteur de transcription MGR15 (MORF4-related gene on 
chromosomes 15) sont augmentés après le traitement par la lactacystine des cellules KG1a et 
U937. La protéine PAM 14 varie d’un facteur 2.2 et 2.7 dans le cytoplasme des cellules KG1a 
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et U937 respectivement après le traitement par la lactacystine. Le facteur de transcription 
MRG15 est augmenté de 50% dans le noyau des deux types de cellules après le traitement par 
la lactacystine. 
La protéine PAM14 interagit avec les facteurs de transcription MORF4 (Mortality 
factor on chromosome 4), MRG15 (MORF4-related gene on chromosomes 15) et MGRX 
(MORF4-related gene on chromosome X), ainsi qu’avec le suppresseur de tumeur Rb (Protein 
Retinoblastoma) qui jouent un rôle important dans le vieillissement cellulaire, la prolifération, 
la régulation positive et négative de la transcription et dans la réparation des dommages à 
l’ADN {Tominaga et al., 2004}. Le facteur MRG15, est impliqué dans le remodelage de la 
chromatine. En effet, il a été montré que MGR15 active le promoteur b-myb {Leung & 
Pereira-Smith, 2001} démontrant son rôle dans la régulation de la transcription. L’extinction 
de l’expression du gène Mgr15 est létale pour les embryons de souris, conduisant à une 
organogénèse incorrecte ainsi qu’à un défaut de prolifération cellulaire et de réparation des 
dommages de l’ADN. De plus, il a été montré que MRG15 était présent dans deux complexes 
protéiques nucléaires distincts, MAF1 (facteur de MRG15-associated 1) et MAF2. Le 
suppresseur de tumeur Rb est associé à MRG15 et PAM14 dans le complexe MAF1. En 
conclusion, la régulation de ces protéines après le traitement par la lactacystine pourrait 
potentiellement être impliquée dans les mécanismes d’action de cette drogue. 
Les différentes études transcriptomiques visant à identifier les mécanismes 
moléculaires des inhibiteurs du protéasome et les approches ciblées par immunodétection 
n’ont pas mis en évidence les variations de ces protéines après inhibition du protéasome. Les 
résultats obtenus dans notre étude suggèrent que PAM14 et MGR15 seraient régulées par le 
protéasome, car l’altération des activités du protéasome conduit à l’augmentation de leur 
l’abondance dans les deux lignées cellulaires. Deux hypothèses peuvent être émises : (i) les 
protéines PAM 14 et MGR15 sont des substrats du protéasome. Ainsi, l’inhibition du 
protéasome conduit à l’accumulation de ces protéines. Cependant, nous n’avons pas pu 
identifier, dans cette étude, des peptides modifiés en K48 pour ces protéines. En supposant 
qu’ils aient été présents dans le mélange peptidique, leur faible abondance n’aurait pas permis 
de les séquencer et donc de les identifier car leurs signaux seraient masqués par celui des 
peptides appartenant à des protéines plus abondantes. Afin de les identifier il faudrait réaliser 
une purification spécifique des protéines polyubiquitinylées {Meierhofer et al., 2008}. (ii) La 
seconde hypothèse est que PAM 14 est rapidement induite après inhibition du protéasome 
afin de permettre la régulation de l’expression du facteur de transcription MGR15 (qui est 
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augmenté après le traitement). Ainsi, l’ensemble de ces événements participeraient à la mise 
en place de l’apoptose dans ces cellules. 
 
(c) Les protéines variantes potentiellement impliquées dans la réponse 
différentielle des cellules KG1a et U937 au traitement par la 
lactacystine 
Outres les protéines discutées précédemment, certaines protéines sont retrouvées variantes 
uniquement dans un type cellulaire (145 pour les cellules KG1a et 68 pour les cellules U937). 
Ces protéines sont répertoriées dans l’Annexe 1 et 2 (tableaux des protéines variantes de 
l’expérience KG1a et U937 respectivement). Elles sont classées par rapport au processus 
biologiques principaux dans lesquelles elles sont impliquées. Globalement, les protéines 
variantes sont retrouvées dans différents processus, comme par exemple : l’adhésion 
cellulaire, l’apoptose, la biosynthèse, la régulation de la transcription et de la traduction, la 
transduction du signal, la régulation du cycle cellulaire, la réponse immunitaire, le 
métabolisme, le transport cellulaire, la réponse au stress, la synthèse des protéines et la 
dégradation par la voie ubiquitine protéasome. Comme le nombre de protéine variantes 
spécifiques de chaque lignée cellulaire est important, dans cette partie nous discuterons 
uniquement du rôle des protéines variantes potentiellement impliquées dans la réponse 
différentielle des cellules KG1a et U937 au traitement par la lactacystine.  
(i) Les protéines variantes spécifiques des cellules KG1a 
Parmi les protéines variantes spécifiques des cellules KG1a et qui pourraient être 
impliquées dans la réponse différentielle des cellules KG1a et U937 au traitement par la 
lactacystine nous retrouvons : les protéines SIVA, CDCA4, DAPK3, TNF18 et l’interleukine 
32. Dans cette partie nous discuterons uniquement des protéines SIVA, TNF18 et de 
l’interleukine 32.  
1. La protéine SIVA1 
Le traitement des cellules KG1a par la lactacystine conduit à l’augmentation d’un facteur 
3 de la quantité de la protéine SIVA1 (Apoptosis Regulatory Siva ou CD27-binding protein) 
dans le cytoplasme. La protéine proapoptotique SIVA a été initialement identifiée pour 
s’associer à l’extrémités C-terminale de la protéine CDC27, un membre de la superfamille des 
récepteurs au TNF (TNFR) {Smith et al., 1994}. Il a été montré que l’expression de cette 
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protéine induit l’apoptose dans de nombreux type de cellules {Prasad et al., 1997}. De plus, la 
protéine SIVA interagit également avec les membres de la famille des protéines anti-
apoptotiques Bcl-2 {Xue et al., 2002}. Par ailleurs, il existe deux variants d’épissage de la 
protéine, SIVA-1 et SIVA-2, la protéine SIVA 1 identifiée dans notre étude étant celle qui 
jouerait un rôle important dans l’apoptose {Yoon et al., 1999}. Des études récentes sur la 
localisation de la protéine SIVA montrent une co-localisation de la protéine SIVA et des 
protéines de la famille Bcl-2 au niveau du cytoplasme et de la mitochondrie, ainsi qu’une 
interaction directe avec les protéines Bcl-XL {Xue et al., 2002}. La mutation du domaine 
SAH de la protéine SIVA empêche l'interaction avec les protéines anti-apoptotiques de la 
famille Bcl-2 et abroge sa capacité à induire l'apoptose. La protéine SIVA semble fonctionner 
suivant différents mécanismes qui dépendent du type cellulaire et du stimulus. Des travaux 
ont montré que l’expression de SIVA est très rapidement augmentée en réponse au 
rayonnement UV et au stress oxydatif dans un grand nombre de cellules {Xue et al., 2002}. 
Récemment, des études par microarray ont permis de démontrer que l’expression du gène de 
siva était induite par p53 après le traitement des cellules de carcinome du colon par un 
inhibiteur de Topoisomérase I {Daoud et al., 2003}. Par ailleurs, l’analyse de certains types 
de cancers a montré une diminution coordonnée des gènes siva et p53, suggérant que SIVA 
puisse jouer également comme p53 un rôle de suppresseur de tumeur {Okuno et al., 2001}. 
L’augmentation des niveaux de la protéine SIVA serait nécessaire pour activer la cascade 
apoptotique dans les neurones. Enfin, des études démontrent que les suppresseurs de tumeurs 
p53 et E2F1 se fixent sur le promoteur du gène de siva afin d’induire sa transcription {Fortin 
et al., 2004}. Comme p53 et E2F1, SIVA est un suppresseur de tumeur impliqué dans la 
régulation de l’apoptose.  
En résumé, SIVA est une protéine proapoptotique qui interagit avec les membres de la 
superfamille des récepteurs au TNF et les protéines anti-apoptotique de la famille Bcl-2 et son 
expression serait régulée par les suppresseurs de tumeurs p53 et E2F1. Cependant le rôle de 
cette protéine dans l’apoptose des cellules en réponse au traitement par les inhibiteurs du 
protéasome n’est pas encore décrit dans la littérature. 
Nos résultats permettent de proposer 2 hypothèses : (i) La protéine SIVA est un substrat 
du protéasome. De ce fait son abondance dans la cellule est finement régulée dans la cellule 
par le protéasome. Ainsi, l’inhibition de ce dernier conduit à l’accumulation de SIVA dans la 
cellule et ce changement d’abondance participerait au déclenchement de l’apoptose des 
cellules KG1a après le traitement par la lactacystine. (ii) L’inhibition du protéasome entraîne 
la régulation du gène codant pour la protéine SIVA par l’activation rapide des voies des 
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facteurs p53 et/ou E2F1. Une fois activés, ces facteurs vont se fixer au niveau du promoteur 
du gène codant pour SIVA, et induire la transcription de ce gène conduisant à l’augmentation 
de l’abondance de la protéine dans la cellule. Ce changement pourrait contribuer au 
déclenchement rapide de l’apoptose dans les cellules KG1a après le traitement.  
 
De façon intéressante, cette protéine n’a pas été identifiée, ni quantifiée dans le 
cytoplasme des cellules U937, moins sensibles aux inhibiteurs du protéasome. Cette protéine 
a été identifiée dans la bande 27 de la fraction cytoplasmique des cellules KG1a. La recherche 
dans les spectres MS bruts des bandes 23 à 28 de la fraction cytoplasmique des cellules U937 
montre signaux très peu intenses pouvant correspondre aux peptides de cette protéine (Figure 
67), qui n’ont pas été séquencés en MS/MS. Si l’on compare ces signaux extraits, il semble 
qu’à l’état basal, la protéine soit beaucoup moins abondante dans U937 que dans KG1a. Dans 
les deux cas, le traitement lactacystine entraîne une augmentation du signal peptidique 
présenté dans la Figure 67, mais de façon beaucoup plus marquée pour KG1a. 
Cette variation d’abondance de SIVA spécifique des cellules KG1a, au temps de 
traitement analysé, suggère qu’elle pourrait être impliquée dans la réponse différentielle de 




Figure 67: Recherche  du peptide SLGQASEADPSGVASIACSSCVR appartenant à la protéine 
SIVA  
Identification et quantification du peptide SLGQASEADPSGVASIACSSVR dans la bande 27 de la 
fraction cytoplasmique des cellules KG1a. La recherche dans les bandes B 23 à B 28 pour la fraction 
cytoplasmique d’U937 avant (contrôle) et après traitement par la Lactacystine. 
Résultats partie II 
189 
 
2. La protéine TNFRSF18 
La protéine TNFRSF18 (AITR ; GITR) est un membre de la superfamille des récepteurs 
au TNF. Les membres de cette famille de récepteur sont des protéines transmembranaires de 
type 1 possédant dans leur domaine extracellulaire de 1à 6 régions riches en cystéines, 
impliquées dans la liaison du ligand. Ces récepteurs transduisent les signaux qui favorisent la 
mort de cellules par apoptose. Cependant, ils sont également capables d'induire des signaux 
anti-apoptotiques par l'activation de NFκB ou par l'activation de la cascade MAPK (Mitogen-
activated protein kinase). La protéine TNFRSF18 se lie aux protéines TRAF1, 2 et 3 et à la 
protéine SIVA1 (décrite précédemment), impliquée dans la mise en place de l’apoptose. Il a 
été décrit que la fixation du TNF, active ces récepteurs qui se regroupent rapidement 
(quelques secondes). Les récepteurs ainsi activés favorisent l'activation de la voie NFκB par 
l'intermédiaire du recrutement de la protéine TRADD, RIP1 et TRAF2. Dans les minutes qui 
suivent la liaison des ligands à ces récepteurs de la famille TNFR1, ces derniers sont 
internalisés par endocytose, par la voie clathrine dépendante. Par la suite, la voie de 
signalisation de NFκB est arrêtée suite au recrutement des protéines E3 ubiquitine ligases 
CARP2 et A20, qui favorisent la dégradation de RIP1. Ensuite, la caspase-8 est recrutée et la 





















Figures 68 : Internalisation des récepteurs TNF suite à un signal apoptotique. 
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Dans notre étude, la proportion du récepteur TNFRSF18 (Q9Y5U5) est diminué de ~ 
50 % dans le cytoplasme des cellules KG1a après le traitement de 6 H par la lactacystine. De 
plus, la quantité du ligand TNFSF14P est également diminuée dans cette fraction après 
traitement. Cela suggère que le traitement des cellules KG1a par la lactacystine active la voie 
des récepteur TNFR qui vont rapidement s’internaliser et se retrouver dans des vésicules de 
clathrines. Cela pourrait probablement expliquer leur diminution dans les cellules traitées. Ces 
résultats supposent que la voie apoptotique des récepteurs de la mort est activée dans les 
cellules KG1a après le traitement par la lactacystine. Au temps de traitement réalisé, ces 
variations n’ont pas été retrouvées dans les cellules U937. Cependant, comme le processus est 
plus avancé dans les cellules KG1a comparée aux cellules U937 au temps d’analyse choisi, il 
se pourrait que ces variations soient observées pour des temps de traitement plus long des 
cellules U937. 
3. L’Interleukine 32 
L’inhibition du protéasome des cellules KG1a induit une très forte augmentation de la 
quantité de la protéine IL32 dans le cytoplasme des cellules KG1a. . La variation obtenue 
pour cette protéine fait partie des plus importantes dans notre étude, avec celle mesurée pour 
HSP70. Néanmoins, alors que la HSP70 constitue une protéine majoritaire de la cellule, 
clairement identifiée à l’état basal dans les deux lignées, IL32 est une cytokine peu abondante 
très difficilement détectable avant traitement dans KG1a (seulement deux peptides légers 
séquencés en MS/MS avec de faibles scores Mascot), et non identifiée dans le cas de U937. 
Ainsi la détection et la quantification de cette protéine témoignent des performances des outils 
utilisés et de la stratégie mise en œuvre. 
L’interleukine 32 est une cytokine, initialement nommée facteur de transcription NK4, 
qui a été identifiée pour la première fois dans les cellules de lymphocytes de T et NK activées 
par la cytokine IL-2 {Dahl et al., 1992}. Actuellement, 6 isoformes de cette protéine sont 
identifiées : IL-32α, IL-32β, IL-32δ, IL-32γ, IL-32ε, IL-32ζ {Dinarello & Kim, 2006} 
(Figure 69). Dans notre étude, nous identifions différents peptides de la protéine, dont 
plusieurs sont caractéristiques d’un certain nombre de ces variants d’épissage, et absents de 
certains autres. Au final, toutes les séquences peptidiques identifiées sont retrouvées dans la 
forme IL32β. Cependant, étant donné la variété d’épissages alternatifs, il n’est pas possible de 
conclure définitivement sur la présence unique de cette forme ou d’un mélange de plusieurs, 
ou de la totalité des isoformes. 
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Figures 69 : Différentes isoformes d’IL32 
(A)  Six séquences d’ARNm codant pour IL32 sont identifiées actuellement : IL-32α, IL-32β, IL-
32δ, IL-32γ, IL-32ε, IL-32ζ.  
(B)  Alignement des séquences protéiques retrouvées dans Uniprot.  
(C) Peptides IL32 identifiés et quantifiés dans notre étude : score Mascot des formes légère (KG1a 
non traitées) et lourde (KG1a traitées), appartenance de la séquence peptidique aux différentes 
isoformes (cases grisées), rapport mesuré du doublet peptidique. 
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Des analyses par Northern-blot montrent une très faible expression d’IL32 dans le 
thymus, la prostate, le colon et le petit intestin, et une expression plus importante dans la rate 
et les lymphocytes {Kim et al., 2005}. D’autres travaux démontrent que la transcription des 
gènes codant pour IL-32 est fortement augmentée après un traitement des cellules épithéliales 
par l’interféron gamma {Marcondes et al., 2008}. Cependant, l’expression des différentes 
isoformes dans un type de cellule, leur rôle et les stimuli qui induisent la sécrétion ne sont pas 
encore élucidés. De plus, en dépit des différentes investigations réalisées, le récepteur d’IL-32 
n’a pas encore été identifié, et relativement peu d’informations sont disponibles au sujet de la 
transduction du signal. Néanmoins, des travaux montrent qu’IL32 exerce ses effets sur les 
cellules RAW 264.7 de macrophage de souris et les cellules de LAM THP1. Cela suppose 
qu’il existe dans ces cellules un récepteur IL-32 spécifique. L'interaction d'IL-32 avec son 
récepteur a comme conséquence la dégradation de d'IκB et l'activation de NFκB, aussi bien 
que la phosphorylation de p38 MAPK. L'activation de ces deux voies est caractéristique des 
cascades de signalisation de cytokines pro-inflammatoire {Kim et al., 2005}. En effet, 
l'expression IL-32 est induite par un certain nombre de cytokines pro-inflammatoires. 
L’interféron gamma (IFN-γ) semble en particulier jouer un rôle significatif dans la régulation 
d'IL-32 suggérant que cette cytokine puisse être importante dans la réponse immunitaire. De 
plus, il a été montré que la cytokine IL-32 est capable d’induire l'expression du TNF-α, qui 
joue un rôle significatif dans un certain nombre de pathologies auto-immunes et dans 
l’induction de l’apoptose {Marcondes et al., 2008}. Par ailleurs, des études montrent que dans 
une grande variété des cellules du stroma (au niveau de la moelle), le traitement par le TNFα 
augmente considérablement le niveau d’ARNm d’IL-32 et que, réciproquement, la cytokine 
IL-32 induit l’expression du TNFα. Enfin, de façon intéressante, des études récentes montrent 
que l’apoptose des cellules leucémiques KG1a peut être induite lorsqu’elles sont co-cultivées 
avec des cellules HS5 du stroma, qui expriment fortement IL-32 en présence de TNFα. 
L’inhibition de l’expression d’IL-32 dans ces cellules de stroma par SiRNA abolit l’apoptose 
induite des cellules KG1a {Marcondes et al., 2008}. Cependant, le rôle de ces cytokines dans 
la réponse apoptotique des cellules lors du traitement par des inhibiteurs du protéasome n’a 
jamais été décrit dans la littérature.  
Ainsi, l’ensemble des données précédentes et la variation importante obtenue de pour 
cette protéine après le traitement des cellules KG1a, nous permettent de proposer que cette 
cytokine, joue un rôle clé dans la réponse des cellules KG1a lors du traitement par la 
lactacystine.  
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De façon intéressante, ces protéines n’ont pas été identifiées dans les cellules U937 
après traitement par la lactacystine. Ceci permet de supposer que ce mécanisme est spécifique 
des cellules KG1a. Comme ces protéines sont très peu abondantes dans la cellule, nous avons 
vérifié que des peptides appartenant à IL32 n’étaient pas retrouvés dans les spectres MS des 
fractions cytoplasmiques des cellules U937. La protéine est majoritairement retrouvée dans la 
bande 22 de la fraction cytoplasmique de KG1a. Comme le nombre des bandes découpées est 
équivalent entre les deux expériences, nous avons réalisé des appels d’ions autour des bandes 
adjacentes à B22 dans la fraction cytoplasmique des cellules U937 (de B18 à B25). Les 
résultats obtenus présentés figure 70 A et B, montrent qu’il n’y a pas de signal MS 
correspondant à ces peptides dans les bandes B18 à B25 de la fraction cytoplasmique des 
cellules U937 tant dans la condition « contrôle » que dans la condition « traitée ». Ces 






Figures 70 A : Recherche du peptide MHQAIER (léger et lourd) 
Identification et quantification du peptide MHQAIER dans la bande 22 de la fraction cytoplasmique 
des cellules KG1a et recherche dans les bandes B 18 à B 24 pour la fraction cytoplasmique d’U937 
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Figures 22D : Recherche du peptide GDKEELTPQK (léger et lourd)  
Identification et quantification du peptide GDKEELTPQK dans la bande 22 de la fraction 
cytoplasmique des cellules KG1a et recherche dans les bandes B 18 à B 24 pour la fraction 
cytoplasmique d’U937 avant (contrôle) et après traitement (+ Lactacystine).  
 
 
 L’ensemble de ces données suggère que nous avons identifié dans cette étude une 
nouvelle voie potentiellement impliquées dans la réponse des cellules KG1a aux inhibiteurs 
du protéasome. Cette voie spécifique des cellules KG1a, pourrait être l’élément majeur 
impliqué dans la réponse différentielle des cellules KG1a aux inhibiteurs du protéasome 
comparées aux cellules U937.  
4. Conclusions 
Le traitement de 6 H par la lactacystine des cellules KG1a conduit à l’accumulation des 
protéines de stress de type HSP, à la formation de nouveaux complexe d’immunoprotéasome 
et l’accumulation de protéines régulatrices du cycle cellulaire. De plus nous mesurons, une 
forte augmentation de la protéine IL32dans le cytoplasme des cellules KG1a, qui pourrait être 
un des acteurs majeurs dans la réponse de ces cellules aux inhibiteurs du protéasome. De plus, 
nous avons également mesuré une augmentation de la protéine SIVA 1, un suppresseur de 
tumeur, dont l’expression est régulée par p53. Ainsi, même si nous n’avons pas pu mettre en 
évidence des variations du niveau protéique du suppresseur de tumeur p53 (non identifié dans 
cette étude), les protéines qui varient suggèrent que la voie de signalisation de p53 pourrait 
être activée après le traitement des cellules KG1a par la lactacystine. Par ailleurs, des 
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variations dans la quantité du ligand TNFSF 14P et du récepteur TNFRSF18 un membre des 
membres de la superfamille des récepteurs au TNF R1, connus pour s’associer à la protéine 
SIVA 1 ont été retrouvées. Ces résultats suggèrent que la voie des récepteurs de la mort 
pourrait être activée après le traitement par la lactacystine des cellules KG1a. Il semblerait 
donc qu’un ensemble de processus est activé après le traitement de ces cellules par la 
lactacystine et que ce sont les effets concertés de ces différentes voies activées qui conduisent 
à l’apoptose rapide et massive de ces cellules.  
(ii) Les protéines variantes spécifiques des cellules U937 
1. Les galectines -3 et 9-like 
Nos résultats montrent que, la galectine 3 est augmentée de 50% après le traitement par la 
lactacystine dans le cytoplasme des cellules U937, alors que la quantité de la galectine 9-like 
est réduite de plus de 50 % après le traitement. 
Les galectines sont une famille de lectines présentant une affinité accrue pour la β-
galactoside et le lactose. Elles possèdent un domaine de reconnaissance des carbohydrates qui 
leur permet de se lier aux composées glycoconjugées et aux intégrines. Ces protéines sont 
également impliquées dans d'autres types d’interaction protéine-protéine. En effet, elles sont 
impliquées dans de nombreux processus cellulaires, dont la plupart sont directement liés au 
cancer, à savoir la prolifération cellulaire, le cycle cellulaire, l’apoptose, la migration des 
cellules {Liu et al., 2002}. Ces dernières années, elles ont été clairement associées au 
processus de tumorigenèse, de métastase et d’évasion tumorale. De plus, il a été montré que 
leur expression est altérée dans différents types de tumeurs (pancréas ; colon ; lymphomes…). 
Les galectines peuvent être classifiées dans 3 sous-groupes différents en fonction de leur 
structure : (i) le prototype (galectine-1, -2, -7, -10 et -13), (2) le type de chimères (galectine-
3), dans ces groupes les protéines possèdent un seul domaine de reconnaissance des 
carbohydrates (CRD). (iii) le troisième sous groupe comprend les protéines qui possèdent 
deux domaines CRD répétés (galectine-4, -8, -9 et -12). Les galectines peuvent être sécrétées 
par des cellules mais sont également retrouvées dans le cytoplasme et le noyau. De façon 
intéressante, il a été montré que la galectine-3 est impliquée dans la régulation de l’apoptose. 
En effet, cette protéine peut être relocalisée au niveau des mitochondries après un stimulus 
apoptotique. De plus, elle peut interagir avec la protéine Bcl-2. Enfin, il semblerait que 
l’association de p53 et HIPK2 conduise à la répression de l’expression de la galectine-3, 
pendant l’apoptose induite par p53 {Cecchinelli et al., 2006}. La galectine-3, comme Bcl2, 
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serait l'un des gènes cibles du suppresseur de tumeur p53 et un médiateur important de 
l’apoptose p53 dépendante {Nangia-Makker et al., 2007}. Dans notre étude le niveau de cette 
protéine est faiblement augmenté dans le cytoplasme des cellules U937 après le traitement. 
Cela suggère que le niveau de cette protéine est régulé par le protéasome. Ainsi l’inhibition de 
ce dernier conduirait à une accumulation de cette protéine dans le cytoplasme des cellules 
U937. Par ailleurs, des études montrent que les Galectine-1, -8 et -9 peuvent déclencher la 
mort des cellules T {Tribulatti et al., 2007}. Des travaux démontrent que, l'inhibition de 
NFκB par la galectine-9 induit une apoptose massive des cellules leucémiques T infectées par 
un virus {Okudaira et al., 2007}. De plus, la galectin-9 est capable d’induire l’arrêt du cycle 
cellulaire et l’apoptose des cellules de lymphomes (Burkitt et de Hodgkin). En effet, elle 
réduit l’expression de cyclin D1, D2, B1, Cdk4, Cdc25C et c-Myc, qui participent à la 
régulation du cycle cellulaire et XIAP, de c-IAP2qui sont impliquées dans l’apoptose 
{Makishi et al., 2008}. Cependant le rôle de la galectine 9-like identifiée dans notre étude 
n’est pas encore défini. Ainsi, les faibles variations d’abondances observées pour la galectine 
9-like sont difficilement interprétables.  
Il serait donc intéressant de réaliser des temps de traitement plus long des cellules U937 
afin d’obtenir des variations d’abondance de ces protéines plus prononcées et donc plus facile 
à interpréter. 
2. La protéine PDRG1 
Le niveau de la protéine PDRG1 (P53 and DNA damage-regulated protein 1) est 
augmenté d’un facteur 2,2 dans le cytoplasme des cellules U937 après le traitement par la 
lactacystine. Des études montrent que l’expression du gène codant pour cette protéine est 
fortement induite après une irradiation des cellules par les UV. Par contre, il semblerait que 
l’expression de ce gène soit réprimée par le suppresseur de tumeur p53 {Luo et al., 2003}. 
Dans notre étude, cette protéine varie uniquement dans les cellules U937 (rapport = 1 dans 
KG1a). Cela suggère que la régulation de cette protéine après l’inhibition du protéasome 
serait essentiellement requise dans les cellules U937. Elle pourrait peut être jouer un rôle dans 
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3. La protéine HUWE1 
La protéine E3 ligase HUWE1 est accumulée dans le cytoplasme des cellules U937 
(ratio 1.7) après le traitement par la lactacystine. Cette protéine fait partie de la famille des E3 
ligase à domaine HECT. Elle est responsable de l’ubiquitinylation du suppresseur de tumeur 
p53, des histones et de la protéine anti-apoptotique Mcl-1. Elle est également impliquée dans 
la régulation de l’ubiquitinylation de l’oncoprotéine N-MYC et sa dégradation par le 
protéasome {Zhao et al., 2008}. De plus, il a été décrit que cette E3 ligase serait impliquée 
dans la dégradation p53 dépendante de la protéine CDC6 en réponse à un dommage à l’ADN 
après irradiation des cellules par les UV. Ainsi, cette protéine serait impliquée dans la 
régulation de l’apoptose et le remodelage de la chromatine.  
De façon intéressante, la protéine HUWE1 varie uniquement dans U937 et pas dans 
KG1a (Rapport = 1), cela suppose que tout comme la protéine PDRG1, l’E3 ligase HUWE1 
serait régulée spécifiquement U937 et donc pourrait jouer un rôle clé dans la réponse de ces 
cellules au traitement. 
4. Conclusions 
L’augmentation du niveau des protéines HUWE1 et PDGR1, impliquée dans la 
régulation de p53 suggèrent que cette voie pourrait jouer un rôle important lors de la réponse 
de ces cellules au traitement. Cependant, au temps d’analyse réalisé (6H), les variations 
obtenues pour les cellules U937 sont plus faibles comparées à celles obtenus pour les cellules 
KG1a. De ce fait, il est plus difficile d’interpréter les résultats obtenus et de dégager des voies 
de signalisations qui pourraient être activées après le traitement. Néanmoins, il semblerait que 
les voies pouvant jouer un rôle clé, incluent la modulation des galectines, notamment les 
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III. Conclusions et perspectives 
L’étude protéomique réalisée dans ce travail représente à ce jour, l’étude la plus 
exhaustive concernant l’identification des protéines régulées suite à l’inhibition du 
protéasome des cellules KG1a et U937. Les outils et la stratégie utilisés dans cette étude ont 
permis d’identifier un très grand nombre de protéines et de quantifier de nombreuses 
protéines potentiellement régulées après le traitement par la lactacystine. L’analyse des 
protéines variantes a permis d’une part de confirmer les données déjà décrites dans la 
littérature, notamment la régulation des protéines de la famille des HSP, des protéines de la 
voie ubiquitine protéasome, ainsi que des régulateurs du cycle cellulaire. Ces résultats 
valident l’approche utilisée. D’autres part, nous avons identifié de nouvelles protéines 
potentiellement régulées par l’inhibition du protéasome et qui pourraient jouer un rôle clé 
dans la réponse des cellules KG1a et U937. Il s’agit notamment, des protéines de la famille 
MORF4 qui pourraient réguler l’expression de gènes clés pour l’induction de l’apoptose. De 
plus, pour les cellules KG1a, plus sensibles aux effets des inhibiteurs du protéasome, 
l’interleukine 32 et la protéine SIVA1 semblent participer au déclenchement rapide de 
l’apoptose dans ces cellules suite au traitement par la lactacystine. Les variations observées 
dans ce travail devront être confirmés par d’autres types d’approches. Dans un premier temps, 
les variations mesurées seront confirmées par immunodétection, par la suite des validations 
fonctionnelles sur les protéines d’intérêts (dont les variations ont été confirmées par 
immunodétection) seront réalisées. Par exemple, si les variations observées pour les protéines 
IL32 sont confirmées, différentes expériences pourront être réalisées afin de rendre compte du 
rôle majeur joué par IL32 dans la réponse au traitement par les inhibiteurs du protéasome. 
Dans cette optique, une expérience d’extinction de gènes des isoformes d’IL32 par SiRNA 
pourra être mise en œuvre. Elle permettra d’évaluer et comparer la réponse aux inhibiteurs du 
protéasome des cellules dont l’expression d’IL32 a été abolie et des cellules contrôles. Par 
ailleurs il serait également intéressant de suivre par PCR quantitative l’activation de 
l’expression du gène Il32 après le traitement par les inhibiteurs du protéasome, les résultats 
obtenus compléteront ceux obtenus lors de l’approche protéomique. Des expériences 
similaires pourront être réalisées pour la protéine SIVA 1 afin de valider les résultats obtenus 
dans cette étude. 
Dans cette étude nous n’avons pas identifié, ni mesuré l’accumulation d’IκB phosphorylée 
ou de p53 dans les cellules KG1a et U937 alors que leur variations d’abondance après un 
traitement par les inhibiteurs du protéasome est bien documenté (voir introduction). Ces 
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protéines sont faiblement représentées, même si la stratégie mise en œuvre dans ce travail 
permet d’étudier le protéome en profondeur, car nous identifions et quantifions des protéines 
faiblement représentées comme IL32, l’absence d’identification de p53 et IκB montre que 
certaines protéines très minoritaires échappent à l’analyse. Afin de les identifier et quantifier, 
des approches complémentaires visant à identifier et quantifier les protéines minoritaires, 
comme la technique d’égalisation actuellement développée dans l’équipe {Roux-Dalvai et al., 
2008} ou encore des approches émergentes comme la quantification par MRM {Stahl-Zeng et 
al., 2007}.  
Il a été montré que le traitement des cellules par le TNF induit l’activation de la voie 
MAPK et conduit à la phosphorylation de nombreuses protéines cellulaires dont la quantité ne 
varie pas (travaux non publiés Poster HUPO 2008 n°280 MON présenté par Jesper V. Olsen). 
De plus, une étude récente montre l’accumulation de protéines sumoylées après traitement par 
les inhibiteurs du protéasome. De nombreux substrats du protéasome sont sumoylés avant 
d’être ubiquitinylés, ce qui impliquerait que cette modification soit importante dans 
l’apoptose induite par les inhibiteurs du protéasome {Schimmel et al., 2008}. Ces éléments 
laissent penser qu’il serait intéressant de compléter cette étude par l’analyse de sous 
protéomes comprenant des protéines ubiquitinylées et/ ou sumoylées et /ou phosphorylées.  
 
Enfin, les variations observées pour les cellules U937 au temps de traitement choisi sont 
faibles. De ce fait, l’analyse des données obtenues pour cette lignée cellulaire est plus 
difficile. Les études préliminaires de mesure d’apoptose réalisées, montrent que les effets des 
inhibiteurs du protéasome sur les cellules U937 sont plus importants après 12H de traitement. 
Par contre à 12 H plus de 20 % de cellules KG1a sont en apoptose. Ainsi, nous avons choisi 
un temps de traitement équivalent pour les deux lignées cellulaire (6 H) afin d’identifier des 
protéines qui seraient impliquées dans leur réponse différentielle aux inhibiteurs du 
protéasome. Ce temps permet de s’affranchir des événements résultant de l’état apoptotique 
avancé de cellules KG1a. Cependant, les résultats obtenus pour U937 suggèrent, qu’il serait 
intéressant d’observer également les variations dans le protéome pour des temps plus longs, 
12H par exemple (voir partie I). Ceci, impliquerait de réaliser cette étude différentielle au 
cours d’une cinétique d’inhibition en comparant le protéome de ces cellules contrôles pour 
des temps de traitement compris entre 0 et 12 H. Des études similaires sont en cours dans 
l’équipe sur d’autres types de cellules et devraient permettre d’identifier d’autres protéines 
impliquées dans les mécanismes d’action de cette drogue. 
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Cette première étude pose les bases d’une analyse exhaustive des variations induites dans 
le protéome des cellules de LAM KG1a et U937 suite au traitement par la lactacystine. 
L’identification et la quantification des protéines faiblement représentées montrent l’efficacité 
de la stratégie utilisée pour l’étude en profondeur du protéome. Des protéines potentiellement 
régulées ont pu être mises en évidence. Certaines d’entres elles ont déjà été décrites dans de 
nombreux travaux publiés et valident la stratégie utilisée. Nous identifions également de 
nouvelles protéines qui seraient impliquées dans les mécanismes d’actions des inhibiteurs sur 
les cellules de LAM. Enfin, nous proposons, que certaines protéines variantes et spécifiques 
de chaque lignée cellulaire, sont impliquées dans la réponse différentielle lors du traitement 
























Comme en témoigne la structure de ce manuscrit, ce travail de thèse m’a permis 
d’explorer plusieurs domaines de recherche. En effet, une partie de ce travail a été consacrée à 
la caractérisation de l’apoptose induite dans des modèles de cellules de LAM après le 
traitement par les inhibiteurs du protéasome. Mes résultats montrent, qu’à l’inverse des 
drogues antitumorales classiques, l’effet apoptotique des inhibiteurs du protéasome est 
augmenté pour les cellules les plus immatures, quelque soit l’inhibiteur utilisé : MG132, 
lactacystine et Velcade®. Les résultats obtenus dans cette première partie m’ont tout d’abord 
conduit à m’intéresser à la structure et l’activité du protéasome 20S des cellules KG1a et 
U937 qui représentent des stades de LAM immatures et matures respectivement. Les résultats 
obtenus montrent que, les cellules les plus immatures (KG1a) possèdent une plus grande 
quantité de protéasome que les cellules plus matures (U937). De plus, l’activité 
Chymotrypsine-like du protéasome est augmentée avec le degré de maturation des cellules. 
Par ailleurs nous avons mis en évidence une différence de proportion dans la quantité relative 
de 19S (PA700) et 20S de ces cellules. En revanche, aucune différence significative n’a été 
observée au niveau de la composition en sous-unités du protéasome 20S. Ce travail a conduit 
à la rédaction d’un premier article.  
 Les résultats précédemment décrits à eux seuls ne suffisent pas à expliquer les 
différences de sensibilité entre les cellules KG1a et U937 aux différents inhibiteurs, ainsi cette 
première étude à été complétée par une analyse globale des protéines variantes après le 
traitement des cellules avec un inhibiteur de protéasome. Pour cela un ensemble d’outils 
protéomiques performants a été utilisé. Pour cette étude nous avons choisi de mesurer les 
variations induites par un traitement à la lactacystine de 6 H sur des cellules KG1a et U937. 
Ce temps a été choisi afin de pouvoir observer les événements précoces qui pourraient être 
impliqués dans la réponse différentielle de ces lignées cellulaires au traitement par la 
lactacystine. La stratégie qui a été mise en œuvre est une approche de protéomique 
différentielle quantitative de type SILAC (Stable Isotope Labeling with Amino acids in cell 
Culture). Cette technique consiste à marquer différentiellement les protéines de deux ou 
plusieurs lots de cellules à comparer (avec et sans traitement par exemple) en incorporant des 
acides aminés marqués lors de la synthèse protéique sur les cellules en culture. Dans ce 
travail, un double marquage lysine et arginine a été réalisé afin d’augmenter le nombre de 
peptides quantifiables. J’ai choisi de l’associer à un fractionnement cellulaire adapté. C’est 
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ainsi que j’ai pu mettre en œuvre des protocoles biochimiques pour le fractionnement 
subcellulaire. Les fractions cytosoliques, nucléaires et microsomales sont enrichies à plus de 
65%, démontrant l’efficacité des protocoles utilisés. Une étape de fractionnement 
supplémentaire a été réalisée par électrophorèse 1D. 
Les peptides obtenus après la digestion des protéines contenues dans les bandes du gel, 
sont analysés par spectrométrie de masse en utilisant deux géométries d’appareils différents : 
le QqTOf et le LTQ-Orbitrap. J’ai eu l’opportunité dans ce travail de thèse de bénéficier des 
performances remarquables du LTQ-Orbitrap qui m’ont permis d’identifier plus de 4000 
protéines pour chaque lignée cellulaire. La quantité de données générées par cette approche a 
nécessité un important traitement bioinformatique, qui a été réalisé grâce au développement 
dans l’équipe du Logiciel MFPaQ. Les protéines identifiées ont donc été triées, validées et 
quantifiées à l’aide de ce logiciel. 162 protéines et 86 protéines variantes totales ont été 
retrouvées respectivement dans les cellules KG1a et U937. Parmi ces protéines, nous 
mesurons des variations de l’abondance de protéines connues pour être régulées après le 
traitement par les inhibiteurs du protéasome. Il s’agit notamment, des protéines de la famille 
des HSPs, de régulateurs du cycle cellulaire et des protéines de la voie ubiquitine protéasome. 
Ces résultats permettent de valider l’approche utilisée. De plus, nous identifions de nouvelles 
protéines potentiellement régulées après le traitement par la lactacystine, dont certaines qui 
pourraient probablement être impliquées dans la réponse différentielle des deux lignées 
cellulaires aux traitements. Il s’agit notamment de l’interleukine 32 et de la protéine SIVA1 
qui sont spécifiquement retrouvées variantes dans les cellules KG1a et qui seraient impliquées 
dans la mise en œuvre précoce de l’apoptose. L’analyse des protéines variantes spécifiques de 
chaque lignée nous permet d’apporter des éléments nouveaux sur l’identification de processus 
cellulaires affectés par l’inhibition du protéasome. Ces résultats sont en cours de validation 
par l’utilisation d’approches complémentaires (immunodétection). Par la suite des études 
fonctionnelles sur les protéines d’intérêts permettront de confirmer l’implication des protéines 
identifiées dans cette étude. Enfin, ces résultats ouvrent de nouvelles pistes et permettent 




















CARACTERISATION DE L’APOPTOSE DES CELLULES DE 
LAM INDUITE APRES LE TRAITEMENT PAR LES 
INHIBITEURS DU PROTEASOME 
I. Réactifs 
Les cellules sont traitées avec trois inhibiteurs du protéasome : le MG132, la 
lactacystine et le PS-341. Le MG132 (BIOMOL) et la Lactacystine (SIGMA) sont solubilisés 
dans du DMSO et conservé à -20°C à une concentration stock de 10 mM. Le PS-341 
(Millennium) est fourni sous forme de poudre conditionnée dans du mannitol avec un rapport 
de 1:9 (PS-341:mannitol). La poudre est reprise dans l’eau pour obtenir une solution stock de 
5 mM en PS-341, conservé au -80°C. Ainsi, pour toute expérience, il est nécessaire de réaliser 
un témoin mannitol pour le traitement au PS-341 et un témoin DMSO pour les traitements par 
la lactacystine ou par le MG132. L’annexine V -fluorescéine (FITC) et l’iodure de propidium 
proviennent de la société BD PharMingen. 
a. Culture cellulaire  
i. Lignées cellulaires  
Six modèles de leucémies aiguës myéloïdes arrêtées à des stades de maturation 
hématopoïétiques différents (LAM M0 à M6) ont été utilisés dans cette étude. Il s’agit des 
cellules : KG1a (M0) ; KG1 (M1) ; NB4 (M3) ; HL60 (M3) ; U937(M5) et HEL (M6). Les 
cellules KG1a (M0) ; KG1 (M1) ; HL60 (M3) et U937(M5) ont été obtenues auprès du 
laboratoire « Signalisation et phosphoinositides dans les cellules hématopoïétiques » du 
département Oncogenèse et Signalisation dans les cellules hématopoïétiques (INSERM U563, 
Toulouse). Elles proviennent de la « German Collection of Microorganisms and Cell 
Cultures » (Braunschweig, Allemagne). Les cellules NB4 (M3) et HEL (M6) proviennent du 
service d'Hématologie Biologique, CHU Purpan (Toulouse). Toutes les cellules, à l’exception 
des cellules KG1a qui sont cultivées dans le milieu Iscove's modified Dulbecco's medium 
(IMDM, Gibco) supplémenté de 20 % de sérum de veau fœtal (SVF), sont cultivées dans un 
milieu RPMI 1640 (Roswell Park Memorial Institute Medium 1640 ; Gibco) supplémenté de 
10 % de SVF. Ces milieux sont complétés par 2mM L-glutamine (Gibco), 100µg/ml de 




ii. Cellules de patients 
Les cellules de patients proviennent du service d'Hématologie Biologique, CHU 
Purpan (Toulouse). Ces blastes leucémiques sont prélevés après un consentement des patients 
atteints de LAM et séparés par l’utilisation d’une centrifugation au gradient de Ficoll-hypaque 
{Graber, 1999 #722}. Les cellules congelées sont remises en culture à une densité de 1 x 
106 Cellules/mL dans un milieu EGM2 {Xu, 2005 #723}, supplémenté de 100 ng/mL de SCF, 
5 ng/mL d’IL-3, 100 ng/mL de FLT3-L et 10 ng/mL de GM-CSF (Gibco). Après 24 H dans 
ces conditions il y a entre 10 % et 40 % de cellules mortes en culture. Les caractéristiques et 
le nombre de patient utilisé sont résumés dans le tableau suivant :  
 
Patients FLT3 CD34 CD33 LAM 
ALD02071 + - - M1 
BOS03054* - + + M1 
DOM06048 - + + M1 
CAP04136 + + + M1 
CRO03064 + - + M1 
VAY03018 - - + M1 
TAY05079 - + - M1 
CAN01070  - - M5 
DUF03047  +  M5 
RAU06146  -  M5 
MER05082  -  M5 
* Cellules de patients décongelées deux fois 
b. Mesure du taux d’apoptose par cytométrie de flux 
i. Traitement des cellules  
Les cellules sont reparties dans des plaques 24 puits à une densité de 5. 105 cellules/puits, 
puis traitées avec les différents inhibiteurs du protéasome. Pour les courbes doses réponses les 




0 à 100 µM. Les concentrations en PS-341 (Millennium) s’étalent sur une gamme comprise 
entre 0,1 et 100 nM. Les cinétiques d’inhibition sont analysées pour des temps compris entre 
0 et 48 H. 
ii. Principe du Marquage à l’annexine V 
Dans une cellule non-apoptotique les phosphatidylsérines membranaires ne sont 
situées que sur la face interne de la membrane. Dés qu'une cellule entre en apoptose, elles sont 
délocalisées et exprimées des deux cotés de la membrane. L'annexine ayant une forte affinité 








Il est possible de discriminer les cellules apoptotiques des cellules nécrotiques par un 
double marquage Annexine V/ Iodure de Propidium (AV/PI). En effet, l’Iodure de Propidium 
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apoptose 
70 % cellules 
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Ainsi, par ce double marquage il est possible de distinguer par des analyses en 
cytométrie de flux, les cellules en apoptose précoce (AV+/ IP-) et tardive (AV+/ IP+) des 
cellules en nécrose (AV-/ IP+). Les taux d’apoptose mesurés correspondent à la somme des 
cellules AV+/ IP- et AV+/ IP+ exprimée en pourcentage (voir Figure). Le taux d’apoptose du 
contrôle négatif est, pour les résultats de chaque condition, retranché pour avoir accès aux 




iii. Marquage des cellules 
Après le traitement, les cellules sont lavées à deux reprises au PBS et reprises dans 
100 µl de tampon Annexine 1X (10 mM Hepes/NaOH (pH 7.4) 140 mM NaCl, 2.5 mM 
CaCl2) supplée de 5 µl d’AV-FITC et 3 µl d’iodure de propidium (IP) (BD PharMingen). Ces 
solutions sont mises à incuber 15 min à température ambiante, dans l’obscurité, puis analysé 
au cytométre de flux.  
iv. Analyse au cytomètre de flux (FACS). 
La Cytométrie en flux est une technologie qui permet de mesurer simultanément de multiples 
caractéristiques physiques d’une cellule. Le cytomètre de flux FACSCalibur, dont la source 
(laser argon) a une longueur d’onde d’excitation de 488 nm permet, après incubation, 
l’analyse selon trois paramètres : FL1 (530/30 nm correspondant au marquage AV-FITC), 
FL2 et FL3 (585/42 et 670/LP nm respectivement, correspondant au marquage IP). Pour 
chaque échantillon, 10000 évènements sont mesurés. Les débris cellulaires sont éliminés des 
résultats par la définition d’une région de mesure (gate) des évènements permettant de 
sélectionner la population cellulaire d’intérêt. Cette région est déterminée sur la base de la 
taille (FSC) et de la granularité (SSC). Les réglages des trois paramètres pré-cités et des 
compensations (FL2-FL1) sont adaptés en fonction des conditions d’analyse et du type 
cellulaire. Après l’acquisition, les données sont analysées comme décrit précédemment dans 
















c. Détection de la PARP par immunodétection 
Après le traitement, les cellules sont centrifugées pendant 5min à 800 g à 4°C, puis lavées 
à deux reprises avec du PBS avant d’être reprises dans le Laemmli. Les protéines sont ensuite 
séparées par SDS-PAGE. Après migration, les protéines sont transférées sur membrane de 
nitrocellulose (HybondTM C Extra, Amersham Biosciences) à l’aide du système liquide Mini-
PROTEAN TetraCell (Biorad) (1h30, 60 V). La membrane est ensuite saturée à l’aide d’une 
solution de PBS/Tween 20 à 0,1 % supplémentée en lait écrémé (5 %) pendant 1 h à 
température ambiante. Puis, incubée avec l’anticorps primaire de lapin anti-poly (ADP-ribose) 
polymérase (PARP) (BIOMOL, dilution 1/2000) durant une nuit à 4°C. La membrane est 
ensuite incubée pendant une heure à température ambiante avec un anticorps secondaire anti-
lapin (1/10 000,  température ambiante). Après chaque incubation, la membrane est lavée à 3 
reprises dans du PBS/Tween 20 0,1 %. La révélation est réalisée par chimioluminescence à 
l’aide des réactifs spécifiques du kit ECL Plus (GE Healthcare) selon les instructions du 
fournisseur. L’émission de lumière permet la révélation par autoradiographie. 
d. Détection de la PARP Immunofluorescence 
Les cellules traitées ou contrôles sont récupérées sur la lame par centrifugation (cyto 
centrifugeuse, 5min à 800 g à 4°C), puis lavées avec du PBS (sans Ca et Mg). Ensuite elles 
sont fixées avec du Formaldéhyde à 3.7 % pendant 15 min avant d’être perméabilisées à 
l’aide du triton X-100 0.2 % durant 5min. La saturation est réalisée pendant 30 min avec une 
solution de BSA à 1 % dans du PBS. Puis les cellules sont incubées avec l’anticorps primaire 
anti- poly (ADP-ribose) polymérase (PARP) clivé (cell signaling, dilué à 1/200 dans 
PBS/BSA 1 %) pendant 2 H à température ambiante. Cet anticorps est spécifique du fragment 
de 87 kDa de la protéine PARP obtenue après clivage par les caspases activées lors de 
l’apoptose. Les cellules sont ensuite incubées pendant 4H à température ambiante avec 
l’anticorps secondaire alexia 488 anti -lapin (1/1000 dans PBS/ BSA 1%). Les cellules sont 
ensuite incubées avec du Dapi à 0.2 µg/ml (pour l’observation des noyaux) pendant 10 min, 
puis montées entre lame et lamelle dans une solution de Mowiol (calbiochem). Après chaque 
incubation, les cellules sont lavées à 3 reprises dans du PBS/ BSA 1 %. Les cellules marquées 
sont observées sous un microscope à fluorescence (NIKON TE 300). Pour le contrôle négatif 





CARACTERISATION DU PROTEASOME DES CELLULES 
KG1A ET U937 
 
I. Analyse de la composition en protéasome 20S des cellules 
KG1a et U937 
a. Préparation de la phase pour la purification du 20S par 
immunoaffinité 
L’anticorps monoclonal MCP21, dirigé contre la sous-unité α 2 humaine, utilisé pour la 
purification du protéasome est produit et purifié dans l’équipe {Bousquet-Dubouch, 2008 
#724}. L’anticorps MCP21 est greffé sur de la sépharose activée au bromure de cyanogène 
(CNBr-Activated SepharoseTM 4 Fast Flow, Amersham Biosciences®) comme suit : 1 g de 
sépharose est réhydraté avec 25 ml de HCl 1 mM puis abondamment lavé avec 200 ml de HCl 
1 mM. Les billes sont ensuite incubées une nuit à 4°C en présence de la solution d’anticorps 
(8 mg à 1 mg/ml) préalablement dialysée contre le tampon de couplage (NaHCO3 0,1 M, 
NaCl 0,5 M, pH 8,3). La phase est rincée par le tampon de couplage (pour éliminer les 
anticorps non greffés) puis incubée 6 heures à 4°C dans 10 ml de glycine 0,2 M dissoute dans 
le tampon de couplage afin de saturer les sites réactifs encore libres. La phase est ensuite 
rincée par 4 cycles de lavage alternant un tampon A (acétate de sodium 0,1 M ; NaCl 0,5 M ; 
pH 4) et un tampon B (Tris 0,1 M ; NaCl 0,5 M ; pH 8). La phase greffée avec MCP21 est 
conservée à 4°C dans le tampon B dilué 10 fois. 
b. Purification du protéasome 20S contenu dans un lysat 
total ou dans la fraction cytoplasmique 
Le protéasome 20S est purifié par chromatographie d’affinité à partir de ~109 cellules 
pour les deux types de lignées cellulaires KG1a et U937. Les cellules sont cassées à 
l’ultraturax dans 15 ml de tampon de lyse (Tris 20 mM ; NaCl 50 mM ; EDTA 10 mM ; pH 
7,6) contenant des inhibiteurs de phosphatases (orthovanadate de sodium 1 mM ; sodium 
pyrophosphate 10 mM) et des inhibiteurs de protéases (complete EDTA free protease 
inhibitor cocktail tablets, Roche®). Pour l’analyse du protéasome cytoplasmique, la lyse à 
l’ultraturax est réalisée de manière à préserver les noyaux (observation au microscope). Puis 




surnageant post-nucléaire. Les débris cellulaires sont ensuite éliminés par centrifugation à 20 
000 g pendant 2 heures à 4°C. Les protéines ainsi obtenues sont dosées par la méthode de 
Bradford. Le surnageant est incubé une nuit à 4°C sous agitation continue en présence de la 
phase sépharose-MCP21. La phase est ensuite filtrée sur fritté de verre puis coulée dans une 
colonne, elle-même montée sur un système FPLC (Fast Protein Liquid Chromatography). 
Après lavage de la phase dans le tampon d’équilibration (Tris-HCl 20 mM ; NaCl 150 mM ; 
pH 7,6), le protéasome 20S est élué par le tampon d’élution (Tris-HCl 20 mM ; NaCl 2 M ; 
pH 7,6). La concentration protéique des fractions de protéasome purifié est d’abord estimée 
par mesure de DO280 en considérant que le coefficient d’extinction spécifique du protéasome 
20S est égal à 0,865 l.cm-1.g-1. La pureté de la préparation est vérifiée par électrophorèse 
bidimensionnelle sur gel d’acrylamide. 
c. Electrophorèse bidimensionnelle 
1. Dialyse et précipitation du protéasome 
L’échantillon de protéasome, dialysé contre de l’eau milli-Q (24 h à 4°C), est précipité 
par la méthode à l’acide trichloroacétique (TCA). Une solution de 40% TCA est ajoutée 
volume à volume à l’échantillon, et le mélange est incubé 30 min à 4°C avant d’être 
centrifugé 15 min à 14000 g (4°C). Le culot est ensuite lavé à l’acétone glacial et centrifugé à 
14000 g pendant 10 min (4°C). Ce lavage est répété 2 fois. Le culot est séché à l’air libre.  
2. 1ière  dimension 
Le culot de protéasome est remis en suspension dans le tampon de réhydratation (9 M 
urée, 2.2% CHAPS, 2 M DTT, 0.2% IPG-buffer, bleu de bromophénol). La première 
dimension s’effectue à 20°C sur le système Protean IsoElectroFocusing Cell (Bio-Rad). Les 
IPG strips (pH 3-10 NL, 17 cm, Bio-Rad) sont réhydratés par l’échantillon de manière passive 
pendant 9 h puis de manière active pendant 6 h à 50 V. Après augmentation du voltage de 50 
à 8000 V en gradient linéaire pendant 2 h, les protéines sont focalisées à 8000 V jusqu’à 
atteindre un total de 65000 Vh. Les strips sont utilisés immédiatement ou conservés à -80°C. 
3. 2iéme  dimension 
Avant la migration en seconde dimension, les protéines sont réduites et alkylées par 
incubation des strips dans le tampon d’équilibration (50 mM Tris-HCl, 6 M urée, 30% 
glycérol, 2% SDS, bleu de bromophénol) avec 30 mM DTT pendant 15 min à température 




d’iodoacétamide. Les protéines sont ensuite séparées dans une deuxième dimension de SDS-
PAGE (12%), sur le système Protean II Multi-Cell (Bio-Rad). Après une première étape à 20 
mA/gel pendant 30 min, la migration se poursuit à 40 mA/gel pendant 4 h. Les spots sont 
visualisés par coloration au bleu de Coomassie. 
d. Digestion trypsique 
Les spots découpés du gel sont lavés et décolorés avec trois solutions différentes : 1) 
eau milli-Q; 2) mélange eau/ACN (50/50) ; 3) mélange 0,1 M NH4HCO3/ACN (50/50). Les 
bouts de gel sont déshydratés avec l’ACN et séchés à l’air libre. Les gels sont ensuite 
réhydratés dans une solution de trypsine (Promega) à 12,5 ng/µL dans 12,5 mM NH4HCO3. 
Après 16 h d’incubation à 37°C, 0,5 µl du surnageant est prélevé pour une analyse par 
MALDI-TOF. Une étape d’extraction est ensuite effectuée sous forte agitation pour récupérer 
le maximum de peptides restant dans le gel. 15µl de 25 mM NH4HCO3 sont rajoutés au 
surnageant et laissés incuber 15 min à 37°C. 15µl d’ACN sont ensuite rajoutés et le mélange 
est à nouveau incubé 15 min à 37°C. Ce premier surnageant est récupéré. 15µl de 5% 
HCOOH sont rajoutés au morceau de gel et laissés incuber 15 min à 37°C. 15µl d’ACN sont 
ensuite rajoutés et le mélange est à nouveau incubé 15 min à 37°C. Ce second surnageant est 
récupéré et ajouté au premier. Les surnageants amenés à sec à l’aide d’un évaporateur rotatif. 
e. Analyse par spectrométrie de masse 
1. Cartographie peptidique par MALDI-TOF  
Les spectres de masse sont acquis en mode réflectron positif sur un spectromètre de 
masse de type MALDI-TOF-TOF (4700 d’Applied Biosystems). Les spectres de cartographie 
peptidique sont acquis en utilisant l’acide alpha-cyano-4-hydroxycinnamique (Sigma) comme 
matrice [5 mg/ml dans H2O/ACN/TFA (50/50/0,1)]. 0,5 µl de digestat est déposé sur la cible 
MALDI. Après séchage à l’air, un volume de 0,3 µl de matrice est ajouté et le mélange est 
laissé sécher à température ambiante. Les spectres de masse sont enregistrés dans une gamme 
m/z de 700 à 3500 en utilisant des paramètres pré-établis par le constructeur. Les spectres de 
masse sont calibrés de manière externe au moyen d’un mélange de peptides standards : des-
Arg1-Bradykinin (MH+ = 904,468), Angiotensin I (MH+ = 1296,685), Glu1-Fibrinopeptide B 
(MH+ = 1570,677), ACTH 1-17 (MH+ = 2093,087) et ACTH 18-39 (MH+ = 2465,199). Si 




interne au moyen des peptides issus de l’autodigestion de la trypsine (MH+ = 842,510, 
2211,105 et 2283,181). 
2. Analyse nanoESI-MS/MS des digestats enzymatiques 
Les digestats peptidiques sont analysés par HPLC capillaire (LC Packings) couplée au 
Q-STAR® XL. Les peptides sont séparés sur une colonne 75 µm ID x 15 cm C18 PepMap™ 
(LC Packings). Le débit est fixé à 200 nl/min. Les peptides sont élués par un gradient linéaire 
de 5% à 45% de solvant B en 40 min (solvant A : 0,2% acide formique dans 5% ACN; 
solvant B : 0.2% acide formique dans 90% ACN). Le spectromètre de masse travaille en 
mode positif à un voltage d’aiguille de 2 kV. Il opère en mode MS/MS “data-dependent” : un 
scan MS (dans la gamme m/z 300-2000) est suivi de deux spectres MS/MS où les ions 
précurseurs sont les ions les plus intenses du scan MS précédent. La valeur m/z d’un ion 
fragmenté est placée dans une liste pour être exclue d’une nouvelle fragmentation pendant une 
durée de 30 s. Les spectres MS/MS sont acquis avec une énergie de collision prédéterminée 
suivant la masse et la charge de l’ion parent. 
f. Interrogation des bases de données 
1. A partir des données MALDI-TOF 
Les masses recueillies à partir des cartographies peptidiques sont soumises au logiciel 
Mascot en mode « peptide mass fingerprint ». Les masses expérimentales des peptides 
trypsiques analysés sont comparées aux masses théoriques issues de la digestion virtuelle des 
protéines contenues dans la banque de donnée Swiss-Prot-TREMBL. Cette banque est 
interrogée en utilisant les paramètres suivant : les cystéines sont carbamidométhylées (+ 57 
Da) et les méthionines peuvent être oxydées (+ 16 Da). La recherche est restreinte à l’humain. 
Des écarts de masse de 30 ppm sont autorisés. 
1. A partir des données nanoLC-ESI-MS/MS 
Le logiciel Mascot en mode « MS/MS search » a été utilisé pour l’interrogation des 
banques Swiss-Prot-TREMBL. Les paramètres de recherche sont identiques à ceux 
précédemment utilisés sauf pour les tolérances de masse qui sont de 0,9 Da pour le peptide 
parent et de 0,5 Da pour les fragments. Les listes de protéines obtenues sont ensuite validées 





II. Détermination de la quantité en protéasome 
a. Préparation des échantillons 
Les cellules sont lysées dans un tampon de lyse (Tris-HCl 50 mM pH 8, DTT 1 mM, 
EGTA 2 mM, EDTA 10 mM, MgCl2 25 mM, glycérol 20%, ATP 10 mM) comprenant des 
inhibiteurs de protéases (Complete EDTA free « protease inhibitor cocktail tablets », 
Roche®). La présence des ions Mg2+, de glycérol et d’ATP permet de conserver les 
interactions entre les complexes 20S et 19S. Les cellules sont ensuite cassées grâce à un 
ultraturax. La fraction cytoplasmique est préparée en préservant les noyaux lors de la lyse 
mécanique à l’utraturax (observation au microscope), puis le lysat est centrifugé à 4°C 
pendant 10 à 15 minutes à 800 g pour séparer les noyaux du surnageant post-nucléaire. Les 
débris cellulaires sont ensuite éliminés par centrifugation à 48 000 g pendant 2 heures à 4°C.  
Les protéines ainsi obtenues sont dosées par la méthode de Bradford. 
b. Quantification par immunodétection 
Deux techniques ont été utilisées pour quantifier les sous-unités du protéasome : une 
révélation par chimioluminescence du 20S et une révélation par fluorescence des sous-unités 
du 20S et 19S. 
Les protéines séparées sur gel SDS-PAGE sont transférées sur membrane de 
nitrocellulose (HybondTM C Extra, Amersham Biosciences) à l’aide du système liquide Mini-
PROTEAN TetraCell (Biorad) (1h30, 60 V). La membrane est ensuite saturée pendant 1 h à 
température ambiante à l’aide d’une solution de PBS/Tween 20 à 0,1 % supplémentée en lait 
écrémé (5 %) pour les membranes révélées par chimioluminescence ou avec solution de PBS-
Tween 0.1% contenant 2 % d’agent de blocage (ECL Advance Blocking Agent, GE 
Healthcare), pour les membranes révélées avec des anticorps couplés à un fluorophore. Après 
la saturation des sites non spécifiques, la membrane est lavée au PBS-Tween 0.1% puis 
incubée une heure à température ambiante et sous agitation avec les anticorps primaires 
suivants : anticorps monoclonaux de souris (Biomol) dirigés contre deux sous-unités du 
régulateur 19S (Rpt1 dilution 1/5000 et Rpn12 dilution 1/1000) et des anticorps polyclonaux 
de lapin (Biomol) dirigés contre plusieurs protéines du protéasome 20S dilution 1/1000 (α5, 
α7, β1, β5, β5i, β7). La membrane a été lavée au PBS-Tween 0.1 % avant incubation une 
heure avec les anticorps secondaires. Pour la révélation par chimioluminescence le protocole 




fluorescence, la membrane a été lavée au PBS-Tween 0.1% avant incubation une heure avec 
les anticorps secondaires anti-souris couplés à la cyanine 3 (1/2000 ; GE Healthcare) et anti-
lapin couplés à la cyanine 5 (1/1250 ; GE Healthcare), dans du tampon PBS-Tween 0.1%, 
BSA 0.1% à l’obscurité. Puis lavée à 3 reprises au PBS-Tween 0.1%. La membrane est 
ensuite séchée, puis révélées avec le scanner Typhoon Trio (Amersham Biosciences) 
(λexcitation : 532 nm, λémission : 580 nm pour la cyanine 3 ; λexcitation : 633 nm, λémission : 670 nm 
pour la cyanine 5 ; scanner Typhoon Trio ; GE Healthcare).  
c. Quantification par ELISA 
La quantification du protéasome issu du lysat total ou de la fraction cytoplasmique des 
cellules KG1a et U937est réalisée par la technique ELISA de type « double sandwich ».  
1. Principe général de la méthode du double sandwich 
Le premier anticorps, fixé en excès à la surface du puits, reconnaît un épitope 
spécifique de l’antigène qui doit être dosé. Un deuxième anticorps va ensuite reconnaître un 
ou plusieurs autres épitopes sur l’antigène. La fixation de l’antigène est révélée grâce à un 
troisième anticorps anti-immunoglobuline marqué par une enzyme, qui se lie sur le deuxième 
anticorps. Ici, l’anticorps fixé à la surface des puits est l’anticorps monoclonal MCP21. 









2. Dosage  
Le test ELISA a été réalisé dans une microplaque IMMULON HBX 4 de 96 puits. Le 
«coating» de la plaque est effectué avec 100 µl par puits d’anticorps monoclonal MCP21 
dilué à 5 µg/mL dans du PBS. L’adsorption sur la plaque dure toute une nuit à 4°C. Les puits 
ont ensuite été lavés 3 fois 5 minutes par 200 µl de PBS-Tween 20 0,1 % (PBST) sous 




200 µl de PBS-BSA 2% pendant 1 heure sous agitation lente. La plaque a ensuite été lavée 3 
fois 5 minutes par du PBST en suivant le même protocole. Les échantillons de protéasome 
(dilués dans du PBS), ont ensuite été déposés dans un volume de 50 µl par puits et incubés 
pendant 2 heures à température ambiante et sous agitation lente. La gamme étalon est 
préparée avec du protéasome 20S commercial. Les quantités de protéasome déposées sont 
comprises entre 0 et 50 ng avec 7 points par gamme, chaque point étant réalisé en triplica. La 
plaque a ensuite été lavée 3 fois 5 minutes avec du PBST avant d’ajouter le deuxième 
anticorps. Le deuxième anticorps a été dilué à 1/1000 dans du PBS-BSA 2 %, et 50 µl ont été 
déposés dans chaque puits, puis incubés 1 heure sous agitation lente. La plaque a ensuite été 
lavée 3 fois 5 minutes avant d’ajouter le troisième anticorps dilué également à 1/1000. Dans 
chaque puits ont été déposés 50 µl du troisième anticorps, puis la plaque est mise a incubée 1 
heure sous agitation lente. La plaque a ensuite été lavée 3 fois 5 minutes puis bien séchée. Le 
substrat ABTS utilisé pour la réaction d’oxydation catalysée par la HRP se transforme en 
produit coloré absorbant à la longueur d’onde de 416 nm, selon la réaction suivante : 
H2O2 + 2 ABTS       H2O + 2 ABTS* 
 Cinquante microlitres de solution de substrat ABTS à 2 mg/mL, préparée dans du tampon 
citrate 0,1 M (pH 4,2) avec ajout d’eau oxygénée (H2O2) à 0,03 % au dernier moment, ont été 
déposé par puits. Le suivi de la DO à 416 nm est réalisé dès l’ajout du substrat à raison d’une 
mesure par minute pendant 20 minutes (µQuant, BIO-TEK). Pour chaque échantillon de 
protéasome, la pente de la droite exprimant la DO à 416 nm en fonction du temps est calculée 
à partir des dix dernières mesures grâce au logiciel Excel. La valeur de la pente correspond à 
la vitesse initiale (Vi) de la réaction d’oxydation de l’ABTS par la HRP. La droite étalon est 
obtenue en traçant la droite Vi = f (quantité de protéasome). 
III. Détermination de l’activité chymotrypsine-like du protéasome 
La quantité de protéasome 20S présente dans les lysats cellulaires est estimée par mesure 
de l’activité ChT-like sur un substrat fluorogénique synthétique, le peptide Succinyl-Leu-Leu-
Val-Tyr-Amido-4-MéthylCoumarine (Suc-LLVY-AMC) (BIOMOL). L’activité du 
protéasome 20S sur le peptide fluorogénique est déterminée, en mesurant à 37°C toutes les 5 
minutes et pendant 1h30, l’émission de fluorescence due à la libération d’AMC, en utilisant le 
spectrofluorimètre (FLX-800 BIO-TEK) et des microplaques de 96 puits (FLUOTRAC 200, 





est de 100 µl par puits : 50 µl d’échantillon contenant le protéasome et 50 µl de substrat 
fluorogénique à 400 µM. La cinétique d’augmentation de fluorescence est mesurée avec des 
longueurs d’onde d’excitation et d’émission de 360 nm et 460 nm respectivement. Une courbe 
d’étalonnage exprimant le nombre d’unités de fluorescence en fonction de la concentration en 
AMC permet de quantifier l’activité enzymatique en picomoles d’AMC libérées par minute. 
Un témoin négatif est également réalisé sur chaque fraction afin de mesurer l’activité 
chymotrypsine non attribuable au protéasome en ajoutant 10 µM de lactacystine, celle-ci étant 







ETUDE DE L’EFFET DE LA LACTACYSTINE SUR DES 
CELLULES DE LEUCEMIES AIGÜES MYELOÏDES PAR UNE 
APPROCHE DE PROTEOMIQUE QUANTITATIVE DE TYPE 
SILAC 
I. Culture des cellules SILAC (Stable Isotope Labelling with 
Amino acides in cell culture) 
La culture est réalisée dans un milieu SILACTM RPMI 1640 (Invitrogen) déplété en L-
gltamine, L-arginine et L-lysine supplémenté de 10% de SVF dialysé pour les cellules U937 
et 20% SVF pour les cellules KG1a. La L-glutamine (Gibco) ainsi que la pénicilline et la 
steptomicine sont rajoutées aux concentrations décrites pour la culture en condition 
« standard ». Les milieux sont ensuite filtrés (0.45µm de diamètre). Cette culture est menée en 
présence d’arginine (L-Arg 12C6-14N4, MW=174.1117) et de lysine (L-Lys 12C6-14N2, 
MW=146.1055) “légère“, ou d’arginine (L-Arg 13C6-15N4,MW=184.1241) et de lysine (L-Lys 
13C6-14N2,MW=152.1259) “lourde“ (Invitrogen) à des concentrations massiques finales de 
100mg/L par acide aminé. Les cellules, entretenues à l’identique des cellules en condition 
”standard”, sont adaptées à ce milieu SILAC au minimum 4 jours. La croissance cellulaire 
ainsi que la viabilité cellulaire sont évaluées par comptage en présence de bleu trypan. Pour 
cela, 10 µl de bleu trypan à 0,4 % (Sigma) sont ajoutés à 50 µl de suspension cellulaire. Le 
comptage est réalisé au microscope optique au moyen d’une cellule de numération de 
Neubauer. Les cellules KG1a et U937 possèdent un temps de doublement de 50 H. Après 6 
cycles de divisions, l’incorporation totale des acides aminés au niveau des protéines est 
vérifiée en spectrométrie de masse.  
II. Traitement des cellules 
Un des lots de cellules (milieu SILAC léger ou lourd) par lignée cellulaire est traité 
pendant 6 H avec 5 µM de lactacystine. Après traitement, les cellules traités ou non sont 
comptées en utilisant un compteur à particules (Coulter Particule counter Z1, taille 
particule=5μm). Un deuxième comptage est effectué en utilisant le bleu trypan (Sigma), pour 
cela 10µl de bleu trypan à 0.4% (sigma) sont ajoutés au 50µl de suspension cellulaire. Les 
cellules sont ensuite aliquotées en lots de 20 millions de cellules, lavées au PBS et conservées 




III. Préparation des échantillons 
a. Préparation des fractions subcellulaires 
20.106 cellules traitées sont mélangées avec 20.106 cellules non traitées (rapport 1 :1 ) 
avant les différentes étapes de séparation et d’analyse en spectrométrie de masse. Au départ 
chaque culot de cellules est resuspendu dans 500 μL de tampon Bo (20 mmol/L Tris-HCl pH 
7.5, 0.5 mmol/L MgCl2, NP40 0.5%, Complete 1X) puis les deux culots sont réunis et les 
cellules sont ainsi traitées simultanément. Les cellules subissent ensuite un traitement 
mécanique à l’aide d’un ultraturax (15 secondes en position 1) dans de la glace et on vérifie 
que les membranes plasmiques ont été rompues et que les noyaux sont intacts sous 
microscope. Après centrifugation à 800 g, 10 minutes à 4°C, le surnageant postnucléaire est 
séparé du culot de noyaux puis soumis à une ultracentrifugation de 150000 g à 4°C pendant 
45 minutes afin de discriminer la fraction cytosolique (surnageant) de la fraction microsomale 
(culot). La fraction cytosolique est ensuite lavée 3 fois avec 4 volumes d’acétone froid. La 
fraction microsomale est lavée avec du NaCl 0.5M. Les culots de noyaux sont repris dans 500 
μL de tampon B1 (tampon B0, 4.5 mmol/L MgCl2, 5 mmol/L CaCl2) et incubé 10 minutes à 
30°C sous agitation modérée avec 1μL de DNase I (10mg/L). L’échantillon est alors soumis à 
une centrifugation de 800g durant 10minutes à 4°C pour séparer le culot de noyaux de la 
fraction de lavage à la DNAse I. L’incubation du culot avec une solution de tampon Bo à 0.37 
mol/L de chlorure de sodium pendant 1 h sur roue permet de réaliser une première extraction 
des protéines nucléaires récupérées dans le surnageant (surnageant 1) après centrifugation de 
15 minutes à 13000 rpm et 4°C. Le culot est alors incubé avec une solution de tampon B0 à 1 
mol/L de chlorure de sodium et un deuxième extrait de protéines nucléaires (surnageant 2) est 
obtenu par centrifugation de 15 minutes à 13000 rpm et 4°C. Les deux surnageants sont 
regroupés pour former l’extrait de protéines nucléaires. Les extraits de protéines cytosoliques, 
microsomales et nucléaires sont ensuite dosés en utilisant la méthode de Bradford avec une 
gamme étalon de BSA. 
b. Analyse de la pureté des fractions 
La pureté des fractions subcellulaire est évaluée par la recherche de protéines 
spécifiques de chaque compartiment subcellulaire. Deux protéines ont été recherchées : la 
PARP localisée dans le noyau et l’actine pour la fraction cytoplasmique. 50 µg de chaque 




première partie de cette section à été réalisé. L’anticorps anti-PARP dilution 1/2000 et l’anti-
actine dilution 1/20000. 
IV. Réduction et alkylation des protéines 
Les protéines de chaque extrait (cytosolique, microsomale et nucléaire) préparées à 
partir de 40.106 cellules sont mis en solution Laemmli 1X (40 mmol/L tampon Tris pH 6.8, 
2% SDS, glycérol 10%, bleu de bromophénol 0.001%, DTT 25 mmol/L) et les ponts 
disulfures des protéines sont réduits par le DTT 30 minutes à 56°C. Les cystéines sont ensuite 
alkylées par incubation 30 minutes à température ambiante avec une solution d’iodoacétamide 
de concentration finale 90 mmol/L. Au cours de cette incubation, l’acide iodhydrique libéré 
est neutralisé par ajout de tampon Tris pH 8.8 (1.5 mol/L). 
V. Electrophorèse SDS-PAGE (1D) 
Les protéines de chaque extrait sont séparées en utilisant un gel de polyacrylamide 5% 
Stacking et 12% Separating (de 20 cm de long). Après électrophorèse 1D, le gel est fixé, 
coloré au bleu de coomassie, puis décoloré par une solution d’éthanol 30%. Des bandes 
homogènes sont excisées du gel sur toute la longueur de la piste de migration, et découpées en 
cubes de 1 à 2mm3. Trente fractions en moyenne sont ainsi récoltées puis lavées par des 
solutions successives de tampon bicarbonate d’ammonium (25 mmol/L) et tampon 
bicarbonate d’ammonium / acétonitrile (50/50) avant d’être séchées avec un évaporateur 
rotatif de type Speed-Vacuum. 
VI. Digestion trpsique « in gel » des protéines et extraction 
des peptides 
 
a. Digestion trypsique 
Les protéines de chaque bande subissent une digestion in-gel à l’aide de trypsine 
(Sequencing Grade Modified Trypsin V511A Promega) diluée dans du bicarbonate 
d’ammonium 50mM. La trypsine a été préparée à 20ng/µl et chaque tube a reçu 50µl de cette 
solution soit 1000ng de trypsine. Un volume de 50µl de bicarbonate d’ammonium 50mM a 




dans la glace pour que l’enzyme reste inactive le temps d’être absorbée. Les tubes ont ensuite 
été placés à 37°C sous agitation (700 rpm) sur la nuit.  
b. Extraction des peptides 
Le surnageant de digestion de chaque tube a été prélevé et conservé, puis les morceaux 
de gel ont été incubés 15 minutes à 37°C sous agitation dans du bicarbonate d’ammonium 
50mM et passés aux ultrasons 5 minutes. Le nouveau surnageant a été récupéré et ajouté au 
premier, et les morceaux de gel ont été incubés dans un mélange d’acide formique 5% et 
d’acétonitrile 50% pendant 15 minutes à 37°C sous agitation. Chaque échantillon a été à 
nouveau soniqué 5 minutes et le surnageant a été rassemblé avec les précédents. Cette 
incubation a été répétée ainsi que le rassemblement du nouveau surnageant avec les autres 
après sonication. Un ajout final d’acétonitrile a permis de déshydrater les morceaux de gel et 
d’obtenir un dernier surnageant. Les extraits peptidiques sont regroupés, séchés au Speed-
Vacuum et conservés à -20°C avant analyse. Pour l’analyse par spectrométrie de masse, les 
peptides sont repris avec 40µl d’une solution d’acétonitrile 10% / acide trifluoroacétique 
0.05%. 
VII. Analyse par spectrométrie de masse 
a. Analyse nanoLC-ESI-QqTOF 
Cinq microlitres de mélange peptidique est analysé par nano-chromatographie liquide 
haute pression en phase inverse couplé à un spectromètre de masse QSTAR XL (Applied 
Biosyxtem). Le système de chromatographie liquide en phase inverse (Dual gradient, LC 
Packings) comprend deux types de colonnes de silice couplées : une cartouche de 
préconcentration (5 mm x 300 μm, greffée C18) et une colonne analytique (15 cm x 75μm de 
diamètre interne greffée C18 PepMap100, Dionex). Les peptides sont chargés sur la cartouche 
de préconcentration, équilibrée en solvant A’ (eau/acétonitrile/acide trifluoroacétique : 
98/2/0.05), par un système automatisé de prélèvement d’échantillons, et dessalés grâce à 
l’unité Switchos du système HPLC délivrant un débit de 20 μL/min de solvant A’. Après 
7min de dessalage, la cartouche est basculée en ligne avec la colonne analytique, équilibrée en 
95 % de solvant A (eau/acétonitrile/acide trifluoroacétique : 98/2/0.05) et 5 % de solvant B 
(eau/acétonitrile/acide trifluoroacétique : 98/2/0.05). Les peptides sont élués de la cartouche 
vers la colonne analytique puis vers le spectromètre de masse par un gradient linéaire de 5 % 




Ultimate du système. Un potentiel de 2000V est appliqué au niveau de la source nano-
électrospray (nano-ESI) du spectromètre ESI-Qq-TOF opérant en mode positif. L’acquisition 
des données par le logiciel Analyst QS1.1 permet d’enregistrer en continu les données de MS 
et MS/MS par cycles de 5 secondes consécutifs. A chaque cycle, les données de MS sont 
accumulées pendant 1 seconde puis suivent deux acquisitions de MS/MS de 2 secondes sur 
les deux ions les plus abondants. Une fenêtre dynamique d’exclusion de 30 secondes est 
utilisée pour éviter la sélection répétitive de mêmes ions. 
b. Analyse nanoLC-ESI-LTQ-Orbitrap 
La séparation des peptides et leur ionisation reste la même pour les analyses effectuées 
au LTQ-Orbitrap (Thermo Fischer Scientific). Cinq microlitres des échantillons ont été 
injectés en µLC-nanoESI-LTQ-Orbitrap Les peptides sont d’abord chargés sur la pré-colonne 
(20µl/min) puis séparés par nanoLC sur une colonne de chromatographie phase inverse (C18 
PepMap100, 75µm diamètre interne, 15 cm, particules de 3 µm, espaces de 100 Å, LC 
Packings - Dionex) à un débit de 0.3 µl/min. L’élution des peptides s’effectue par un gradient 
d’acétonitrile croissant, par mélange progressif d’un solvant A (5% acétonitrile, 0.2% acide 
formique) et d’un solvant B (80 % acétonitrile, 0.2 % acide formique) de 5 % à 50 % de 
tampon B sur 80 minutes. Une fois élués de la colonne, les peptides sont ionisés par nano-
électrospray et conduits dans le spectromètre de masse LTQ-Orbitrap pour des analyses MS et 
MS/MS en parallèle. Les ions sont alors dirigés dans la trappe linéaire, puis dans la C-trap, 
puis dans l’Orbitrap où a lieu une analyse rapide MS des peptides à basse résolution. Ceci 
permet de détecter jusqu’à 5 ions particulièrement intenses du spectre sur lesquels sont 
ensuite réalisées 5 analyses MS/MS dans la trappe linéaire (fragmentation Collision Induced 
Dissociation ou CID), pendant qu’une analyse MS à haute résolution (60 000 à m/z = 400) est 
effectuée dans l’Orbitrap, en l’espace d’environ 1.5 seconde. Une période d’exclusion de 60 
secondes permet d’éviter de fragmenter un même peptide plusieurs fois de suite (exclusion 
des m/z de plus ou moins 5 ppm de la masse du peptide) et donc de favoriser l’identification 
de peptides moins abondants. 
VIII. Traitement bioinformatique des données 
a. Interrogation des banques de données 
Le logiciel Mascot Daemon a été utilisé pour comparer les résultats de spectrométrie de 







banque de données Swiss-Prot TrEMBL, en incluant la possibilité de modifications de masse 
sur les peptides dues aux modifications suivantes : L’oxydation des méthionines (+16Da), N-
acétylations (+42Da), l’ajout de fragments d’ubiquitine Gly-Gly (+114Da) et et Leu-Arg-Gly-
Gly (+383Da) sur les lysines, la présence d’arginine lourde (+10 Da) et de lysine lourde (+6 Da) 
sont spécifiées comme modifications variables des peptides pour toutes les recherches Mascot. 
L’alkylation des cystéines à l’iodoacétamide (carbamidométhylation, +71Da) est spécifiée 
comme modification fixe des peptides. Un site de clivage manqué par la trypsine est autorisé, et 
la tolérance de masse en MS et MS/MS est fixée à 0.5 et 0.2 Da, respectivement pour l’analyse 
de fichiers issus du QSTAR et 5 ou 10 ppm et 0.8 Da pour les fichiers issus d’une analyse LTQ-
Orbitrap. La recherche a été effectuée sur les peptides de charges 2+ et 3+. 
b. Validation et quantification des protéines identifiées 
Le logiciel MFPaQ {Bouyssie, 2007 #51} développé au laboratoire a été utilisé pour 
valider et trier automatiquement les protéines selon les scores des peptides ayant conduit à 
leur identification. Les protéines sont donc validées pour des peptides ayant une « pvalue » 
inferieure à 0.001. Cela correspond à des protéines identifiées par au moins un peptide de 
rang 1 et de « pvalue » inférieure à 0.001, ou 2 peptides de rang 1 et de « pvalue » inférieure à 
0.03 (√0.001), ou encore 3 peptides de rang 1 et de « pvalue » inférieure à 0.1 (3√0.001). Le 
peptide de rang 1 étant celui dont la séquence peptidique possède le meilleur score 










Un taux de faux positif (TFP) de 1 .3 est recherché. Une fois les protéines validées une 
quantification des peptides est effectué grâce au module de quantification du logiciel MFPaQ. 
La version 3.0.4 est utilisées pour les données QSTAR et la versions 4.0.0 beta 4 pour les 









IX. Analyses fonctionnelles 
Les recherches à l’aide des logiciels IngenuityTM (https://analysis.ingenuity.com) et 
Protein center (http://cnrs.proteincenter.proxeon.com) sont réalisées à partir des numéros 
d’accession Swissprot/Trembl des protéines issues des listes totales des protéines générées par 
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Purification and Proteomic Analysis of 20S Proteasomes
from Human Cells
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Summary
The 20S proteasome is a multicatalytic protein complex present in all eukaryotic cells.
Associated to regulatory complexes, it plays a major role in cellular protein degradation
and in the generation of Major Histocompatibility Complex (MHC) class I antigenic
peptides. In mammalian cells, this symmetrical cylindrical complex is composed of two
copies of 14 distinct subunits, three of which possess a proteolytic activity. The catalytic
standard subunits can be replaced by immunosubunits to form the immunoproteasome,
which possesses different proteolytic efficiencies. Both types of 20S proteasomes can be
present in cells in varying distributions. The heterogeneity of 20S proteasome complexes
in cells leads to different protein degradation patterns. The characterization of the subunit
composition of 20S proteasomes in cells thus represents an important step in the under-
standing of the effect of the heterogeneity of proteasome complexes on their activity. This
chapter describes the use of proteomic approaches to study the subunit composition of 20S
proteasome complexes purified from human cells. An immunoaffinity purification method
is presented. The separation of all 20S proteasome subunits by 2D gel electrophoresis
and the subunit identification by matrix-assisted laser desorption ionization time-of-flight
mass spectrometry (MALDI-TOF MS) analysis and database search are then described.
These methods are discussed with the study of 20S proteasomes purified from two human
cancer cell lines.
Key Words: Immunoaffinity chromatography; 2D gel electrophoresis; MALDI-TOF
mass spectrometry; peptide mass fingerprint; human colorectal Caco2 cells; monoblastic
U937 cells; human 20S proteasome; catalytic protein complex.
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1. Introduction
The 20S proteasome constitutes the catalytic core complex of the 26S
proteasome, which is the main machinery responsible for intracellular protein
degradation. In mammalian cells, the 20S proteasome is composed of 14 distinct
subunits arranged in four stacked rings of seven subunits each, 7777 (1).
The catalytic activity is attributed to three -type subunits, 1, 2, and 5,
whose proteolytic specificity is characterized by a peptidylglutamyl-peptide
hydrolyzing (PGPH) activity, a trypsin-like activity, and a chymotrypsin-like
activity, respectively (2). The 20S proteasome subunit composition may vary
as a function of cellular environment, and the three catalytic subunits can be
exchanged by three interferon -inducible catalytic subunits, 1i, 2i, and 5i,
leading to the immunoproteasome. Standard 20S proteasome and immunopro-
teasome differ in their protein degradation efficiency, resulting in the production
of different sets of peptides. This may, for example, dramatically affect the
generation of MHC class I antigenic peptides (3–6). In the literature, evidence
has accumulated that the proteasome subunit composition is heterogeneous
and that the distribution of the different proteasome forms varies in different
cells and tissues (7–9). The precise characterization of 20S proteasome forms
in cells thus represents a major challenge to investigate the structure/activity
relationships of this multicatalytic complex.
Proteomic approaches represent an efficient strategy to study 20S proteasome
subunit composition heterogeneity. The separation of 20S proteasome subunits
by 2D gel electrophoresis followed by their identification by mass spectrometry
(MS) has been used successfully to identify subunits of 20S proteasomes
purified from different species (10–15). These analyses reveal, in addition to
various proportions of standard catalytic subunits and immunosubunits, the
presence of isoforms for most subunits, which suggests an increased hetero-
geneity of 20S proteasome complexes. Further MS/MS analyses may allow
the characterization of these isoforms, which may be due to post-translational
modifications and splicing variants. The effect of subunit modifications and
of the subunit composition heterogeneity in general on the 20S proteasome
activity remains to be investigated.
This chapter focuses on the proteomic analysis of 20S proteasomes purified
from human cells. The first part describes an immunoaffinity purification
method used to purify human 20S proteasomes from various cell lines. This
method can also be applied to human cells from tissue. The second part presents
proteomic analyses based on 2D gel electrophoresis separation of purified
20S proteasome subunits and subunit identification by matrix-assisted laser
desorption ionization time-of-flight mass spectrometry (MALDI-TOF MS). The
whole procedure is illustrated in a third part by the analysis of purified 20S
proteasomes from two human cancer cell lines.
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2. Materials
2.1. Production and purification of MCP21 antibodies
1. MCP21 cell line (ECACC Hybridoma collection, No. 96030418).
2. Culture medium: Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM), 10 mM Hepes,
2 mM l-glutamine, and 5% fetal calf serum (FCS). The pH of this medium is not
adjusted.
3. 0.2 μm filter.
4. Sepharose HiTrap Protein G column (5 mL; GE Healthcare, Uppsala, Sweden).
5. 2 M Tris base.
6. Phosphate-buffered saline (PBS).
7. Elution buffer: 0.1 M citric acid (pH must be around 3.0).
8. Dialysis membrane (10-kDa cut-off membrane).
9. Immobilization buffer: 0.1 M NaHCO3, and 0.5 M NaCl. The pH of this solution
is adjusted to 8.3 with 2 N NaOH.
2.2. Covalent immobilization of MCP21 antibodies on Sepharose
1. CNBr-activated Sepharose™ 4 Fast Flow beads (GE Healthcare).
2. Glass filter (pore size <40 μm to retain sepharose beads).
3. Hydration solution: 1 mM HCl.
4. Glycine solution: 0.2 M glycine in immobilization buffer.
5. Immobilization buffer: 0.1 M NaHCO3 and 0.5 M NaCl. The pH of the solution
is adjusted to 8.3 with 2 N NaOH.
6. Wash buffer ➊: 0.1 M sodium acetate, pH 4.0 (mix 0.1 M sodium acetate and
0.1 M acetic acid to reach pH 4.0), and 0.5 M NaCl.
7. Wash buffer ➋: 0.1 M Tris–HCl, pH 8.0, and 0.5 M NaCl.
2.3. Purification of 20S proteasome from human cell lines
1. Lysis buffer: 20 mM Tris–HCl, pH 7.6, 50 mM NaCl, 10 mM ethylenedi-
aminetetraaceticacid (EDTA), protease inhibitors (2 tablets for 100 mL buffer;
Roche, Mannheim, Germany, reference: 1873580), and phosphatase inhibitors (1
mM sodium orthovanadate, 10 mM sodium pyrophosphate, and 20 mM sodium
fluoride) (see Note 1).
2. Liquid nitrogen.
3. Water bath at 30°C.
4. FPLC system equipped with a UV detector and a pump.
5. FPLC column (10 mm ID, 10 cm length) fitting to the FPLC system.
6. Equilibration buffer: 20 mM Tris–HCl, pH 7.6, 150 mM NaCl, and 1 mM EDTA.
7. Elution buffer: 20 mM Tris–HCl, pH 7.6, 2 M NaCl, and 1 mM EDTA.
2.4. Salt elimination and TCA/acetone protein precipitation
1. Dialysis membrane (10-kDa cut-off membrane).
2. 1.5 mL microcentrifuge tubes.
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3. Floating stand for microcentrifuge tubes.
4. 40% trichloroacetic acid solution, stored at 4°C.
5. Acetone, stored at –20°C.
2.5. 2D gel electrophoresis separation
1. Resuspending buffer: 9 M urea, 2.2% (w/v) CHAPS, and 0.003% (w/v)
bromophenol blue. Aliquots can be stored at –20°C.
2. 2 M dithiothreitol (DTT).
3. Bio-lyte ampholytes 3–10 buffer (Bio-Rad, Hercules, CA, USA).
4. One- and two-dimensional gel electrophoresis equipment (Bio-Rad or GE
Healthcare).
5. First dimension gel strips: ReadyStrip™ IPG Strips, 17 cm, pH 3–10 NL (Bio-
Rad, reference: 163-2009) (see Note 2).
6. Mineral oil: biotechnology grade (use the oil recommended by the one-
dimensional gel electrophoresis device’s supplier).
7. Electrode wicks (Bio-Rad).
8. Equilibrating buffer: 50 mM Tris–HCl, pH 8.8, 6 M urea, 30% (v/v) glycerol,
2% (w/v) sodium dodecyl sulphate (SDS), and 0.25% (w/v) bromophenol blue.
Prepare aliquots of 2.5 mL and store at –20°C.
9. 12–12.5% acrylamide gel for SDS–polyacrylamide gel electrophoresis (PAGE)
second dimension of separation (see Note 3).
10. Molecular weight markers (low range: ∼10 kDa–120 kDa).
2.6. 2D gel staining
1. Fixation solution: EtOH/water/acetic acid, 40/50/10 (v/v/v).
2.6.1. Coomassie Blue staining
1. Staining solution: 1 tablet of PhastGelBlue (GE Healthcare, reference: 17-0518-
01) in 500 mL of EtOH/water/acetic acid, 40/50/10 (v/v/v).
2. Destaining solution: EtOH/water/acetic acid, 25/67/8 (v/v/v).
2.6.2. Colloidal Coomassie Blue staining
1. Prestaining solution: 17% (w/v) ammonium sulphate, 34% (v/v) methanol, and
3% (w/v) phosphoric acid in water.
2. Staining solution: prestaining solution supplemented with 0.1% (w/v) colloidal
blue G 250 (see Note 4).
2.6.3. Silver nitrate staining
1. Sensitizing solution: 3 g/L potassium tetrathionate, 0.5 M potassium acetate, and
30% (v/v) ethanol.
2. Staining solution: 2 g/L silver nitrate.
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3. Development solution: 30 g/L potassium carbonate, 0.012% (v/v) formaldehyde,
and 0.00125% (w/v) sodium thiosulfate.
4. Destaining solution: 15 mM potassium ferricyanide and 50 mM sodium
thiosulfate.
2.7. In-gel digestion and peptide extraction
1. Trypsin, sequencing grade (Sequencing Grade Modified Trypsin; Promega,
Madison, WI, USA reference: V511A).
2. Trypsin solution: 12.5 ng/μL of trypsin in 12.5 mM ammonium bicarbonate
prepared from a stock solution of 0.1 μg/μL of trypsin in the Promega resolubi-






2.8. Sample preparation for MALDI-TOF analysis
1. ZipTipμC18 (Millipore, Bedford, MA, USA reference: ZTC18M960).
2. Equilibration solution: 0.1% (v/v) trifluoroacetic acid (TFA) in water.
3. Elution solution: H2O/acetonitrile/TFA, 20/80/0.1 (v/v/v).
4. Matrix solution: 10 mg/mL of -cyano-4-hydroxy-cinnamic acid (Sigma,
Steinheim, Germany reference: C-2020) in H2O/ACN/TFA (50/50/0.1, v/v/v).
Vortex vigorously and let stand on the bench at room temperature for 30 min–1
h for maximum solubilization in the solution, whose concentration in matrix is
close to saturation.
5. MALDI plate.
2.9. MALDI-TOF analysis and database search
1. MALDI-TOF mass spectrometer.
2. Database search software for “peptide mass fingerprint” data.
3. Methods
The methods developed in the following subheadings describe (1) the purifi-
cation of 20S proteasome from human cell lines and (2) the proteomic analysis
of purified 20S proteasome complexes based on 2D gel electrophoresis and
“peptide mass fingerprint” analysis. The whole procedure is then illustrated
with the proteomic analysis of purified 20S proteasomes from two human
cancer cell lines.
306 Bousquet-Dubouch et al.
3.1. Purification of 20S proteasomes from human cell lines
We perform immunoaffinity chromatography to purify human 20S
proteasome complexes. This approach uses antibodies specifically interacting
with one 20S proteasome subunit. The method is fast and provides highly
purified active proteasomes even though the degree of purity may vary from
one cell line to another. The 20S proteasome purity can be controlled by 2D
gel electrophoresis analysis.
3.1.1. Production and purification of MCP21 antibodies
The hybridoma cell line MCP21 secretes antibodies (IgG1) reacting with the
2 subunit of human and rabbit proteasome complexes, which can either be
native or denatured.
1. Maintain the culture between 5 × 104 and 1 × 106 cells/mL, under 5% CO2 and
at 37°C.
2. Culture cells until you reach a volume between 1.5 and 2 L of cell suspension
and let the cells grow for 1 week without medium replacement to increase the
antibody concentration in the medium.
3. Recover the supernatant by centrifugation (10 min, 1200 g) and clarify it by
filtration on 0.2 μm filters.
4. Purify the antibodies by FPLC on a Sepharose HiTrap Protein G column:
a. Equilibrate the column with PBS buffer (flow rate 1 mL/min).
b. Load the supernatant containing antibodies onto the column (flow rate 0.5–1
mL/min, 4°C, overnight) (see Note 5).
c. Wash the column with PBS buffer (flow rate 1 mL/min, 2h).
d. Elute with the acidic elution buffer at a flow rate of 0.5 mL/min.
e. Collect 4-mL fractions in tubes containing 200 μL of 2 M Tris-base to
neutralize the pH.
5. Pool the most concentrated fractions (OD > 0.1) and dialyze them against immobi-
lization buffer.
6. Calculate the MCP21 antibody concentration by measuring the solution
absorbance at 280 nm (280 = 1.4 cm
−1/gL−1) (see Note 6).
3.1.2. Covalent immobilization of MCP21 antibodies on Sepharose
1. Add 10 mL of hydration solution to 1 g of dehydrated CNBr-activated
Sepharose™ 4 Fast Flow beads.
2. Wash the beads with 200 mL of hydration solution using a glass filter. Gently
scrape the beads from the glass filter using a spatula (see Note 7).
3. Add 8 mg of 0.5–1 mg/mL purified MCP21 antibody solution prepared in immobi-
lization buffer to the beads and incubate overnight at 4°C under gentle agitation
(see Note 8).
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4. Wash the beads with 200 mL of immobilization buffer using the glass filter.
5. Incubate the beads with 10 mL of glycine solution for 6 h at 4°C under gentle
agitation. Glycine saturates the CNBr sites that did not react with antibodies.
6. Wash the beads successively with 100 mL of wash buffers ➊ and ➋. Repeat three
more times.
7. Recover the beads in ∼15 mL of 10 times diluted wash buffer ➋ and store at 4°C
(see Note 9).
3.1.3. Purification of 20S proteasome from human cell lines
1. Grow cells until you obtain 0.5–1.0 × 109 cells. Harvest cells by centrifugation
at 1500 g and wash them three times with PBS (see Note 10).
2. Suspend the pellet in 30–50 mL of lysis buffer and break the cell wall by
three consecutive freeze/thaw cycles (liquid nitrogen/30°C water bath) to obtain
cytoplasmic proteasome.
3. Centrifuge to eliminate cell debris (48,000 g, 2 h, 4°C).
4. Sediment or centrifuge the sepharose beads (1–5 min, low speed, 2000 gmaximum
to avoid bead damage) and discard the supernatant. Incubate immediately the
lysis extract supernatant with sepharose beads coupled to MCP21 antibodies
(overnight, 4°C, gentle agitation to enable permanent homogenization of the
mixture).
5. Discard the major part of the supernatant by sedimentation or centrifugation (1–5
min, low speed, 2000 g maximum).
6. Fill the FPLC column with the sepharose beads (see Note 11) and connect the
column to the FPLC system. Rinse it with the equilibration buffer for 30 min (0.5
mL/min, 4°C) or longer if necessary to obtain a stable UV baseline signal. Switch
the mobile phase to the elution buffer (0.5 mL/min, 4°C) to elute the proteasome
with a saline step. Collect 2-mL fractions (see Note 12).
7. Calculate the proteasome concentration in the fractions by measuring their
absorbance at 280 nm (280 = 0.865 cm
−1/gL−1) (see Note 13).
3.2. Proteomic analysis of purified 20S proteasomes
Proteomic analyses can be performed on a small quantity of proteasome
sample (1–40 μg) to control the purity and thus the purification steps efficiency.
It can also be performed on larger quantities (40–100 μg) to study the
proteasome subunit composition in more detail. This involves the identification
of all the proteins detected after 2D gel separation, including subunit isoforms,
and possibly the characterization of post-translational modifications. The main
steps to identify all subunits of a purified proteasome sample are described
in this subheading and are as follows: (1) salt elimination and protein precip-
itation, (2) 2D gel electrophoresis separation and staining, (3) protein in-gel
digestion and peptide extraction, and (4) sample cleanup and MALDI-TOF MS
analysis.
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3.2.1. Salt elimination and TCA/acetone protein precipitation
Purified proteasome samples are stored in a highly saline solution (2 M
NaCl), which is prohibited to perform isoelectrofocusing, the first dimension
of 2D gel electrophoresis separation. Before performing 2D gel electrophoresis
separation, purified proteasome samples are thus desalted by dialysis against
deionized water. We usually perform a “small-scale dialysis” adapted from the
protocol of Orr et al. (16) for sample volumes ranging from 50 to 500 μL. A
precipitation step using TCA/acetone is then performed to ensure complete salt
elimination and to concentrate and resuspend the proteasome in the appropriate
buffer for isoelectrofocusing separation.
1. To dialyze the proteasome fractions in 2 M NaCl solution against deionized water,
prepare centrifuge tube caps by cutting off the middle part of the cap using a
cutter blade (see Note 14). Load the sample into a centrifuge tube. Cut 2–3 cm2
of single-thickness dialysis membrane, rinse it in deionized water, and remove
excess liquid. Place the membrane on top of the centrifuge tube containing the
sample (see Fig. 1A) and push down the perforated cap (see Fig. 1B). Place
the tube upside down on a floating stand so as to position the membrane in the
dialysis buffer. Gently tap the tube to ensure that the whole sample is in contact
with the membrane interface and check that no air bubble is trapped under the
membrane surface (see Fig. 1C). Gently stir the dialysis buffer overnight at 4°C.
2. Perform all precipitation steps in 1.5- or 2-mL centrifuge tubes at 4°C. Add 1
volume of cold 40% (w/v) trichloroacetic acid to the proteasome sample. After
vigorous homogenization, keep at 4°C for 30 min. Centrifuge for 15 min at
14,000 g, 4°C (see Note 15). Discard the supernatant by gentle pipetting at the
side opposite to the pellet. Wash with one volume of cold acetone, vortex, and
centrifuge for 10 min at 14,000 g, 4°C. Discard the supernatant. Wash with
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Fig. 1. Microdialysis of 20S proteasome samples. (A) A small piece of dialysis
membrane is placed on top of the tube containing the proteasome sample and a perfo-
rated tube cap has been prepared. (B) The perforated cap is pushed down on top of the
tube. (C) The tube is placed on a floating stand and put upside down with the dialysis
membrane in the dialysis buffer.
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3.2.2. 2D gel electrophoresis separation
The 17 constitutive 20S proteasome subunits (14 standard subunits and 3
immunosubunits) possess pI ranging from 4 to 9 and molecular weights ranging
from 21 to 31 kDa. To separate all subunits in a single gel, IPG strips of 3–10
in pI scale and of at least 11 cm in length are necessary. However, to achieve
isoform separation, IPG strips of 17 cm in length are necessary, and the use of a
non-linear ampholyte gradient improves the separation resolution in the middle
range of pI. To obtain confident mass spectrometric identifications, we usually
perform the 2D gel electrophoresis separation with 40 μg of purified proteasome.
1. Resuspend the precipitated proteasome sample in 344 μL of resuspending buffer
and add 5.3 μL of 2 M DTT to obtain a 30 mM final concentration. Vortex
vigorously. Let stand for 1 h at room temperature and then overnight at 4°C.
2. Add 0.7 μL of Bio-Lyte ampholytes 3–10 buffer to the sample just before isoelec-
trofocalization. Rehydrate the IPG gel strip with the sample solution first in a
passive way for 9 h at 20°C and second in an active way for 6 h at 50 V. Increase
the voltage linearly from 50 to 8000 V in 2 h and maintain the high voltage until
you reach a total of 65,000 Vh (see Note 16).
3. Incubate the IPG strip in the equilibrating buffer containing 30 mM DTT for 15
min at room temperature to reduce the proteins. This second reduction step is
necessary because disulfure bridges might have spontaneously reformed during
the isoelectrofocalization step. Repeat this step by replacing DTT with 135 mM
iodoacetamide to alkylate the protein cysteines.
4. Perform the SDS–PAGE (second dimension of separation) according to the 2D
electrophoresis system supplier’s recommendations.
3.2.3. 2D gel staining
The staining method is first chosen according to the quantity of protein loaded
onto the 2D gel. Roughly, for proteasome samples, quantities below 10 μg will
require the use of the most sensitive staining methods, like Coomassie colloidal
blue, silver nitrate, and Sypro staining. Otherwise, Coomassie blue staining is
used. To perform mass spectrometric analysis of the 2D gel spots, Coomassie
blue staining and colloidal Coomassie blue staining are fully compatible and are
thus recommended. If silver nitrate staining has to be used for low quantities,
a modified protocol compatible with MS needs to be followed. The use of
the fluorescent Sypro dye requires special equipment for gel imaging and spot
cutting and will therefore not be presented in this chapter.
3.2.3.1. Coomassie Blue Staining
1. Place the gel successively in fixation solution for 20 min, in staining solution
for 1 h, and in destaining solution as long as needed to remove the maximum
of background signal. The destaining solution can be replaced several times to
speed up the process.
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3.2.3.2. Coomassie Colloidal Blue Staining
1. Place the gel in the fixation solution for 20 min and incubate for 1 h in the
prestaining solution.
2. Stain the gel for 2–3 days in the staining solution. Change the staining solution
after several hours of incubation for better results.
3. Wash with deionized water to remove background signal.
3.2.3.3. Silver Nitrate Staining
The silver nitrate staining protocol given hereafter is compatible with mass
spectrometric analyses: it avoids the use of glutardialdehyde in the sensi-
tizing step and of formaldehyde in the staining step. Glutardialdehyde and
formaldehyde probably induce some cross-linking between amino acid-reactive
side chains (17).
1. Place the gel successively in fixation solution for 20 min and in sensitizing
solution for 45 min. Wash three times for 10 min with deionized water.
2. Place the gel in staining solution for 50 min and rinse with deionized water for 1
min.
3. Place the gel in development solution for around 10 min (to be adapted to the
quantity of proteins) and stop staining by adding 5% (v/v) acetic acid for 15 min
(see Note 17).
4. Immediately excise the gel spots and cover them with the destaining solution with
gentle shaking until no bands are visible, approximately 10 min. The gel pieces
should turn yellow. Wash gel pieces four to five times for 15 min with deionized
water until they are transparent and have no background color anymore. Now
proceed to step 2 of Subheading 3.2.4.
3.2.4. Spot excision, in-gel protein digestion, and peptide extraction
1. Excise gel spots using a clean scalpel blade (see Note 18) and wash the gel pieces
in centrifuge tubes containing deionized water (100 μL).
2. Remove the water, add 30–50 μL of acetonitrile to dehydrate the gel pieces, and
discard the supernatant.
3. Incubate in 100 mM ammonium bicarbonate (30–50 μL, 15 min, 37°C, under
shaking). Add 30–50 μL of acetonitrile (15 min, 37°C, under shaking) to destain
the gel pieces. Discard the supernatant.
4. Repeat the incubation step (step 3) until the gel pieces become colorless.
5. Lyophilize to dryness (around 10 min in a speed-vacuum centrifuge; gel pieces
become white and hard).
6. Add 5–10 μL of trypsin solution (enough to cover the gel pieces) and incubate
overnight at 37°C under shaking.
7. Sonicate for 5–10 min and transfer the peptide-containing supernatant to another
tube.
8. Incubate the tube containing the gel pieces with 15 μL of 25 mM ammonium bicar-
bonate for 15 min at 37°C under gentle shaking and sonicate for 5 min. Add 15 μL
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of acetonitrile and reincubate for 15 min at 37°C under gentle shaking. Reson-
icate and pool the supernatant with the previous one from step 7. Add 15 μL of
5% (v/v) formic acid solution to the tube containing the gel pieces and incubate
for 15 min at 37°C under shaking. Sonicate for 5 min. Add 15 μL of acetoni-
trile and reincubate for 15 min at 37°C under shaking. Resonicate and combine
all supernatants. Lyophilize to dryness using a speed-vacuum (seeNote 19).
3.2.5. Sample preparation for MALDI-TOF analysis: desalting
and plate spotting
After peptide extraction from 2D gel spots, a desalting step is necessary
to achieve high-quality MALDI-TOF spectra. However, if the peptide gel
extraction step is omitted (see Subheading 3.2.4., step 8), then the tryptic
digest supernatant can be directly analyzed, without performing the desalting
step. In this supernatant, the salt concentration is indeed low enough (12.5 mM
ammonium bicarbonate) to obtain good-quality MALDI-TOF spectra.
1. Wash the ZipTipμC18 stationary phase successively with acetonitrile/water, 80/20
(v/v) (10 μL, three times), and acetonitrile/water, 50/50 (v/v) (10 μL, three times).
Equilibrate with 0.1% (v/v) TFA (10 μL, three times). Load the peptide mixture
onto the ZipTipμC18 stationary phase by 10 admission/delivery cycles. Wash three
times with 10 μL of 0.1% (v/v) TFA to eliminate residual salts. Elute with 1.5–3
μL of elution solution by applying several admission/delivery cycles to maximize
the elution efficiency (see Note 20).
2. Dilute the supernatant of a freshly prepared matrix solution twice with a solution
of H2O/ACN/TFA, 50/50/0.1 (v/v/v).
3. Deliver 0.5 μL of desalted peptide sample onto the MALDI plate and let it dry.
Add 0.3 μL of the diluted matrix solution. Let the mixture crystallize at room
temperature.
3.2.6. MALDI-TOF MS analysis and database search
MALDI-TOF MS analysis allows a fast analysis of protein digests. It is well
suited for the analysis of 2D gel spots, which often contain only one protein.
This is the case of 20S proteasome samples, for which all subunits can be
separated on a 2D gel. Protein digests are thus not too complex, and therefore
suppression effects during ionization should be minimized. The mass spectra
obtained are referred to as “peptide mass fingerprints” of the protein and are
used to search databases. The confidence in protein identifications is directly
related to the quality of the acquired data and to the parameters used to perform
the database search. Protein identification is based on the comparison of the
peptide masses given by the mass spectrometric analysis to the peptide masses
obtained by theoretical tryptic digestion of each protein in the database. The
mass accuracy and the number of peptides detected per protein are thus critical
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parameters. One of the limitations of the “peptide mass fingerprint” approach is
the presence of unexpected modifications of peptide sequences, which change
the peptide masses and prevent any match to the theoretical masses. The protein,
however, may still be identified, but a precise characterization of the protein
modifications requires MS/MS analyses.
1. Set the MALDI-TOF mass spectrometer in positive ion mode using the reflectron
(see Note 21).
2. Adjust all necessary parameters and acquire mass spectra from m/z 700 to m/z
3000 (see Note 22).
3. Calibrate the spectra preferably by internal calibration using autodigestion peaks
of trypsin ([M + H]+ at m/z 842.510 and m/z 2211.105) or by external calibration
using a mixture of known peptides if autodigestion peaks of trypsin are not present
or not sufficiently resolved in the spectrum (see Note 23).
4. Extract a peak list from each acquired spectrum (see Note 24).
5. Perform the database search using dedicated software, such as Protein Prospector
and Mascot (see Note 25). Select the human Swiss-Prot database (see Note 26),
trypsin that is able to cleave before proline residues as the digestion enzyme,
carbamidomethylation as a systematic cysteine modification, methionine oxidation
and protein N-acetylation as possible modifications (see Note 27), a number of
missed cleavages of 1 or 2, and a minimum number of peptides belonging to
the same protein of 4. Set the mass accuracy according to the calibration used
for data acquisition: the lower the value in ppm, the more stringent the database
searches (see Note 28).
3.3. Proteomic analysis of 20S proteasomes purified from human
monoblastic U937 and colorectal Caco2 cell lines
The methods described in Subheadings 3.1 and 3.2 have been carried out to
purify and analyze 20S proteasomes from two human cancer cell lines. The 2D
gel images obtained after 2D gel electrophoresis separation and Coomassie blue
staining of 20S proteasomes purified from colorectal Caco2 and monoblastic
U937 cultured cells are presented in Fig. 2. MALDI-TOF analysis of each
detected spot has been performed, and the identified 20S proteasome subunits
are labeled on the 2D gels. These analyses show that all 20S proteasome
subunits can be identified. The 2D gel image of the Caco2 20S proteasome
sample reveals additional spots of higher molecular weights corresponding to
copurified proteins. For U937 purified 20S proteasome, however, no other spot
than those corresponding to proteasome subunits has been detected, and only
the part of the 2D gel containing the 20S proteasome subunits is shown in
Fig. 2. This indicates a high purity of the U937 20S proteasome sample and
thus proves the efficiency of the purification method. The 2D gel images of
the two purified 20S proteasomes shown in Fig. 2 also reveal the presence



































































Fig. 2. 2D gel electrophoresis images of 20S proteasomes purified from Caco2 (A)
and U937 (B) cells. The 2D gel images have been obtained with estimated amounts of
80 and 60 μg of 20S proteasomes purified from colorectal Caco2 (A) and monoblastic
U937 (B) cells, respectively, after Coomassie blue staining. All labeled spots have been
identified by the “peptide mass fingerprint” approach. The arrows indicate the major
isoform of each identified 20S proteasome subunit, the detailed analyses of which
are reported in Table 1. A schematic representation of the 20S proteasome complex
showing the 28 subunits assembly is inserted in the top left corner of the figure. The
catalytic subunits 1, 2, and 5 that are replaced by 1i, 2i, and 5i to form the
immunoproteasome are underlined.
of isoforms of different pI associated to almost all subunits. This has previ-
ously been described for human 20S proteasome purified from erythrocytes
(10) and placenta (18). The full characterization of each isoform cannot be
achieved using MALDI-TOF MS. It requires complementary MS/MS analyses
to obtain peptide sequence information and more material to maximize the
protein sequence coverage. The detailed results of the “peptide mass finger-
print” analyses are presented in Table 1 for the most abundant isoform of each
20S proteasome subunit indicated by an arrow in Fig. 2. For all analyzed spots
but one, at least nine distinct peptides were detected, leading to high sequence
coverages ranging from 41 to 83% and to unambiguous protein identifications
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Table 1
Purified Human 20S Proteasome Subunit Identification After 2D Gel




















1 P60900 78 20 63 22
2 P25787 79 13 66 12
3 P25789 83 19 55 16
4 O14818 80 24 72 20
5 P28066 71 15 72 13
6 P25786 76 24 52 17
7 P25788 63 22 51 15
1 P28072 56 12 41 10
1i P28065 59 11 ND ND
2 Q99436 53 13 19 4
2i P40306 51 10 ND ND
3 P49720 64 14 60 12
4 P49721 73 24 57 12
5 P28074 ND ND 60 12
5i P28062 63 13 ND ND
6 P20618 76 14 54 12
7 P28070 51 9 NA NA
The database search has been performed using the following parameters: Swiss-Prot
database, trypsin that cleaves before proline residues as the enzyme, two missed cleavages,
carbamidomethyl-cysteine, possible oxidation of methionine and protein N-terminus acetylation,
and 25 ppm tolerance on mass measurements.
a Indicated by an arrow on the 2D gels presented in Fig. 2.
b Oxidized peptide analogs are excluded.
ND, Not detected on the 2D gel and NA, not analyzed by MALDI-TOF MS but the subunit
identification has been confirmed by ESI-MS/MS.
(see Note 29). The MALDI-TOF mass spectra of the tryptic digests of Caco2
20S proteasome 2 and 7 subunits are displayed in Fig. 3. An internal
calibration using the autodigestion peaks of trypsin was applied, which allowed
a mass accuracy below 10 ppm to be obtained over the acquisition mass range.

Fig. 3. in parentheses below each matched mass. Amino acid modifications are also
indicated when present. Mox indicates an oxidized methionine residue.
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Fig. 3. MALDI-TOF mass spectra of the 2 (A) and 7 (B) subunit tryptic digests
of Caco2 purified 20S proteasome. The mass spectra correspond to the analysis of the
subunit digest supernatants without further peptide extraction from gel pieces. They
have been internally calibrated using autodigestion peaks of trypsin indicated by T at
m/z 842.510 and 2211.105. An inset of the isotopic peak distribution of the labeled
monoisotopic peak at m/z 1396.596 shows a resolution of 16624 and a mass accuracy
of 7 ppm. Protein sequence numbers corresponding to identified peptides are indicated
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After database search, 4 and 15 peptides were attributed to the 2 and 7
subunits, respectively. The base peak of the 2 subunit digest spectrum at m/z
923.497, however, did not match any of the theoretical subunit peptides. This
peak still corresponds to a 2 subunit peptide, which results from an unspecific
cleavage of trypsin and is due to a chymotryptic activity (see Note 30). Even
if all peaks in a spectrum cannot be attributed, it is nevertheless recommended
to identify all major peaks. Similarly, in the 7 digest spectrum, the major
peak at m/z 1959.886 corresponds to the modified N-terminus of 7 subunit
that bears an N-acetylation. The peptide mass would not have been matched to
any 7 peptide if the N-acetylation of the protein had not been considered as
a possible modification during the database search. This example shows that
modified peptides can be prominent and that their identification increases the
protein sequence coverage.
A close comparison of the 2D maps of 20S proteasomes from the two
different cell lines shows the presence of the standard catalytic subunits, 1 and
2, as well as the immunosubunits, 1i, 2i and 5i, in the 20S proteasome of
U937 cells, whereas only the standard catalytic subunits can be observed in the
20S proteasome from Caco2 cells. Differences in the subunit isoforms distri-
bution can also be observed. A quantitative comparison, however, is difficult to
achieve when comparing Coomassie blue-stained gels. For this purpose, another
approach has been described, which is based on an isotopic labeling of the
subunits before their 2D gel separation and a relative quantification by MS (15).
The presence of both proteasome types in cells has been described to be consti-
tutive (7), and their proportion in cells has been reported to be tissue dependent
(8). The structural variations between standard 20S proteasome and immuno-
proteasome are known to change their proteolytic activities as illustrated by the
change in processing of MHC class I antigenic peptides (3–6). The development
of tools allowing a detailed description of the cellular proteasome content is
thus important to better understand the molecular mechanisms involved in the
activity and function of this essential molecular machine.
4. Notes
1. Protease and phosphatase inhibitors are to be added just before use and can be
aliquoted as concentrated stock solutions (store at –20°C).
2. It is possible to run gel strips of shorter size at the expense of resolution. Some
isoforms of pI might not be observed if shorter strips are used.
3. We use either ready-made 2D gels (ExcelGel™ 2-D Homogeneous 12.5; GE
Healthcare, reference: 17-6002-21) adapted to the Multiphor II Pharmacia
Biotech system or we run home-made gels (0.375 M Tris–HCl, pH 8.8, 12%
acrylamide, 0.03% TEMED, and 0.05% ammonium persulfate). We recommend
the use of Duracryl 30% (30T, 2.6C; Genomic Solutions, reference: 0080-0148)
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for higher tensile strength of the gel. The system must accept at least 17-cm-
large gels to transfer the proteins from the first dimension gel strip to the second
dimension SDS–PAGE gel.
4. The preparation of the solution needs the sequential addition of the different
components for complete dissolution: first dissolve the ammonium sulphate
in water (under agitation, sonicate if necessary), slowly add the methanol in
the solution (under agitation), and sonicate if salts precipitate. Add phosphoric
acid in the homogeneous solution. The staining solution containing 1% (w/v)
colloidal blue is prepared in the same way: the stain is added at the end, and
the solution is agitated at least for 30 min, ideally overnight. Filtrate if residual
blue is not solubilized.
5. When using a 5-mL column, do not load more than 1 L of antibody solution
from step 3 to avoid saturation of the column interaction sites.
6. If the concentration of the MCP21 antibody solution is lower than 0.5 mg/mL,
concentrate the solution using an ultrafiltration step with a cut-off membrane of
10 kDa.
7. Be careful to maintain the beads hydrated.
8. This quantity of covalently bound MCP21 antibodies is sufficient to purify 20S
proteasomes from 0.5 to 1.0 × 109 cells.
9. Do not store longer than 1 month for best performance. It is preferable to
perform the immobilization of MCP21 antibodies on sepharose beads just
before proteasome purification. The beads coupled with MCP21 antibodies can
be reused once or twice without significant yield loss, provided the purifi-
cation procedures are performed within a short period of time. Use preferably
proteasome lysis extracts from the same origin to avoid cross-contaminations.
10. At this point, you can store the pellet at –80°C.
11. Make sure that the phase is always hydrated.
12. Proteasomes can be stored in the elution buffer for a few weeks at 4°C
without significant decrease in activity. However, for a longer storage period,
we recommend dialyzing the proteasome solution against 100 mM Tris–HCl,
pH 8.0, and storing it at –80°C after addition of 10% (v/v) glycerol.
13. This assumes that the proteasome fraction is pure: for a majority of cell lines, the
proteasome preparation is at least 90–95% pure as estimated by densitometric
measurement after 2D gel electrophoresis separation of proteins. However, for
some cell lines, contaminants can be present in larger quantities. In this case,
the proteasome concentration is overestimated, but this does not hamper identi-
fication of the subunits.
14. These perforated caps can be reused many times after rinsing with dialysis
buffer.
15. Place the centrifuge tube in the centrifuge so as to easily locate the pellet at the
end of the step.
16. To avoid dehydration, use mineral oil as recommended by the supplier. To avoid
electro-osmotic current, place water-soaked wicks at the two ends of the gel after
the passive rehydration. The wicks are present during the active rehydration step
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and all the focusing steps. After isoelectrofocusing, the gel strip can be stored
at –80°C.
17. For better performance in mass spectrometric analysis, we recommend reducing
the development step as much as possible. A longer development time will
affect protein recovery: the darker the stain, the lower the recovery. Indeed,
silver-staining procedure interferes with peptide identification by MS (17).
18. We recommend the use of a laminar flow hood to prevent from keratin
contaminations. The use of disposable gloves, a face mask, and a hat is
mandatory.
19. For higher peptide recovery, the extraction step (step 8) is advised. It can,
however, be omitted if there is enough material in the sample.
20. Measure the desired volume of eluting solution in a centrifuge tube prior to
performing the elution step because the back pressure created by the stationary
phase may result in pipetting a lower volume. Take care never to dehydrate the
phase except at the end of the elution step.
21. We perform the analyses using a MALDI-TOF/TOF mass spectrometer (4700
proteomics analyzer; Applied Biosystems, Foster City, CA) equipped with a
delayed extraction device (delay time automatically adjusted to the focus mass
at m/z 2100) and a Nd : YAG laser operating at 200 Hz.
22. The source parameters we use are 20 kV accelerating voltage and 70% grid
voltage. The mass resolution of the instrument we obtain is at least 15,000
in the selected mass range. Acquiring below m/z 700 favors detection of
intense matrix ions and does not significantly increase the number of detected
peptides.
23. The peptide mixture we use for external calibration is composed of des-Arg1-
Bradykinin ([M + H]+ at m/z 904.4681), Angiotensin I ([M + H]+ at m/z
1296.6853), Glu1-Fibrinopeptide B ([M + H]+ at m/z 1570.6774), ACTH [1–17]
([M + H]+ at m/z 2093.0867), and ACTH [18–39] ([M + H]+ at m/z 2465.1989).
The mass accuracy we obtain is within 10 ppm with an internal calibration and
within 30 ppm with an external calibration.
24. We usually perform an automatic peak detection and peak list extraction using
the instrument software. It is usually not necessary to spend time trying to
consider too small intensity peaks for protein identification.
25. In our experience, the Protein Prospector software is more discriminating for
protein identifications than the Mascot software when searching databases with
“peptide mass fingerprint” data. Nonetheless, it is often a good idea to perform
a database search using several software tools to increase the confidence in
protein identifications.
26. When searching the Swiss-Prot database for proteasome subunits, be aware that
known subunit variants will not be directly identified, as only one sequence per
entry is used for database search. However, all known sequence modifications
are listed in the protein description entry.
27. Most 20S proteasome subunits possess an acetylated N-terminus, which may or
may not include the initial methionine residue.
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28. The mass accuracy we routinely set for database searches is 25 ppm when
an internal calibration is used and 50 ppm when an external calibration is
used.
29. The sequence coverage that can be reached is dependent on a number of
parameters: (1) the quantity of protein (the smaller the quantity, the lower the
sequence coverage) and (2) the efficiency of tryptic digestion (both inaccessible
cleavage sites and long sequence stretches without trypsin cleavage sites lower
the sequence coverage).
30. A chymotryptic activity is often observed in the proteolytic peptides generated
by trypsin, even though the latter enzyme is treated to inhibit this unwanted
activity.
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Aquantitative proteomic approach using two-dimensional
gel electrophoresis and isotope-coded affinity tag labeling
for studying human 20Sproteasomeheterogeneity
Carine Froment*, Sandrine Uttenweiler-Joseph*, Marie-Pierre Bousquet-Dubouch,
Mariette Matondo, Jean-Philippe Borges, Charlotte Esmenjaud, Christelle Lacroix,
Bernard Monsarrat and Odile Burlet-Schiltz
Institut de Pharmacologie et de Biologie Structurale, CNRS,
Toulouse, France
Mammalian proteasomes are macromolecular complexes formed of a catalytic 20S core asso-
ciated to two regulatory complexes. The 20S core complex consists of four stacked rings of seven
a or b subunits. Three b subunits contain a catalytic site and can be replaced by three interferon
g-inducible counterparts to form the immunoproteasome. Cells may constitutively possess a
mixture of both 20S proteasome types leading to a heterogeneous proteasome population. Puri-
fied rat 20S proteasome has been separated in several chromatographic fractions indicating an
even higher degree of complexity in 20S proteasome subunit composition. This complexity may
arise from the presence of subunit isoforms, as previously detected in purified human eryth-
rocyte 20S proteasome. In this study, we have used a quantitative proteomic approach based on
two-dimensional gel electrophoresis and isotope-coded affinity tag (ICAT) labeling to quantify
the variations in subunit composition, including subunit isoforms, of 20S proteasomes purified
from different cells. The protocol has been adapted to the analysis of low quantities of 20S pro-
teasome complexes. The strategy has then been validated using standard proteins and has been
applied to the comparison of 20S proteasomes from erythrocytes and U937 cancer cells. The
results obtained show that this approach represents a valuable tool for the study of 20S protea-
some heterogeneity.
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1 Introduction
The proteasome is a macromolecular multicatalytic complex
constituting the principal degradation machinery of intra-
cellular proteins. It is present in the cytoplasm and the
nucleus of all eukaryotic cells. This complex is involved in
the regulation of numerous crucial processes, such as the
cell cycle. It is also the major source of antigenic peptides
presented by the major histocompatibility complex (MHC)
class I molecules [1]. Recently, the proteasome has been
recognized as a therapeutic target in cancer therapy [2, 3].
The mammalian proteasome is composed of a catalytic
20S core complex associated with two regulatory complexes.
The 19S and the interferon g (IFNg)-inducible 11S regulatory
complexes have been described [4, 5]. Typically one 19S com-
plex associates at each end of the 20S core forming a symme-
trical structure, but hybrid proteasomes with one 11S complex
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at one end and one 19S complex at the other end have also
been described leading to a heterogeneous population of pro-
teasomes in the cell [6–8]. The 20S core complex is composed
of 28 subunits arranged in four stacked heptameric rings
(abba) forming a symmetrical barrel-shaped structure. The
two outer a rings interact with the regulatory complexes and
the two inner b rings contain three active sites, each located on
the b1, b2, and b5 subunits. These catalytic subunits can be
replaced by three IFNg-inducible counterparts, b1i, b2i, and
b5i, to form the immunoproteasome. These structural varia-
tions lead to changes in the proteasome activity, which can
affect the processing of MHC class I antigenic peptides [1, 9,
10]. The proportion of standard 20S proteasome and immu-
noproteasome in cells may vary as a function of environmen-
tal factors, such as the presence of IFNg, but also during
aging, where an increase in immunoproteasome content has
been reported based on antibody reactivity of catalytic stand-
ard subunits and immunosubunits [11]. Cells may con-
stitutively possess a mixture of standard 20S proteasome and
immunoproteasome [12], and their proportions have been
shown to be tissue dependent [13].
In rat muscle tissue, Dahlmann et al., have separated pu-
rified 20S proteasome by chromatography in even more than
two fractions corresponding to different proteasome subtypes.
These 20S proteasome subtypes possess different proteolytic
activities and their relative ratios differ between different rat
tissues [14] and in skeletal muscle of rat after induction of dia-
betes mellitus [15]. The detailed subunit composition of each
of these subtypes remains to be characterized. The separation
of purified 20S proteasome subunits by 2-DE allows a map of
all the 20S proteasome subunits to be obtained. The 2-D map
of human erythrocytes 20S proteasome subunits has revealed
an increase in subunit heterogeneity due to the presence of
isoforms for most of the subunits [16]. These isoforms may
result from PTMs, splicing variants, and single point muta-
tions. The most intense isoform of the a7 subunit, for exam-
ple, is phosphorylated [16]. This modification has recently
been described to play a role in 26S proteasome stability by
interacting with the 19S regulatory complex rather than hav-
ing a direct effect on proteolytic activity [17].
The nature of other isoforms and their impact on pro-
teasome activity, however, remains to be determined. In a
study of the effects of coronary occlusion/reperfusion on
proteasome subunit modification and peptidase activities,
the 2-D gel pattern of purified rat 20S proteasome subunits
was found to be modified due to lipid peroxidation products
after occlusion/reperfusion compared to perfusion [18].
Modification of proteasome subunits during aging is also
considered to alter its peptidase activities [19]. Comparison of
2-D gel subunit patterns of 20S proteasomes purified from
human erythrocytes and cancer cell lines revealed variations
in the relative intensities of standard catalytic subunits versus
immunosubunits and of subunit isoforms [20, 21]. The pre-
cise relative quantification of these variations as a function of
cellular origin and environment has not yet been investi-
gated. The use of antibody being restricted to the specific
detection of immunosubunits and their corresponding
standard catalytic subunits, this approach does not allow
access to the relative quantification of subunit isoforms.
We propose to study the variations in subunit composi-
tion of 20S proteasomes from different cellular origins by
using a quantitative proteomic approach based on 2-DE
separation and isotope-coded affinity tag (ICAT) labeling.
The use of ICAT reagents was initially proposed to quantify
the variations in protein expression between the two distinct
cellular states [22]. Proteins from each cellular extract to be
compared are labeled on their cysteine residues with either
the heavy or the light ICAT reagent. The two protein
extracts are then combined and digested with trypsin. The
ICAT-labeled peptides are subjected to avidin affinity chro-
matography taking advantage of the biotin moiety of the
reagent. They are then analyzed by online LC-MS/MS to
determine their heavy/light ratio indicating the initial pro-
tein variation and to identify the corresponding protein.
More recently, this methodology has been applied to the
determination of quantitative changes in the abundance and
composition of themacromolecular protein complexes [23, 24].
One limitation of this approach is to label only cysteine-con-
taining proteins. To circumvent this drawback, other strategies
like the derivatization of lysine residues and the labeling of
peptide C-termini after trypsin digestion have been developed,
which in turn present other limitations like generating very
complex mixtures of labeled peptides [25, 26]. Another draw-
back of these approaches is their inability to quantitate varia-
tions in protein isoforms resulting from PTMs like phospho-
rylations,whichmay beofmajor importance inprotein function
[27]. The use of ICATreagents has been shown to be compat-
iblewith 2-DE separation of proteins from cellular extracts [28].
For the study of the variations in 20S proteasome subunit
composition, including the variations in subunit isoforms,
we have thus chosen to combine ICAT labeling and 2-DE
separation of the labeled subunits. Given that every 20S pro-
teasome subunit contains at least one cysteine residue, ICAT
labeling is appropriate and labeling before 2-DE separation
allows a single gel to be performed. In the present work, we
show the validity of such an approach for the quantitative
analysis of 20S proteasome complexes. A comparative analy-
sis of 20S proteasomes purified from human erythrocytes
and U937 cancer cells then set grounds for further compar-
ison of 20S proteasome purified from other cancer cells.
2 Materials and methods
2.1 Standard protein samples
Standard proteins used were BSA, chicken ovalbumin
(OVAL), and bovine b-lactoglobulin (LACB), all purchased
from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA). Two micrograms
per micoliter solutions of each protein were prepared by dis-
solving lyophilized proteins into solution A (8 M urea, 50 mM
Tris buffer, pH 8.5) or solution B (8 M urea, 2% CHAPS,
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50 mM Tris buffer, pH 8.5). Several mixtures containing
these three standard proteins were prepared in solutions A
and B at different concentrations.
2.2 20S proteasome purification
Human erythrocytes and U937 20S proteasomes were puri-
fied from 100 mL of human blood and 1.16 109 cells,
respectively. The purification was performed by affinity
chromatography using the mAb MCP21 as previously
described [16] except for the lysis buffer (50 mM NaCl, 10 mM
EDTA, 20 mM Tris buffer pH 7.6 with protease and phos-
phatase inhibitors). Protein concentration was determined
using the Bio-Rad Protein Assay. About 2 and 0.5 mg of 20S
proteasome were purified from 100 mL of blood and
1.16 109 U937 cells, respectively. The purified proteasome
samples were dialyzed against Milli-Q water and con-
centrated by TCA precipitation. The pellets were resus-
pended either in solution A or B.
2.3 cICAT labeling
Equal amounts (20 mg) of the two different standard protein
mixtures or specified amounts of purified 20S proteasome
(ranging from 8 to 40 mg as described in Section 3) were
reduced and labeled with 12C- or 13C-cleavable ICAT
(cICAT) reagents (Applied Biosystems, Framingham, MA,
USA) using a slightly modified protocol from that recom-
mended from the manufacturer. Briefly, each denatured
samples in solution A or B was reduced, for 1 h at room
temperature, with trichloroethylphosphine (TCEP, Sigma-
Aldrich) diluted in 50 mM Tris buffer, pH 8.5 at a final con-
centration of 1 mM. cICAT reagents were dissolved with
10% ACN, diluted either in solution A or B and added to the
reduced samples at a final concentration of 2.5 mM. The
labeling reaction was allowed to proceed for 2 h at room
temperature in the dark. The 12C- and 13C-cICAT-labeled
samples were combined prior to protein separation by gel
electrophoresis (1-D SDS-PAGE or 2-DE).
2.4 1-D SDS-PAGE 2-DE and in-gel trypsin digestion
2.4.1 Effect of CHAPS on cleavable ICAT labeling
efficiency
Forty micrograms of standard protein as well as 80 mg of
erythrocytes 20S proteasome were subjected to SDS-PAGE
separation either unlabeled or after labeling in either solu-
tion A or B. Appropriated SDS electrophoresis sample buffer
volume was added to the samples. Electrophoresis was car-
ried out on a Multiphor II flatbed system using 12.5% acryl-
amide precast gel (Amersham Biosciences, Uppsala, Swe-
den) at 157C during 2 h at 600 V.
2.4.2 2-DE separation and image analysis
Prior to the first dimension, unlabeled and labeled standard
protein mixtures as well as 20S proteasome samples were
resuspended up to 350 mL with the rehydration buffer (9 M
urea, 2.2% CHAPS, 30 mM DTT, 0.2% Immobiline pH gra-
dient buffer, pH 3–10 (Bio-Rad, Hercules, CA, USA)). The
first dimension was performed on a Protean IEF system (Bio-
Rad). The 17 cm pH 3–10 NL IPG strips (Bio-Rad) were
rehydrated with sample buffer at 207C under passive condi-
tion during 9 h and at 50 V for 6 h. Then the samples were
focused for 2 h with a linear gradient from 50 to 8000 V and
then at 8000 V up to a total of 65 kVh. Prior to the second
dimension, the IPG strips were incubated in 50 mM Tris-
HCl, 6 M urea, 2% SDS, 30% glycerol, and 30 mM DTT with
shaking for 15 min followed by 15 min in the same solution
in which DTT was replaced by 2.5% iodoacetamide. SDS-
PAGE was performed on the Multiphor II flatbed system
using 12.5% acrylamide precast gel (Amersham Bio-
sciences). Complete migration was achieved at 157C after 1 h
at 200 V followed by 600 V for a total of 680 Vh. Proteins
were detected by CBB staining and gels were scanned with
the GS-800 densitometer (Bio-Rad).
2-D gel image analysis for standard protein mixtures was
performed using the Image Master 2-D Platinium V. 5.0
software (Amersham Biosciences). Spot detection was per-
formed automatically and spot volume percentages were
calculated after normalization of each gel. The relative pro-
tein quantification was achieved by calculating the ratio of
the spot volume percentages of two different standard pro-
tein mixtures using duplicate experiments.
2.4.3 In-gel protein digestion
Stained protein spots were excised from the gel, and in-gel
tryptic digestion was performed as described previously [29]
with minor modifications. Briefly, after several washing steps
to eliminate the stain, the gel pieces were dried under vacuum
to be rehydrated in a sufficient covering volume (7 mL) of
modified trypsin solution (12.5 ng?mL21 in 50 mMNH4HCO3;
Promega, Madison, WI, USA) for 15 min in an ice-bath. Tryp-
sin digestion was performed overnight at 377C during shak-
ing. Prior to peptide extraction, 0.5 mL of the tryptic digest was
spotted onto theMALDI target plate for subunit identification.
Peptides were extracted three times at 377C for 15 min during
shaking, using once 50 mM NH4HCO3 and twice 5% formic
acid in 50% ACN. The peptide mixture was dried under
vacuum and resuspended in 10 mL of 2X PBS (0.2 M sodium
phosphate, 0.3 MNaCl, pH 7.2).
2.5 Avidin affinity purification and cICAT reagent
cleavage
The avidin affinity purification was performed with a self-
packed micro-column filled with 5 mL UltraLink Immobi-
lized monomeric avidin media (Pierce, Rockford, IL, USA)
 2005 WILEY-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim www.proteomics-journal.de
2354 C. Froment et al. Proteomics 2005, 5, 2351–2363
and using an Eppendorf GeLoader pipette tips as previously
described [30]. The purification conditions followed the
manufacturer’s “Cleavable ICAT Kit” instructions (Applied
Biosystems). Six microliters of avidin resin (33% slurry) were
pipetted into the GeLoader tip and packed by gently applying
air pressure with a plastic syringe (Eppendorf Combitips,
1.25 mL; Hamburg, Germany). The micro-column was
washed twice with 30 mL of 30% ACN/0.4% TFA and equili-
brated with 30 mL of 2X PBS. The peptide mixture was loa-
ded and successively washed twice with 30 mL of 2X PBS,
1X PBS and 20% methanol in 50 mM NH4HCO3. cICAT-
labeled peptides were eluted with 30 mL of 30% ACN/0.4%
TFA and lyophilized. Cleavage of the cICAT reagent from
the cICAT-Iabeled peptides was achieved according to the
manufacturer’s instructions for 2 h at 377C. After another
step of lyophilization, peptides were resuspended with 10 mL
of 5% ACN/0.1% TFA, loaded onto a ZipTip mC18 (Milli-
pore, Bedford, MA, USA), washed with 0.1% TFA and di-
rectly eluted onto the MALDI target plate with a matrix so-
lution of CHCA (5 mg?mL21 in 50% ACN/0.1% TFA;
Sigma-Aldrich).
2.6 Mass spectrometry analysis, database search,
and protein quantification
MALDI-TOF MS and MS/MS analyses were performed
using a MALDI-TOF/TOF instrument (4700 Proteomics
Analyser; Applied Biosystems, Foster City, CA, USA). Pep-
tide mass mapping of tryptic digest supernatants and
MALDI-TOF MS spectra of cICAT-labeled peptide samples
were acquired in an automated positive reflector mode, from
m/z 800 to 4000 and calibrated with external calibration
(2500 shots/spectrum). MALDI-TOF MS/MS spectra were
acquired using 1 keV collision energy and air as collision gas
(7500 shots/spectrum). Peak lists from peptide mass map-
ping spectra were automatically extracted from the data
stored in the oracle database and submitted, through the
GPS Explorer system (Applied Biosystems) databases to
searching against the Swiss-Prot and NCBInr using MAS-
COT software (version 1.8; Matrix Science, London, UK).
cICAT-labeled peptide pairs were manually detected using
DataExplorer software (Applied Biosystems) or by searching
with the ExPASy FindPept tool assuming preliminary iden-
tification of proteasome subunits and considering cICAT
labeling. MS/MS spectra of cICAT-labeled peptides were
manually interpreted. Proteasome subunit quantification
was manually performed using isotopic cluster areas given
in the MS spectra by the DataExplorer peak list. The relative
quantification was achieved by calculating the abundance
ratios of each cICAT-labeled peptide pairs.
3 Results and discussion
3.1 Heterogeneity of 20S proteasome complexes
The subunits composing 20S proteasome complexes puri-
fied from monoblastic U937 cultured cells were separated by
2-DE and identified by PMF using MALDI-MS. We have
previously used this approach to establish a detailed map of
human erythrocyte 20S proteasome subunits, which
revealed numerous subunit isoforms [16]. The subunit pat-
tern obtained with U937 20S proteasome after CBB is pre-
sented in Fig. 1A. PMF analyses of each 2-D gel spot allowed
40–80% sequence coverage for all analyzed spots but two and
led to the unambiguous identification of all 20S proteasome
subunits (Table 1). Similar to the analysis of erythrocyte
Figure 1. 2-DE maps of human
20S proteasome purified from
U937 cells (A) and eryth-
rocytes (B). 20S proteasomes
purified from U937 cells (60 mg)
and erythrocytes (40 mg) were
separated in the first dimension
by IEF using a pH 3–10 non-lin-
ear IPG strip and in the second
dimension by a 12.5% SDS-
PAGE gel. The 2-D gels were
stained with CBB. All labeled
spots from the 2-D gel A were
identified by MALDI-TOF MS
and database search (see
Table 1). The 2-D gel B is repro-
duced from [16] for comparison.
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Table 1. Subunit identification of human 20S proteasome puri-










a1 P60900 47 9
a1’ P60900 65 14
a1” P60900 58 15
a2 P25787 79 13
a2’b) P25787 ND ND
a2” P25787 66 10
a3 P25789 67 15
a3” P25789 78 16
a4 O14818 75 19
a4’ O14818 68 23
a4” O14818 77 20
a5 P28066 71 15
a6 P25786 67 22
a6’ P25786 79 24
a6”’ P25786 69 18
a7 P25788 47 17
a7’ P25788 40 14
a7”b) P25788 ND ND
b1’ P28072 40 9
b1 P28072 56 12
b1” P28072 40 9
b1i P28065 59 11
b1i” P28065 44 9
b2c) Q99436 11 3
b2’ Q99436 50 10
b2i P40306 41 9
b3 P49720 54 13
b4 P49721 61 19
b4” P49721 46 13
b4”’ P49721 17 5
b5i P28062 62 14
b5i’ P28062 37 12
b6 P20618 72 14
b6’ P20618 43 10
b7 P28070 48 8
b7” P28070 51 9
b7”’ P28070 48 8
Protein spots were excised from the 2-D gel shown in Fig. 1A.
Corresponding peptide digests were analyzed byMALDI-TOFMS
and data were searched against the Swiss-Prot/TrEMBL database
using the MASCOTsoftware.
a) Oxidized analogs of peptides are excluded
b) Subunit assignment based on 2-D gel pattern comparison
c) Subunit identification performed on the corresponding spot
from a silver-stained 2-D gel of 20S proteasome purified from
human U937 cells
ND, not determined.
20S proteasome subunits, the U937 20S proteasome map
shows numerous subunit isoforms of different pI. A closer
comparison to the map of 20S proteasome purified from
human erythrocytes (Fig. 1B) reveals additional isoforms
(a10 0, a200, a60 0 0, b10 0, b400 0, and b70 0 0) for the 20S proteasome
from U937 cells and shows that the proportion of each sub-
unit isoforms varies for a number of subunits (a2, a3, a6, b2,
b4, and b7). The 2-D gel obtained with 20S proteasomes
from U937 cells also clearly shows the presence of the
standard catalytic subunits, b1 and b2, as well as the immu-
nosubunits, b1i, b2i, and b5i. The absence of the standard
catalytic subunit b5 does not imply that it is not present in
the proteasome complex but may rather be explained by the
poor focusing observed in the pI region of b5 for this 2-D gel.
Moreover, the b5 subunit has been detected on the other 2-D
gels performed in the laboratory. The 2-D map obtained
indicates that the 20S proteasome of U937 cells is composed
of a mixture of standard 20S proteasome and immunopro-
teasome, whereas erythrocytes only contain standard protea-
some. These results are consistent with the fact that each cell
type or tissue may constitutively contain varying proportions
of standard 20S proteasome and immunoproteasome [12,
13], and even a more complex heterogeneity of 20S protea-
some population as suggested by the separation of purified
20S proteasome into various fractions by chromatography
[14]. Studies on 20S proteasome assembly have shown that
mixed 20S proteasome complexes containing both catalytic
standard subunits and immunosubunits can be formed [31],
which may explain the various 20S proteasome subtypes
observed. The 20S proteasome heterogeneity may also be
due to the subunit isoforms, which suggests a high degree of
complexity. The functional significance of this structural
diversity is unknown.
3.2 General strategy for the quantitative proteomic
analysis of 20S proteasome complexes
In order to quantify the variations in 20S proteasome subunit
composition, in particular the variation in subunit isoforms,
it has been necessary to include a 2-DE separation of protea-
some subunits in the general strategy (Fig. 2). Given that all
20S proteasome subunits contain at least one cysteine resi-
due in their sequence (see Table 2), we have chosen to label
them with the cleavable ICAT (cICAT) reagent. After
denaturation and reduction, the 20S proteasome complexes
to be compared are labeled with either the light (12C isotope)
or the heavy (13C isotope) cICAT reagent and are combined
before 2-DE separation allowing a single 2-D gel to be per-
formed for further mass spectrometric analyses. Direct
MALDI-TOF MS analysis of the supernatant of each subunit
in-gel tryptic digest is then performed without cleavage of the
cICAT reagent and allows unambiguous subunit identifica-
tion. This analysis performed on the full tryptic digest has
been a useful tool for the optimization of the overall protocol.
It may also be useful for small cysteine-containing peptides
(,500–600 Da) that could be missed during MALDI MS
analysis after removal of the cleavable part of the reagent.
After extraction from the gel the cICAT-labeled peptides are
enriched using an avidin affinity chromatography step,
desalted on a ZipTip mC18 phase, and analyzed by MS.
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Figure 2. General strategy for the quantitative proteomic analy-
sis of purified 20S proteasome complexes combining 2-DE and
cICAT labeling of proteasome subunits.
Because of the subunit 2-DE separation, the complexity of
the cICAT-labeled peptide mixture does not require the use
of mLC separation before MS analyses. Protein relative
quantification and identification are determined using
MALDI-TOF/TOF MS and MS/MS analyses, respectively.
3.3 cICAT labeling efficiency and reproducibility
of 20S proteasome complexes
Optimized ICAT labeling conditions have been described
using 0.5% SDS, 6 M urea and a minimal ICAT reagent
concentration of 1 mM to achieve complete alkylation of
standard proteins [32]. These optimized conditions have
been shown to be compatible after a precipitation step with a
subsequent 2-DE separation of a yeast protein extract con-
taining 300 mg total proteins [28]. In order to apply the strat-
egy to ten times smaller quantities of total proteins and to
avoid the loss of material during the precipitation step prior
to 2-DE separation, the alkylation protocol was further mod-
ified. The conditions were chosen to be directly compatible
with the first dimension focusing conditions, where the
rehydration buffers usually used may contain 2–2.2%
CHAPS and 8–9 M urea. Consequently, the SDS was
removed and the urea concentration was increased to 8 M.
The cICAT reagent final concentration used was 2.5 mM.
The presence of 2% CHAPS was then assessed for the alky-
lation of standard proteins (LACB, OVAL, and BSA) and of
human erythrocyte 20S proteasome samples (Fig. 3). Fig-
ure 3 shows that complete alkylation of standard proteins is
achieved with or without 2% CHAPS. Alkylation of purified
20S proteasome samples is also effective as shown by the
mass shift of all subunits. Its completeness on individual
subunits, however, requires 2-DE separation to be evaluated.
Figure 4 shows the 2-D gels obtained for unlabeled (Fig. 4A)
and cICAT-labeled erythrocyte 20S proteasome samples
(Fig. 4B and C) using 2% CHAPS in the alkylation step. The
comparison of the two 2-D gels shows that overall the reso-
lution is similar for all separations and that the general sub-
unit pattern is shifted towards higher masses for the cICAT-
labeled samples. No significant pI shift was observed after
addition of the cICAT label. This could be expected since
the alkylation of cysteine residues with a neutral cICAT
group should not modify the charge of the protein [27]. The
amplitude of the observed mass shift of individual spots is
consistent with the number of cysteine residues in each
subunit (Table 2). Most of the spots are fully alkylated as only
few spot ladders corresponding to partially alkylated inter-
mediates are detected. A 2% CHAPS concentration was then
further used during the denaturation and alkylation steps.
In order to evaluate the reproducibility of 20S protea-
some sample alkylation and 2-DE separation, two 2-D gels
are presented in Fig. 4. Figure 4B and 4C correspond to two
erythrocyte 20S cICAT-labeled proteasome samples in a
1/1 13C/12C ratio and in a 1/5 13C/12C ratio, respectively.
Samples were obtained by mixing 40 mg of heavy (13C)
cICAT-labeled and 40 mg of light (12C) cICAT-labeled pro-
teasome for the 1/1 13C/12C ratio, and 8 mg of heavy (13C)
cICAT-labeled and 40 mg of light (12C) cICAT-labeled pro-
teasome for the 1/5 13C/12C ratio. Figure 4 shows good re-
producibility of the subunit separation and alkylation effi-
ciency for the two experiments. Several other 2-D gels of
cICAT-labeled erythrocyte 20S proteasome aliquots in a
1/1 13C/12C ratio were performed, which all showed similar
patterns (data not shown).
3.4 Miniaturization of the avidin affinity
chromatography enrichment step
After 2-DE separation of 20S proteasome subunits, each spot
was excised and in-gel digested. The supernatant was used to
identify each subunit by MALDI PMF. Peptides were then
extracted from the gel and loaded onto an avidin cartridge for
cICAT-labeled peptide enrichment. Finally, the biotin moi-
ety was cleaved prior to MALDI-MS and MS/MS analyses.
Using this protocol only the a1 subunit cICAT-labeled pep-
tides could be detected. This result could be explained by the
inappropriate size of the column used for the quantities of
protein available in each 2-D gel spot (around 2 mg for the
most intense spots). The affinity chromatography step was
then performed using smaller quantities of monomeric
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Figure 3. SDS-PAGE analysis of labeling effi-
ciency of standard proteins and purified eryth-
rocyte 20S proteasome in presence or absence
of 2% CHAPS. Three standard proteins and puri-
fied erythrocyte 20S proteasome were (1) unla-
beled, (2) labeled in 2% CHAPS, 8 M urea, 50 mM
Tris buffer pH 8.5, and (3) labeled in 8 M urea,
50 mM Tris buffer pH 8.5. Twenty and 40 mg ali-
quots of standard proteins and purified eryth-
rocyte 20S proteasome, respectively, were
labeled with 2.5 mM of 12C- and 13C-cICAT
reagents after reduction of the cysteine residues.





















a1 P60900 27 399 8 6 4
a2 P25787 25 767 2 2 1
a3 P25789 29 483 5 4 3
a4 O14818 27 887 3 2 2
a5 P28066 26 469 3 3 3
a6 P25786 29 556 5 4 3
a7 P25788 28 302 4 2 2d)
b1 P28072 21 832 4 3 2
b2 Q99436 25 295 6 4 3
b3 P49720 22 930 5 2 1
b4 P49721 22 836 3 3 3
b5 P28074 22 458 3 2 2
b6 P20618 26 489 4 2 2
b7 P28070 24 379 4 1 1d)
Total cICAT-labeled peptides pairs 40 32
Subunit spots were excised from several 2-D gels of cICAT-labeled 20S proteasome purified from erythrocytes
obtained in the same conditions as described for Fig. 4B. After tryptic digestion and peptide extraction, enrichment
of cICAT-labeled peptides was performed using home-made avidin affinity micro-columns. The cICAT reagent
was cleaved, the resulting peptides were cleaned-up on a ZipTip mC18, and cICAT-labeled peptides were ana-
lyzed by MALDI-TOF MS. cICAT-labeled peptide pairs were manually detected using the DataExplorer software
(Applied Biosystems) or by searching in FindPept Tool considering preliminary identification of proteasome sub-
units.
a) Theoretical molecular masses were calculated using the MWCALC algorithm from Swiss-Prot protein
sequences without the propeptide sequences.
b) The number of theoretical cICAT-labeled peptide pairs was determined using the MS-Digest algorithm from
Protein Propector engine considering no tryptic missed cleavage.
c) The number of cICAT peptide pairs detected corresponds to peptide sequences without tryptic missed cleav-
age and excludes oxidized analogs. All subunit isoforms analyzed are included.
d) cICAT-labeled peptide pairs include one tryptic missed cleavage.
avidin phase packed in gel loader tips. The results obtained
using these home-made micro-columns are presented in
Table 2. cICAT-labeled peptides could now be detected for at
least the most intense isoform of all subunits. A total of
32 cICAT-labeled peptide pairs were detected, which corre-
spond to 80% of the theoretical number of cICAT-labeled
peptide pairs expected according to each subunit sequence.
However, seven of the theoretical cICAT-labeled peptide
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Figure 4. 2-D gels of unlabeled (A) and cICAT-labeled (B and C) human 20S proteasome purified
from erythrocytes. 20S proteasome subunits were separated in the first dimension by IEF using a
pH 3–10 non-linear IPG strip and in the second dimension by a 12.5% SDS-PAGE gel. The 2-D gels
were stained with CBB. Samples of 20S proteasome purified from erythrocytes were as follows:
(A) 40 mg of unlabeled 20S proteasome, (B) a mixture of 40 mg of heavy (13C) cICAT-labeled and
40 mg of light (12C) cICAT-labeled proteasome to obtain a 1/1 13C/12C ratio, and (C) amixture of 8 mg
of heavy (13C) cICAT-labeled and 40 mg of light (12C) cICAT-labeled proteasome to obtain a 1/5 13C/
12C ratio. All labeled spots from the 2-D gels were identified by MALDI-TOF MS and database
search. Quantitative data presented in Table 3 were obtained from MS analyses of cICAT-labeled
peptides of subunit isoforms in square boxes. The MS and MS/MS analyses of the circled 2-D gel
spot in B (corresponding to the a1 proteasome subunit) are illustrated in Fig. 5.
pairs possess a molecular mass above 4000 Da after cleavage
of the biotin moiety, which may explain why they were not
detected. The use of micro-columns for the avidin affinity
chromatography step is a critical improvement in the proto-
col for the analysis of 2-D gel spots. The use of an online
avidin micro-column associated to cation exchange chroma-
tography fractionation has previously been proposed for the
analysis of complex protein mixtures at low levels, suggest-
ing that this step is also critical for more complex peptide
mixture analysis [33].
3.5 Quantitative analyses of cICAT-labeled 20S
proteasome complexes
After adapting the alkylation and avidin affinity chromatog-
raphy steps to the analysis of low quantities of 20S protea-
some samples, 2-D gel spots (Fig. 4B and C) corresponding
to cICAT-labeled subunits of erythrocyte 20S proteasome in
a 1/1 and 1/5 13C/12C ratio were analyzed to obtain two sets of
quantitative data. These analyses are illustrated in Fig. 5 with
the circled 2-D gel spot in Fig. 4B corresponding to the a1
subunit. The MALDI-MS analysis of the cICAT-labeled
peptides after enrichment using a homemade avidin micro-
column and cleavage of the biotin moiety (Fig. 5A) displays
seven cICAT-labeled peptide pairs corresponding to four
distinct peptide sequences, one tryptic missed cleavage, and
two oxidized analogs. According to the a1 subunit sequence
two cICAT-labeled peptide pairs were not detected. This
may be explained by a poor gel extraction efficiency due to
their molecular mass above 4400 Da. Besides, it can be
noticed that lower intensity peaks on the spectrum corre-
spond to unlabeled peptides resulting from non-specific
interactions with the avidin phase. Because of the low com-
plexity of the peptide mixture analyzed, however, the pres-
ence of unlabeled peptides does not hinder the detection of
cICAT-labeled peptides. Quantification is then performed
on cICAT-labeled peptide pairs as shown in the inset of
Fig. 5A by calculating the 13C/12C ratio using the area of each
isotopic cluster given in the peak list of the Data Explorer
software. The 13C/12C ratio determined for this cICAT-
labeled peptide pair is 0.72 for an expected ratio of 1, leading
to 28% error that can be expected with the use of ICAT
reagents [33]. The cICAT-labeled peptide sequence is finally
confirmed by MALDI MS/MS analysis (Fig. 5B).
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Figure 5. MALDI-TOF/TOF MS and MS/MS
analyses of the cICAT-labeled a1 subunit of hu-
man erythrocyte 20S proteasome. The a1 sub-
unit isoform corresponding to the circled 2-D gel
spot in Fig. 4B was digested with trypsin. (A)
MALDI-MS analysis of the cICAT-labeled pep-
tides after enrichment using a home-made avi-
din micro-column and cleavage of the biotin
moiety. C* indicates cICAT-labeled cysteine
residues in peptide sequences. The inset shows
the expanded view of one of the cICAT-labeled
peptide pairs with a calculated 13C/12C ratio of
0.72. (B) MALDI MS/MS analysis of the light (12C)
cICAT-labeled peptide at m/z 1203.62 from the
MS spectrum in A. C12* indicates the 12C-cICAT-
labeled cysteine residue in the peptide
sequence. The amino acid sequence of the iden-
tified peptide and the assignment of the frag-
ment ions are shown on the MS/MS spectrum.
All labeled spots on the 2-D gels presented in Figs. 4B
and C were analyzed as described for the a1 subunit. The
quantitative data obtained for each erythrocyte 20S protea-
some subunit isoforms (square boxes on the 2-D gels) from
these analyses are presented in Table 3. The values of the
observed 13C/12C ratios correspond to the averaged ratios of
all cICAT-labeled peptide pairs from one subunit. When
several isoforms of one subunit were analyzed, results were
also averaged. An average ratio of 0.81 6 0.08 is obtained for
an expected ratio of 1.00 indicating 20% error, which may be
due to variations in the quantities of starting material and
less probably to differences in the alkylation efficiencies of
the two 13C-cICAT and 12C-cICAT reagents. The standard
deviation, however, indicates that the alkylation efficiency is
homogeneous for all the subunits and that the MS analyses
give reproducible data. The data obtained for the expected
13C/12C ratio of 1/5 (0.20) gave an observed ratio of
0.19 6 0.03, leading to 5% error and a reproducibility in the
data acquisition similar to the one observed for the 13C/12C
ratios of 1/1. These data are in agreement with previous work
performed with cICAT labeling of proteins at low levels,
which reported a quantification accuracy within 10% devia-
tion [33]. The authors nevertheless suggested the use of a
threshold corresponding to a greater than 30% 13C/12C ratio
difference as a minimum change to report a change in pro-
tein abundance. The quantitative results obtained using 20S
proteasome purified from erythrocytes show that the de-
scribed experimental strategy allows to obtain accurate
quantitative data for proteasome samples.
3.6 Validation of the combined cICAT/2-DE
approach by comparing it 2-D gel image analysis
using standard proteins
In order to validate the approach based on cICAT labeling
and 2-DE separation, we compared the quantitative results
obtained using this approach with the standard proteins to
those obtained using 2-D gel image analysis, a commonly
used approach in quantitative proteomics. Two 20 mg mix-
tures of three standard proteins, BSA, OVAL, and LACB, in
varying proportions were separated by 2-DE. After CBB
staining, the 2-D gels showed several spots of different pI for
each protein indicating the presence of isoforms (Fig. 6). The
2-D gels were then scanned and analyzed using the Image
Master software. The spot volume ratios of the two major
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a1 6 4 0.72 (0.09) 4 0.18 (0.03)
a2 2 1 0.79 (0.10) 1 0.16 (0.04)
a3 4 3 0.78 (0.06) 3 0.18 (0.04)
a4 2 2 0.84 (0.09) 2 0.23 (0.03)
a5 3 3 0.78 (0.05) 3 0.17 (0.01)
a6 4 3 0.81 (0.05) 0 –
a7 3 1 0.79 (–) 2 0.2 (0.01)
b1 3 2 0.84 (0.05) 3 0.16 (0.01)
b2 4 0 – 3 0.25 (0.07)
b3 2 1 0.80 (–) ND –
b4 3 2 0.80 (0.16) 2 0.17 (0.02)
b5 3 1 0.95 (-) 3 0.25 (0.05)
b6 3 2 0.84 (0.07) 2 0.18 (0.02)
b7 1 0 – 0 –
Average6 SD 0.816 0.08 0.196 0.03
Analyses were performed as described in Section 2 and as illustrated in Fig. 5 for the a1 subunit.
a) Each subunit may correspond to the analyses of several isoforms as indicated on the 2-D gel from Figs. 4B and
C by square boxes.
b) The number of theoretical cICAT-labeled peptide pairs was determined using the MS-Digest algorithm from
Protein Propector engine considering no tryptic missed cleavage.
c) The number of cICAT peptide pairs detected corresponds to peptide sequences without tryptic missed cleav-
age and excludes oxidized analogues for all subunit isoforms analyzed.
d) The observed 13C/12C ratios correspond to the average ratios of all cICAT-labeled peptide pairs detected for
each subunit. When several isoforms of one subunit were analyzed, results were also averaged.
ND, not determined.
Figure 6. 2-D gels of standard
proteins. (A) 20 mg of a mixture
of BSA (5 mg), OVAL (10 mg) and
LACB (5 mg) and (B) 20 mg of a
mixture of BSA (10 mg), OVAL
(5 mg), and LACB (5 mg) were
separated in the first dimension
by IEF using a pH 3–10 non-lin-
ear IPG strip and in the second
dimension by a 12.5% SDS-
PAGE gel. The 2-D gels were
stained with CBB. The 2-D gel
image analysis was performed
using the Image Master soft-
ware to calculate the relative
quantification of the two most
abundant isoforms of each pro-
tein (numbered spots in the
insets). The corresponding
results are presented in Table 4.
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isoforms of each protein detected in the two 2-D gels were
calculated using duplicate experiments (Table 4). The results
indicate 15–30% error, less than 5% error, and less than 10%
error between the expected and calculated ratios for isoforms
of BSA, OVAL, and LACB, respectively. The error for BSA
may be explained by the multiple isoforms, which appear not
to be totally separated on the 2-D gel (Fig. 6) and which may
lead to errors in the spot detection. The same standard pro-
tein mixtures were then labeled with either the 12C-cICAT
reagent or the 13C-cICAT reagent, mixed, and separated by
2-DE. Individual protein spots were excised, destained, and
trypsin digested, the generated peptides were extracted,
enriched using avidin affinity chromatography, and analyzed
by MALDI-TOF MS. The observed 13C/12C ratios displayed in
Table 4 for the three standard proteins show less than 5%
error for BSA and OVAL, and 25–30% error for LACB when
compared to the expected ratios. Thus, the comparison of the
quantitative data obtained from two independent experi-
ments using two different approaches give similar results
with an error up to 30%. In addition, the standard deviations
calculated for each isoform ratio (Table 4) indicate that the
results obtained with the cICAT labeling approach are more
precise. The 2-D gel image analysis approach requires sev-
eral 2-D gels to be performed and compared, which intro-
duces more variations in the results. Finally, for complex
mixtures to be compared, overlapping 2-D gel spots may
prevent any quantitative data to be calculated using 2-D gel
image analysis, whereas this is not a limitation using the
cICAT labeling approach. Overall, these data validate the
combined cICAT/2-DE strategy for quantitative proteomics.
3.7 Application to the comparison of the 20S
proteasome subunit composition in U937 cells
and human erythrocytes
The approach was applied to the determination of the varia-
tions in the subunit composition of 20S proteasomes from
different cellular origins by using 20S proteasome of U937
cancer cells (12C-cICAT labeling) and 20S proteasome of
human erythrocytes (13C-cICAT labeling), which is being
used as a reference in the laboratory. The 2-D gel obtained
after mixing the two labeled 20S proteasomes (Fig. 7) allows
recognition of the general 20S proteasome subunit pattern
and shows a complete alkylation of each subunit. Labeled
subunit isoforms were analyzed according to the described
strategy and the quantitative data obtained are presented in
Table 5. The majority of 13C/12C ratios were found to be
around 0.30 instead of the expected value of 1.0. This dis-
crepancy may be explained by the difficulty in sample hand-
ling from one proteasome sample to another and in accurate
protein content determination of proteasomes of different
subunit compositions. The a5 subunit, for which no isoform
can be detected, has then been used as an internal reference.
The observed a5 13C/12C ratio was set to 1.0 and ratios of
other subunits were adjusted accordingly. Considering 10–
20% experimental error and taking into account the sug-
Table 4. Quantitative analyses of standard proteins variations









BSA 1 and 1’ 2.00 1.37 (0.05) 2.09 (0.11)
2 and 2’ 2.00 1.73 (0.09) 2.07 (0.06)
OVAL 3 and 3’ 0.50 0.47 (0.17) 0.52 (0.02)
4 and 4’ 0.50 0.43 (0.21) 0.51 (0.03)
LACB 5 and 5’ 1.00 1.01 (0.13) 1.29 (0.07)
6 and 6’ 1.00 0.93 (0.08) 1.25 (0.06)
a) Isoform numbers are indicated in the 2-D gel insets in Fig. 6.
b) The expected ratio corresponds to the ratio of the quantity of
each protein in one mixture (10 mg BSA, 5 mg OVAL, and 5 mg
LACB) divided by the quantity of each protein in a second
mixture (5 mg BSA, 10 mg OVAL, and 5 mg LACB).
c) The calculated volume ratios correspond to the average vol-
ume ratios of each protein spot detected on duplicate 2-D gels
(one of them is presented in Fig. 6B) compared to corre-
sponding spots on other duplicate 2-D gels (one of them is
presented in Fig. 6A). The volumes were determined using
the Image Master software after automatic spot detection.
d) The calculated 13C/12C ratios correspond to the average ratio
of all cICAT-labeled peptide pairs detected for each protein.
The number of cICAT-labeled peptide pairs detected for BSA,
OVAL, and LACB was 13, 3, and 3, respectively.
gested 30% threshold, a series of subunit isoforms is con-
sidered to be equally present in each 20S proteasome com-
plex. These subunit isoforms are a1, a30 0, a40, a7, and b60.
The subunits under-expressed in U937 cells compared to
erythrocytes are a20, b1, and b4. The decreased level of the b1
subunit in U937 cells may be explained by the presence of a
mixture of b1 and b1i subunits, the latter replacing the for-
mer in assembled complexes. The 20S proteasome from hu-
man erythrocytes is known to contain only standard catalytic
subunits [16]. The precise quantification of the standard cat-
alytic subunits and the immunosubunits may be used to
correlate these structural variations to changes in the activity
of the 20S proteasome. The under-expression of the b4 sub-
unit isoform in U937 cells may be explained by the presence
of an additional basic isoform, b40 0 0, which is only detected
on the 2-D gel of the 20S proteasome from U937 cells
(Fig. 1). The presence of this additional isoform leads to a
change in the proportion of all b4 isoforms and, in particular,
to a lower proportion of the b4 isoform analyzed. The quan-
titative result obtained using the cICAT labeling approach
is thus consistent with the isoform pattern of the b4 subunit
observed on stained 2-D gels. For the a2 subunit, the quan-
titative results indicate that the most acidic isoform, a20, in
U937 cells is under-expressed, and thus the proportion of the
different isoforms detected for this subunit varies. Similarly
to the b4 isoform, this variation may be explained by the
presence of an additional more basic a2 subunit isoform,
a20 0, detected in U937 cells only (Fig. 1). Isoforms are due to
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Figure 7. 2-D gel of cICAT-labeled human 20S proteasome purified from erythrocytes and U937
cells. 40 mg of 20S proteasome purified from U937 cells and human erythrocytes were alkylated
with the light (12C) and the heavy (13C) cICAT reagents, respectively. The two samples weremixed
before separation of the proteasome subunits in the first dimension by IEF using a pH 3–10 non-
linear IPG strip and in the second dimension by a 12.5% SDS-PAGE gel. The 2-D gels were stained
with CBB. All labeled spots (using the nomenclature from Fig. 1) from the 2-D gel were identified
by MALDI-TOF MS analyses and database search. The corresponding quantification results are
presented in Table 5.
Table 5. Quantitative analysis of the variations in 20S protea-
some subunit composition in U937 cells and human





















a1 6 4 0.24 (0.04) 0.84 (0.13)
a3” 4 3 0.29 (0.06) 0.99 (0.19)
a4’ 2 2 0.29 (0.14) 1.00 (0.49)
a5 3 2 0.29 (0.02) 1.00 (0.07)
a7 3 1 0.27 (–) 0.95 (–)
b6’ 3 3 0.34 (0.02) 1.18 (0.08)
Under-expressed in U937 cells
a2’ 2 2 0.13 (0.01) 0.46 (0.04)
b1 3 3 0.21 (0.02) 0.72 (0.08)
b4 3 3 0.15 (0.03) 0.52 (0.10)
Analyses were performed as described in Section 2 and as illus-
trated in Fig. 5 for the a1 subunit.
a) Subunit isoforms analyzed from the 2-D gel presented in
Fig. 7.
b) The number of theoretical cICAT-labeled peptide pairs was
determined using the MS-Digest algorithm from Protein Pro-
pector engine considering no tryptic missed cleavage.
c) The number of cICAT peptide pairs detected corresponds to
peptide sequences without tryptic missed cleavage and
excludes oxidized analogs.
d) The observed 13C/12C ratios correspond to the average ratios
of all cICAT-labeled peptide pairs detected for each subunit.
e) The a5 subunit, for which no isoform is detected, is used as an
internal reference and its 13C/12C ratio is set to 1.0. The 13C/12C
ratios of the other subunit isoforms are adjusted accordingly.
modifications of the subunit sequence either by single point
mutations or by chemical modifications inducing a change
in the charge of the subunit, such as a phosphorylation or a
deamidation. These modifications need to be determined to
further characterize their impact on the assembly and/or ac-
tivity of 20S proteasomes. The results show that the proposed
strategy is appropriate to study the variations in subunit
composition, including subunit isoforms, of 20S proteasome
complexes purified from different cells. More generally, this
strategy should be helpful for the quantitative study of the
variations of PTMs of proteins.
4 Concluding remarks
We have used a quantitative proteomic approach based on 2-
DE and ICAT labeling to study the variations in the subunit
composition, including subunit isoforms, of 20S proteasome
complexes. The protocol has been adapted for low quantities
of 20S proteasome samples. The miniaturization of the avi-
din affinity chromatography step for cICAT-labeled peptide
enrichment has been critical for the analysis of 2-D gel spots.
The use of ICAT labeling prior to 2-DE separation allows
complete protein alkylation, a single gel to be performed,
rapid MS analyses using MALDI-TOF MS, and most impor-
tantly access to protein isoforms relative quantification. This
approach, however, remains limited to cysteine-containing
proteins. For the study of 20S proteasome complexes, this
strategy is a valuable tool to obtain quantitative data on 20S
proteasome heterogeneity in cells. It should contribute to a
more precise characterization of 20S proteasome popula-
tions, which may individually possess different activities and
specialized functions.
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Tableaux des protéines variantes  
 
Annexe 1 : Expérience A1 (KG1a) 
 







macropain) inhibitor subunit 1 
(PI31) - (probléme de grouping 
B21 Q5QPM9 quantifiées alors 
que c'est la prot bis) 
Inhibiteurs des activités du protéasome Dégradation des protéines par la  voie Ubiquitine protéasome 
B19 (B31, B21, B28, B20, B24, 
B32, B25, B18, B23) 21 11 47,9 93 2,2 NQ
P04792 HSPB1_HUMAN 22825,51 Heat shock protein beta-1 Protéines Chaperonnes de la famille des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B21 (B22) 18 12 51,7 25 2 NQ
P62988 UBIQ_HUMAN 8559,62 Ubiquitin Mono ubiquitine Dégradation des protéines par la  voie Ubiquitine protéasome 
B3 (B31, B21, B17, B22, B4, 
B6, B15, B19, B13, B8, B11, 
B30, B18, B23, B16)
13 7 77,6 169 2 2
P04406 G3P_HUMAN 36201,46 Glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase 




B17 (B31, B21, B27, B22, B28, 
B33, B15, B19, B29, B20, B1, 
B30, B32, B18, B25, B23, B26, 
B16)
97 29 91 1842 1,9 1,3
Q92598 HS105_HUMAN 97716 Heat shock protein 105 kDa Protéines Chaperonnes de la famille des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B4 (B6, B5, B3) 88 48 63,1 272 1,9 NQ
Q63HR2 TENC1_HUMAN 154366,27 Tensin-like C1 domain-containing phosphatase 
Protéines de la famille des tensines, 
Phosphatases qui se lient à l'actine 
pour transduire le signal
Transduction des signaux B26 (B27, B28) 3 3 2,1 11 1,9 NQ
O00762 UBE2C_HUMAN 19753,96 Ubiquitin-conjugating enzyme E2 C 
Protéines de la famille des enzymes de 
conjugaison de l'ubiquitine
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B27 (B26) 12 7 45,8 20 1,9 NQ
Q8WVD3 RN138_HUMAN 29143,56 E3 ubiquitin-protein ligase RNF138 Enzyme E3 ubiquitine ligase 
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B17 3 3 11,8 3 1,8 NQ
P11142 HSP7C_HUMAN 71082,31 Heat shock cognate 71 kDa protein 
Protéines chaperonnes de la famille 
des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B11 (B22) 10 9 21,1 16 1,8 1,33
P61978 HNRPK_HUMAN 51229,51 Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein K 
Protéines de liaison à l'ARN impliquées 
dans l'epissage des pré-ARNm, voie 
de signalisation de SAPK/JNK
Régulation de la transcription B10 (B31, B27, B28, B33, B29, B11, B30, B32, B18, B9, B16) 55 29 64,1 297 1,8 NQ
P52732 KIF11_HUMAN 120111,42 Kinesin-like protein KIF11 Protéines impliquées dans le mouvement des microtubules Régulation du cycle cellulaire B3 (B4) 6 5 6,7 19 1,8 NQ
Q9BWF3 RBM4_HUMAN 40687,8 RNA-binding protein 4 Protéines de liaison à l'ARNm Prossesing des ARNm B16 (B30) 5 4 17,3 10 1,8 NQ
Q4LE58  Q4LE58_HUMAN  178842.87  
EIF4G1 variant protein 
_eukaryotic translation 
initiation factor 4 gamma, 1
 Protéines du complexe EIF4F,ces 
protéines se lient à l'ARNm, facteur 
d'initiation de la traduction des 
protéines
Traduction des protéines B2 B3 66 30 84 1,6 1,5
Q9H9J2 RM44_HUMAN 37853,84 39S ribosomal protein L44, mitochondrial precursor Protéines Ribosomales Synthése des protéines B18 13 9 27,7 14 -1,4 NQ
Q6IAX2 Q6IAX2_HUMAN 18610,08 60S ribosomal protein L21 Protéines Ribosomales Synthése des protéines B25 (B26) 9 5 36,9 15 -1,4 NQ
Q8IUZ5 AT2L2_HUMAN 50135,47 Alanine--glyoxylate aminotransferase 2-like 2 Enzymes  à activité transaminase Autres B14 5 3 11,3 5 -1,4 NQ
Q8N8V1 Q8N8V1_HUMAN 28304,39 CDNA FLJ38823 fis, clone LIVER2008751 Autres B16 (B15) 4 4 20,4 9 -1,4 NQ
Q9UFG5 CS025_HUMAN 12926,61 Chromosome 19 open reading frame 25 Autres B32 4 3 43,2 5 -1,4 NQ
P50402 EMD_HUMAN 29032,95 Emerin 
Protéines membranaires de la famille 
des protéines nucléaires associées à 
la lamine
Apoptose B30 (B31, B33) 5 5 24,8 12 -1,4 NQ
Q14249 NUCG_HUMAN 32797,14 Endonuclease G, mitochondrial precursor 
Protéines de liaison à l'ADN impliquées 
dans les phenoménes de mort 
cellulaire et d'apoptose.
Apoptose B20 (B21) 4 2 6,7 8 -1,4 NQ
Q9BUQ1 Q9BUQ1_HUMAN 39224,76 Etoposide induced 2.4 mRNA 
Le géne codant pour cette protéine est 
surexprimé dans les cellules exprimant 
la protéines p53 par rapport à des 
cellules contrôles,l'induction de leur 
expression est rapide dans les 
phénoménes d'apoptoses médiés par 
p53.
Apoptose B19 4 3 8,5 4 -1,4 NQ
Q6FIA7 Q6FIA7_HUMAN 37425,7 GHITM protein Autres B22 5 5 14,5 6 -1,4 NQ
Q0VAC0 Q0VAC0_HUMAN 34245,3 Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein A1 
Protéines de liaison à l'ARN impliquées 
dans l'epissage des pré-ARNm et dans 
l'apoptose
Régulation de la transcription B19 (B25) 6 5 19,7 24 -1,4 NQ
O00165 HAX1_HUMAN 31601,05 HS1-associating protein X-1 Protéines se liant  à l'interleukine-1 Autres B18 8 6 31,9 8 -1,4 NQ
Q14657 LAGE3_HUMAN 14908,61 L antigen family member 3 Autres B28 (B27, B29) 6 4 29,4 22 -1,4 NQ
P42166 LAP2A_HUMAN 76015,84 Lamina-associated polypeptide 2 isoform alpha Régulation de la transcription B21 (B19, B20, B18) 11 9 18,7 29 -1,4 NQ
P14174 MIF_HUMAN 12639,28 Macrophage migration inhibitory factor 
Cytokine,biosynthése des 
prostaglandines Apoptose B33 (B31, B32) 8 3 18,3 86 -1,4 -1,7
Q9BYD3 RM04_HUMAN 34954,36 Mitochondrial 39S ribosomal protein L4 Protéines ribosomales Régulation de la traduction B17 2 1 5,1 2 -1,4 NQ
Q5SZR1 Q5SZR1_HUMAN 26282,27 Mitochondrial ribosomal protein L9 Protéines ribosomales Régulation de la traduction B21 4 3 15,9 6 -1,4 NQ
Q5SRE5 NU188_HUMAN 198368,96 Nucleoporin NUP188 homolog Protéines de transport des ARNm  Transport cellulaire B2 (B3) 6 6 4 19 -1,4 NQ
Q96JY6 PDLI2_HUMAN 37834,83 PDZ and LIM domain protein 2 Autres B25 (B26) 8 6 23,3 17 -1,4 NQ
Q5QNR8 Q5QNR8_HUMAN 30676,7
Proteasome subunit beta type-
8 precursor (B25 uniquement 
ratio=0,57)   EC 3.4.25.1
Proteasome subunit beta-5i
Sous-unités de l'immunoprotéasome Dégradation des protéines par la  voie Ubiquitine protéasome B24 (B25, B23) 49 16 69,2 134 -1,4 NQ
Q5T440 CA069_HUMAN 38473,2 Putative transferase C1orf69, mitochondrial precursor Autres B18 4 4 15,2 4 -1,4 NQ
O00559 RCAS1_HUMAN 24533,4
Receptor-binding cancer 
antigen expressed on SiSo 
cells 
Activateurs de protéases associées à 
l'apoptose.  Apoptose B26 1 1 8,9 1 -1,4 NQ
Q8IY67 RAVR1_HUMAN 64464,4 Ribonucleoprotein PTB-binding 1 Autres B11 13 11 29,4 15 -1,4 NQ
Q9UPN7 SAPS1_HUMAN 97290,96 SAPS domain family member 1 
Protéines se liant à NFKBIE. Ces 
protéines modulent les activités 
catalytiques des phosphatases
Régulateur B4 6 6 10,4 6 -1,4 NQ
Q6FHA1 Q6FHA1_HUMAN 26505,74 TNFSF14 protein Protéines de la famille des ligand du TNF Apoptose B20 2 2 15,8 2 -1,4 NQ





Protéines se liant à l'actine Transporteur cellulaire B31 (B30) 13 7 45,3 25 -1,5 NQ
A2A418 A2A418_HUMAN 80875,62 Gelsolin Autres B6 (B8, B5, B1, B7) 59 34 51,7 164 -1,5 -1,5
Q6YP21 KAT3_HUMAN 51823,7 Kynurenine--oxoglutarate transaminase 3 
Enzymes à activité kynurenine-
oxoglutarate transaminase Biosynthése B15 (B14) 7 5 11,5 12 -1,5 NQ
Q8N2U9 PQLC1_HUMAN 30685,88 PQ-loop repeat-containing protein 1 Autres B23 (B21, B24) 4 2 9,6 8 -1,5 NQ
Q6IB22 Q6IB22_HUMAN 29203,21
Proteasome subunit beta type -
10 precursor (Proteasome 
subunit beta-2i)
Sous-unités de l'immunoprotéasome Dégradation des protéines par la  voie Ubiquitine protéasome B21 (B22, B20) 18 9 38,5 42 -1,5 NQ
Q14242 SELPL_HUMAN 43345,51 P-selectin glycoprotein ligand 1 precursor Adhésion cellulaire 1 1 2,2 5 -1,5 NQ
Q96K19 RN170_HUMAN 30251,36 RING finger protein 170 Autres B23 2 2 8,9 2 -1,5 NQ
Q9Y3A5 SBDS_HUMAN 29030,43 Shwachman-Bodian-Diamond syndrome protein 
Protéines impliquées dans la 
biogenèse et l'assemblage des 
ribosomes
Biosynthèse des ribosomes B20 (B19) 12 9 34 16 -1,5 NQ
Q0VAC6 Q0VAC6_HUMAN 38903,62 SUMF1 protein Enzymes Métabolisme du glycosaminoglycane B16 1 1 4,8 1 -1,5 NQ
A2RQR6 A2RQR6_HUMAN 21640,58 Transcription elongation factor A Autres B17 4 4 23,7 4 -1,5 NQ
Q5T7K5 Q5T7K5_HUMAN 28291,83 Tumor necrosis factor receptor superfamily, member 18 
Protéines de la famille  des récepteurs 
au TNF Apoptose B18 (B19) 4 2 9,8 10 -1,5 NQ
Q8N0X4 CLYBL_HUMAN 37563,97
Citrate lyase subunit beta-like 
protein, mitochondrial 
precursor 
Enzymes intervenant dans le cycle du 
citrate Métabolisme du citrate B18 6 4 15,3 9 -1,6 NQ
P42345 FRAP_HUMAN 290759,42 FKBP12-rapamycin complex-associated protein 
Protéines de la famille des kinases 
phosphatidylinositol . Ces kinases 
médient la réponses au stress 
cellulaire comme dans le cas de 
dommage de l'ADN
Transduction des signaux B1 (B2) 13 10 4,1 24 -1,6 NQ
P52272 HNRPM_HUMAN 77749,42 Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein M 
Protéines de liaison à l'ARN impliquées 
dans l'epissage des pré-ARNm Régulation de la transcription
B24 (B21, B27, B22, B33, B29, 
B20, B11, B30, B25, B12, B26, 
B23)
35 18 26,2 298 -1,6 NQ
Q9H6L4 ARMC7_HUMAN 22195,36 Armadillo repeat-containing protein 7 Autres B24 2 2 15,7 3 -1,7 NQ
Q05086 UBE3A_HUMAN 101550,69 Ubiquitin-protein ligase E3A Protéines de la famille des E3 ubiquitine ligase
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B5 8 6 6,5 11 -1,7 NQ
O95319 CELF2_HUMAN 54706,26 CUG-BP- and ETR-3-like factor 2 _RNA binding protein 2
Protéines de la famille des 
CELF/BRUNOL, impliquées dans 
l'epissage alternatif  des ARNm
Processing des ARNm B16 3 3 8,1 3 -1,8 NQ
Q8IYB5 SMAP1_HUMAN 50696,48 Stromal membrane-associated protein 1 
Activateurs ,Régulation de l'activité de 
la GTPase ARF Régulation de la GTPase ARF B17 1 1 3,2 2 -1,8 NQ
Q9UME6 Q9UME6_HUMAN 67046,97 Interleukin-16 Cytokines Réponse immunitaire_Transduction des signaux B28 3 3 6,8 3 -1,9 NQ
A0JLN5 A0JLN5_HUMAN 20030,78 Putative uncharacterized protein Autres B12 8 7 30,2 9 -1,9 NQ
O43516 WIPF1_HUMAN 51300,42 WAS/WASL-interacting protein family member 1 
Protéines se liant à l'actine.Ces 
protéines sont impliquées dans 
l'assemblage et le désassemblage de 
l'actine
Composant du cytosquelette B26 13 8 26,2 16 -2,2 NQ
P56202 CATW_HUMAN 42756,33 Cathepsin W precursor Peptidases régulées par l'interleukine 2 Protéolyse cellulaire. Réponse immunitaire B13 (B12) 8 7 18,6 21 -2,3 NQ
P28065 A2ACR1_HUMAN 21061,4
Proteasome subunit beta type-
9 precursor (B25 presence de 
deux formes)    EC 3.4.25.1
Proteasome subunit beta-1i
Sous-unités de l'immunoprotéasome Dégradation des protéines par la  voie Ubiquitine protéasome B25 (B22, B2, B24, B26) 16 6 37,8 55 -2,3 -1,55
Q14761 PTCA_HUMAN 21297,56
Protein tyrosine phosphatase 
receptor type C-associated 
protein 
defense response? 10 8 48,5 21 -2,4 NQ
P11717 MPRI_HUMAN 281056,29
Cation-independent mannose-
6-phosphate receptor precursor 
(insulin-like growth factor 2 
receptor)
Récepteurs de la famille des insulin-
like growth factor 2 (IGF2) et mannose 
6-phosphate (M6P). 
Transduction des signaux B1 4 4 1,7 6 -2,6 NQ
P19022 CADH2_HUMAN 100203,46 Cadherin-2 precursor Protéines de la famille des cadhérines Adéhésion cellulaire B26 (B3) 3 3 4 10 -2,9 NQ
O43736 ITM2A_HUMAN 30121,47 Integral membrane protein 2A Autres B16 (B17) 9 8 31,9 13 -2,9 NQ
Q9Y3D3 RT16_HUMAN 15563,09 28S ribosomal protein S16, mitochondrial precursor Protéines ribosomales Synthése des protéines B31 12 7 54 15 -3,4 NQ
Q9NQX7 ITM2C_HUMAN 30546,58 Integral membrane protein 2C Autres B33 1 1 7,5 1 -4,1 NQ
Q6IA69 NADE1_HUMAN 80554,05 Glutamine-dependent NAD(+) synthetase Co-Enzyme Biosynthése du NAD B7 (B6) 5 4 5,9 10 -6,2 NQ
Q06033 ITIH3_HUMAN 99401,27 Inter-alpha-trypsin inhibitor heavy chain H3 precursor Autres B1 (B4, B3) 6 6 6,3 19 -6,2 -6,99
Q4ZG63 Q4ZG63_HUMAN 442746,46 Putative uncharacterized protein APOB Transporteurs cellulaire Métabolisme des lipides B1 21 19 4,9 22 -6,8 NQ
P08697 A2AP_HUMAN 54873,19
Serpin peptidase inhibitor, 
clade F (alpha-2 antiplasmin, 
pigment epithelium derived 
factor), member 2
Enzyme inhibitrice Autres B11 (B10, B8, B2, B3) 2 1 2,2 17 -6,8 NQ
P01023 A2MG_HUMAN 164600,4 Alpha-2-macroglobulin precursor 
Inhibiteurs de protéases. Ces protéines 
transportent de nombreuses cytokines Transporteur de protéines B2 (B3, B1, B4, B5) 13 12 9,3 57 -13,5 -13,15
P02771 FETA_HUMAN 70457,68 Alpha-fetoprotein precursor Transporteurs, joue un rôle dans l'apoptose Apoptose B7 (B6, B8, B9) 9 8 11 39 -13,5 -8,85
P20742 PZP_HUMAN 165215,13 Pregnancy zone protein precursor 
Inhibiteurs de l'activité des serine 
endopeptidase Autres B2 (B1, B3) 4 3 2,3 25 -13,5 -13,5
Q5DT20 Q5DT20_HUMAN 283110,91 Hornerin Protéines régulatrices? B1 (B12) 3 3 1,6 4 -16,2 NQ
P02753 RETBP_HUMAN 23337,39 Plasma retinol-binding protein precursor Transporteurs Réponse au stimuli B25 (B26) 4 4 13,4 12 -16,2 NQ
P05452 TETN_HUMAN 22951,43 Tetranectin precursor Autres B25 (B27, B26) 4 4 25,2 15 -16,2 NQ

























obtenus QS*  
(effet drogue) 
A8K5I0 HSP71_HUMAN 70294,14 Heat shock 70 kDa protein 1 Protéines Chaperonnes de la famille des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B8 (B9) 22 16 30,1 60 9,2 NQ
Q53FA3 Q53FA3_HUMAN 70759,52 Heat shock 70kDa protein 1-like variant 
Protéines Chaperonnes de la famille 
des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B8 (B9) 18 11 21,4 59 8,6 NQ
O43293 DAPK3_HUMAN 52674,44 Death-associated protein kinase 3 
Protéines kinases dont la 
surexpression induit des  changements 
de morphologie durant l'apoptose chez 
les eucaryotes
Apoptose B12 4 3 5,9 4 3,9 NQ
Q9H3K2 GHITM_HUMAN 37351,67 Growth hormone-inducible transmembrane protein Autres B22 (B23) 4 3 6,1 6 3,8 NQ
P25685 DNJB1_HUMAN 38191,43 DnaJ (Hsp40) homolog, subfamily B, member 1
Protéines  Co-Chaperonnes des 
protéines HSP Apoptose B16 7 5 17,6 12 2,6 NQ
P14635 CCNB1_HUMAN 48591,16 G2/mitotic-specific cyclin-B1 
Protéines formant le complexe  
maturation-promoting factor (MPF)
avec la protéines p34(cdc2) 
Régulation du cycle cellulaire B17 (B20, B11, B16) 2 1 3,9 15 2,5 NQ
Q0QET7 Q0QET7_HUMAN 24775,73 Glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase Enzymes Métabolisme du glucose B22 2 1 6,5 3 2,3 NQ
P35579 MYH9_HUMAN 227646,06 Myosin-9 Protéines à activité ATPase Protéines du cytosquelette B2 (B4, B6, B3) 156 90 47,7 248 2,2 NQ
Q9Y2R4 DDX52_HUMAN 67766,05 DEAD (Asp-Glu-Ala-Asp) box polypeptide 52
Protéines à activité ATP dépendante 
hélicase Autres B9 18 11 17,7 25 2,1 NQ
O00267 SPT5H_HUMAN 121323,66 Transcription elongation factor SPT5 Promoteur de la RNA polymerase II Régulation de la transcription B4 (B5) 10 8 7,7 24 2,1 NQ
P06493 CDC2_HUMAN 34130,9
Cell division cycle 2, G1 to S 
and G2 to M_p34 protein 
kinase
 Sous-unité catalytique du complexe  
M-phase promoting factor 
(MPF),essentiel pour les transitions 
G1/S and G2/M du cycle cellulaire.
Régulation du cycle cellulaire B20 (B19) 15 10 37,7 28 1,9 NQ
Q53FD7 Q53FD7_HUMAN 55457,39 Nucleoporin 54kDa variant Protéines de transport des ARNm Transport intracellulaire B11 (B10) 13 8 17 21 1,9 NQ
P49792 RBP2_HUMAN 362364,7
E3 SUMO-protein ligase 
RanBP2  (RAN binding protein 
2)
Protéines interragissant avec l'enzyme 
E2 UBC9 et favorisant le transfert de 
SUMO1 de UBC9 à SP100
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B6 19 18 7,1 19 1,8 NQ
Q9P287 BCCIP_HUMAN 36298,84 BRCA2 and CDKN1A-interacting protein 
 Protéines régulant l'activité des 
kinases  CDK2  par p21. Co facteur 
important des suppresseur de tumeur 
BRCA2
Protéines régulatrices des kinases B13 5 3 14,6 5 1,8 NQ
Q5TBM7 Q5TBM7_HUMAN 93051,64 Heat shock 105kDa/110kDa protein 1 
Protéines Chaperonnes de la famille 
des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B5 9 10 1,8 NQ
Q53EY5  Q53EY5_HUMAN  37351.32 Mortality factor 4 like 1 - Homo sapiens (Human) Facteurs de transcription Facteur de transcription B16 22 9 38,1 27 1,72 NQ
P49736 MCM2_HUMAN 102516,41 DNA replication licensing factor MCM2 
Protéines de la famille des MCM 
impliquées dans l'initiation de la 
replication de l'ADN. Elle sont 
phosphorylées et régulées par les 
kinases CDC2 et CDC7.
Régulation de la transcription B4 (B6, B5, B1) 55 34 1,6 1,4
P33993 MCM7_HUMAN 81883,81 DNA replication licensing factor MCM7 
Protéines de la famille des MCM 
impliquées dans l'initiation de la 
replication de l'ADN. La kinase Cyclin 
D1-dependent , CDK4, est associée à 
cette protéine et régule la liaison de 
cette protéine au suppresseur de 
tumeur  RB1/RB. 
Régulation de la transcription B6 (B7, B9) 37 35,2 1,6 1,6
Q96ST2 IWS1_HUMAN 91956,17 IWS1 homolog Protéines de la famille des Acyl-CoA dehydrogenase Autres B6 (B4) 7 5 7,4 14 -1,4 NQ
P06396 GELS_HUMAN 86043,34 Gelsolin precursor 
Protéines de liaison à l'actine 
impliquées dans la polymérisation des 
filaments d'actine
Composant du cytosquelette B6 10 9 11,5 10 -1,4 NQ
A2A2W2 A2A2W2_HUMAN 88137,59 Cullin 4A 
Protéines du complexe E3 ubiquitine 
ligase. Ces protéines interagissent 
avec les protéines Ring finger. Ce 
complexe est important pour la 
dégradation par le protéasome des 
protéines associées à la replication de 
l'ADN, remodélage de la chromatine et 
de la cyclin E
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B6 36 24 30,8 49 -1,4 NQ
Q13620 CUL4B_HUMAN 102804,83 Cullin-4B 
Protéines du complexe E3 ubiquitine 
ligase. Ces protéines interagissent 
avec les protéines Ring finger. Ce 
complexe est important pour la 
dégradation par le protéasome des 
protéines associées à la replication de 
l'ADN, remodélage de la chromatine et 
de la cyclin E
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B6 21 13 14,4 29 -1,4 NQ
Q0EFB2 Q0EFB2_HUMAN 40781,16 HLA-B protein Protéines CMH I, impliquées dans la réponse immunitaire
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B14 9 6 22,9 9 -1,4 NQ
P51648 AL3A2_HUMAN 55269,06 Fatty aldehyde dehydrogenase Enzymes Métabolisme de l'aldéhyde B12 3 2 4,5 3 -1,4 NQ
Q2XPP3 Q2XPP3_HUMAN 37200,94 Type II 3a-hydroxysteroid dehydrogenase variant 
Protéines à activité prostaglandin-F 
synthase Métabolisme des prostaglandine B17 3 2 9 3 -1,4 NQ
O75390 CISY_HUMAN 51907,6 Citrate synthase, mitochondrial precursor 
Enzymes possédant une activité citrate 
(Si)-synthase Métabolisme du citrate B14 4 3 7,5 4 -1,4 NQ
Q14137 BOP1_HUMAN 84261,49 Ribosome biogenesis protein BOP1 (block of proliferation 1) Processing de l'ARNr B5 (B6, B8, B7) 13 7 11,7 47 -1,4 NQ
O95478 TIP1_HUMAN 30217,57 TGF-beta-inducible nuclear protein 1 Processing des ARNr B20 (B19) 9 7 25 26 -1,4 NQ
A0A4Z0 A0A4Z0_HUMAN 66063,62 Insulin-like growth factor 2 mRNA binding protein 2 
Protéines de la famille IGF-II mRNA-
binding protein (IMP). Ces protéines 
sont impliquées dans la régulation de 
la biosynthése des cytokines. 
Régulation négative de la traduction 
des protéines
Régulation de la Traduction B10 4 3 5,7 5 -1,4 NQ
P67809 YBOX1_HUMAN 35902,68 Nuclease sensitive element-binding protein 1 
Protéines de liaison à l'ADN/ RNA 
polymerase II promoteur Régulation de la transcription
B12 (B21, B14, B15, B13, B24, 
B18, B23, B16) 17 11 50,3 129 -1,4 NQ
Q9H0D6 XRN2_HUMAN 109425,63 5'-3' exoribonuclease 2 
Protéines possédant une activité 5'-3' 
exoribonuclease. Leur fonction n'est 
pas déterminée chez l'homme, elles 
jouent un role dans la croissance 
cellulaire
Régulation de la transcription B5 (B14, B6) 12 10 10,9 25 -1,4 NQ
Q96T23 RSF1_HUMAN 164445,33 Remodeling and spacing factor 1 
Protéines de la famille des ATPase. Ce 
sont des activateurs transcriptionnel 
qui jouent un rôle dans la régulation de 
l'initiation de la transcription
Régulation de la transcription B2 (B17, B6, B13, B8, B11, B1, B7) 6 6 4,5 42 -1,4 NQ
Q7Z4V5 Q7Z4V5_HUMAN 74443,29 Hepatoma-derived growth factor 2 Protéines de liaison à l'ADN Régulation de la transcription B11 4 4 6,4 6 -1,4 NQ
Q15327 ANKR1_HUMAN 36514,2 Ankyrin repeat domain-containing protein 1 
Co-represseur transcriptionnel activé 
par une stimulation au TNFa et IL-
1/Promoteur ARN pol II,
Régulation de la transcription B4 2 1 3,8 2 -1,4 NQ
Q9C0J8 WDR33_HUMAN 146228,45 WD repeat-containing protein 33 Régulation du cycle cellulaire B12 8 7 5,6 10 -1,4 NQ
P17174 AATC_HUMAN 46446,61
Glutamic-oxaloacetic 
transaminase 1, soluble 
(aspartate aminotransferase 1)
Protéines de la famille des protéines 
GOT. Enzymes à activité aspartate 
transaminase
Réponse au stimili B15 2 2 6,5 3 -1,4 NQ
Q96HE7 ERO1A_HUMAN 55213,37 ERO1-like protein alpha precursor 
Co facteur des protéines chaperonne 
HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B9 5 4 7,9 6 -1,4 NQ
P84077 ARF1_HUMAN 20740,69 ADP-ribosylation factor 1 Protéines de la famille des ARF Transduction des signaux B26 (B27) 16 7 34,8 28 -1,4 NQ
Q15120 PDK3_HUMAN 47080,13 Pyruvate dehydrogenase kinase, isozyme 3, precursor
Protéines kinases à activité pyruvate 
dehydrogenase (acetyl-transferring) Transduction des signaux B13 2 2 6,4 2 -1,4 NQ
P52429 DGKE_HUMAN 65481,51 Diacylglycerol kinase epsilon 
Protéines kinases à activité 
diacylglycerol. Ce sont des protéines 
membranaires impliquées dans la 
cascade de signalisation intracellulaire 
et dans l'activation de la kinase C
Transduction des signaux B10 1 1 2,3 1 -1,4 NQ
P54709 AT1B3_HUMAN 31834,22 ATPase, Na+/K+ transporting, beta 3 polypeptide 
Protéines ATPase. Ce sont des 
protéines membranaires responsables 
du maintient du gradient 
electrochimique des ions  Na+  et K+ 
au sein de la membrane plamique.
Transporteur d'ions B15 (B16) 1 1 5 6 -1,4 NQ
O60508 PRP17_HUMAN 66163,75 Cell division cycle 40 homolog Protéines localisées dans le splicesome Processing des ARNm B10 (B8) 7 5 8,5 13 -1,5 NQ
P12004 PCNA_HUMAN 29092,42 Proliferating cell nuclear antigen 
Protéines du complexe 
holoenzymatique des CDK ,elles sont 
impliquées dans la voie de 
signalisation de p53 ainsi que dans la 
régulation de la replication de l'ADN et 
de la prolifération cellulaire 
Régulation de la replication de l'ADN B18 (B19, B20) 28 15 55,2 112 -1,5 -1,5
O75367 H2AY_HUMAN 39763,53 H2A histone family, member Y Protéines de la famille des histones,modification de la chromatine Régulation de la transcription
B15 (B21, B14, B19, B20, B13, 
B24, B25, B18, B26, B16) 48 19 53,8 671 -1,5 NQ
Q5JSK6 Q5JSK6_HUMAN 17972,71 Nucleosomal binding protein 1 Activateurs transcriptionnels Régulation de la transcription B29 3 2 14,9 4 -1,5 NQ
Q3SYE8 HMG4L_HUMAN 14768,21 High mobility group protein B3-like Protéines de liason à l'ADN Régulation de la transcription B23 2 2 17,7 2 -1,5 -1,4
Q8TBV2 Q8TBV2_HUMAN 38779,87 Annexin A2 
Protéines de la famille des annexines. 
Ce sont des inhibiteur de 
phospholipase.
Transduction des signaux B17 3 3 10,6 4 -1,5 NQ
Q96D76 DNJA3_HUMAN 53131,77 DnaJ (Hsp40) homolog, subfamily A, member 3
Protéines  co-chaperonnes des 
protéines HSP Apoptose B16 (B15) 10 7 12,5 18 -1,6 NQ
Q0PNF2 Q0PNF2_HUMAN 286897,43 Stabilin-1 precursor Récepteurs transmembranaires Régulation négative de l'angiogenese B2 (B3) 13 11 4,4 22 -1,6 NQ
P04908 H2A1B_HUMAN 14126,95 Histone H2A type 1-B 
Protéines de la famille des histones 
impliquées dans l'assemblage du 
nucléosome 
Régulation de la transcription
B29 (B10, B21, B17, B14, B22, 
B4, B6, B15, B19, B20, B13, 
B2, B8, B11, B24, B5, B1, B25, 
B18, B7, B9, B12, B3, B23, 
B16)
16 7 63,1 1219 -1,7 -2
Q8WVM0 TFB1M_HUMAN 39860,12 TRANSCRIPTION FACTOR B1 Protéines à activité rRNA (adenine-N6,N6-)-dimethyltransferase Régulation de la transcription B15 (B16) 8 7 23,7 12 -1,7 NQ
Q9UGL1 JAD1B_HUMAN 178667,84 Histone demethylase JARID1B Répresseurs transcriptionnels Régulation de la transcription B21 (B1) 2 2 1,6 16 -1,7 NQ
Q16678 CP1B1_HUMAN 61263,42 Cytochrome P450 1B1 
Protéines de la famille des enzymes 
cytochrome P450 , elles possédent un 
activité monooxygenase
Métabolisme B12 (B11) 7 5 10,5 13 -1,8 NQ
Q8NF45 Q8NF45_HUMAN 200671,77 YLP motif containing 1 Autres B10 (B6, B8, B11, B7, B9) 10 8 5,9 70 -1,9 NQ
Q9BV37 Q9BV37_HUMAN 56414,37 PWP1 homolog Régulation de la transcription B7 9 9 21 11 -2 NQ
Q3MIH3 Q3MIH3_HUMAN 15004,07
Ubiquitin A-52 residue 
ribosomal protein fusion 
product 1 
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome 
B24 (B10, B21, B27, B22, B4, 
B28, B15, B20, B13, B2, B11, 
B5, B1, B25, B18, B7, B9, B3, 
B26, B23)
18 10 59,4 711 -3,6 -3,9
Q9P0M6 H2AW_HUMAN 40261,45 H2A histone family, member Y2
Protéines de la famille des histones 
impliquées dans la modification de la 
chromatine 
Régulation de la transcription B23 1 1 2,4 1 -4,1 NQ
P01023 A2MG_HUMAN 164600,4 Alpha-2-macroglobulin precursor 
Inhibiteurs de protéases. 
Transporteurs de nombreuses 
cytokines
Transporteur de protéines B1 (B2) 9 9 5,2 20 -5,9 NQ
P04004 VTNC_HUMAN 55069,47 Vitronectin precursor Adhésion cellulaire B11 (B10, B6, B8, B9) 1 1 3,1 11 -13,7 NQ
P02771 FETA_HUMAN 70457,68 Alpha-fetoprotein precursor Transporteurs jouant un rôle dans l'apoptose Apoptose B6 (B7) 7 7 11,2 13 -13,7 NQ
P02765 FETUA_HUMAN 40098,01 Alpha-2-HS-glycoprotein precursor 
Inhibiteurs de protéases régulés par 
STAT3 Régulation de la croissance cellulaire B8 (B10, B11, B7, B12, B9) 4 4 7,1 41 -82 NQ
>1,5 Protéines surreprésentées
[1,4; 1,5[ Protéines surreprésentées_zone incertitude
<-1,5 Protéines sousreprésentées
[-1,4; -1,5[ Protéines sousreprésentées_zone incertitude

























obtenus QS*  
(effet drogue) 
P24001 IL32_HUMAN 27172,06 Interleukin-32 precursor Cytokines Réponse immunitaire B22 (B26, B23, B25, B24) 14 9 58,1 55 16,0 NQ
P20700 LMNB1_HUMAN 66652,73 Lamin-B1 Protéines de la famille des lamines, filament intermédiare du cytosquelette Composant du cytosquelette B25 (B21, B22, B24) 9 6 14,3 37 15,9 NQ
A6NNB0 A6NNB0_HUMAN 52730,18 Heat shock 70 kDa protein 1-like
Protéines Chaperonnes de la famille 
des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines 14 24,9 13,8 1,5
Q53FA3 Q53FA3_HUMAN 70759,52 Heat shock 70kDa protein 1-like variant 
Protéines Chaperonnes de la famille 
des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B9 22 14 25 75 12,8 NQ
P08107 HSP71_HUMAN 70294,14 Heat shock 70 kDa protein 1 Protéines Chaperonnes de la famille des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B10 (B9) 43 33 62,4 171 11,8 NQ
Q5JNW4 Q5JNW4_HUMAN 21061,4 Proteasome type b1i mature Sous-unités de l'immunoprotéasome Dégradation des protéines par la  voie Ubiquitine protéasome 9,2 NQ
Q6PKH8 QQ6PKH8_HUMAN 24167
ANP32A protein acidic (leucine-
rich) nuclear phosphoprotein 
32 family, member A
Regulation de la transcription 6,4 NQ
Q3KPI8 Q3KPI8_HUMAN 14897 ANP32A protein (fragment) Regulation de la transcription 5,2 NQ
Q53XZ5 Q53XZ5_HUMAN 29326,48 14-3-3 protein epsilon isoform transcript variant 1 (YWHAE) 
Protéines de la famillle 14-3-3.Ces 
protéines intéragissent avec les 
phosphatases CDC25, RaF1 et IRS1
Transduction des signaux B20 (B21, B19, B18) 51 24 73,7 347 4,3 NQ





Enzymes Repliement des protéines B32 6 5 26,9 6 4,1 NQ
Q8WVI4 Q8WVI4_HUMAN 42812,94 Radical S-adenosyl methionine domain-containing protein 2 Autres B15 3 3 9,4 4 3,1 NQ
Q9BXL8 CDCA4_HUMAN 26552,92 Cell division cycle-associated protein 4 Fonction non déterminée (ND) Autres B19 2 2 7,5 2 3 NQ
P25685 DNJB1_HUMAN 38191,43
Heat_HSP40_-DnaJ (Hsp40) 
homolog, subfamily B, member 
1) translocates rapidly from the 
cytoplasm to the nuclei, and 
especially to the nucleoli, upon 
heat shock.
Protéines Chaperonnes Co-
chaperonne des protéines HSP70
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B16 38 22 55,6 53 3 2,4
P27348 1433T_HUMAN 28031,87 14-3-3 protein theta 
Protéines de la famillle 14-3-3.Ces 
protéines interragissent avec des 
phosphatases , kinases…comme BAD 
ou Raf
Transduction des signaux B20 (B21) 67 28 89,8 305 2,9 NQ
O15304 SIVA_HUMAN 19594,37 Apoptosis regulatory protein Siva 
Protéines impliquées dans l'induction 
de l'apoptose et régulées par P53 Apoptose B27 (B26) 10 6 37,1 12 2,8 NQ
P09874 PARP1_HUMAN 113810,69 Poly [ADP-ribose] polymerase 1 Protéines de liaison à l'ADN. Réparation de l'ADN B21 6 5 4,1 7 2,7 NQ
Q5J8L8 Q5J8L8_HUMAN 28682,32 Inhibitor-1 of protein phosphatase-2A Régulation de la transcription B20 (B21, B22, B19, B23) 37 17 54,2 121 2,6 NQ
P61289 PSME3_HUMAN 29601,6 Proteasome activator complex subunit 3 
Protéines de la voie Ubiquitine 
protéasome. Complexe activateur 
(PA28 gamma; Ki) 
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B24 (B23) 6 5 19,3 10 2,6 NQ
Q15185 TEBP_HUMAN 18970,53
Prostaglandin E synthase 3 
(Telomerase-binding protein 
p23) (Hsp90 co- chaperone) 
Enzymes à activité prostaglandin-E 
synthase Transduction des signaux B25 (B27, B28, B29, B26) 21 10 55,6 91 2,5 NQ
Q15036 SNX17_HUMAN 53153,29 Sorting nexin-17 Transduction des signaux B12 7 6 19,1 11 2,4 NQ
Q9Y605 Q9Y605_HUMAN 14697,39 MORF4 family-associated protein 1 (PAM14) Facteur de transcription B29 (B30) 6 4 42,5 8 2,2 NQ
 
>1,5 Protéines surreprésentées
[1,4; 1,5[ Protéines surreprésentées_zone incertitude
<-1,5 Protéines sousreprésentées
[-1,4; -1,5[ Protéines sousreprésentées_zone incertitude

























obtenus QS   
(effet drogue) 
P08107 HSP71_HUMAN 70294,14 Heat shock 70 kDa protein 1 Protéines Chaperonnes de la famille des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B10 (B09, B13, B11, B07, B06) 60 38 64,3 416 4,4 4,5
Q9HD64 GAGD2_HUMAN 18196,15 G antigen family D member 2 Autres B34 3 2 11,3 4 2,7 NQ
Q9Y605 MOFA1_HUMAN 14697,39 MORF4 family-associated protein 1  (PAM14) Facteur de transcription B30 (B31, B28, B33, B29, B32) 10 5 70,9 33 2,7 NQ
O00767 ACOD_HUMAN 41667,21 Stearoyl-CoA desaturase (delta-9-desaturase) Enzymes Metabolisme des lipides B22 (B21, B20, B24) 5 4 8,9 15 2,7 NQ
P52566 GDIR2_HUMAN 23030,63 Rho GDP-dissociation inhibitor 2 
Inhibiteurs de l'activité de la protéine 
Rho GDP dissociation Transduction des signaux
B24 (B31, B27, B22, B28, B29, 
B30, B25, B26, B23) 53 19 85,1 469 2,6 4,4
Q96CE4 Q96CE4_HUMAN 17325,94 Stathmin 1/oncoprotein 18
Protéines impliquées dans 
l'assemblage et le désasemblage des 
microtubules
Protéines du cytosquelette. 2,5 NQ
Q6NZ67 Q6NZ67_HUMAN 16272,58 Family with sequence similarity 128, member B 
Protéines qui intéragissent avec 
IKBKE: une kinase d'activation de 
l'induction de l'activité de NkappaB
Autres B29 (B28) 9 7 56,3 22 2,2 NQ
Q9NUG6 PDRG1_HUMAN 15558,27 p53 and DNA damage-regulated protein 1 Protéines régulées par TP53 Régulation de la transcription B32 (B31) 9 6 45,9 21 2,2 NQ
P25685 DNJB1_HUMAN 38191,43 DnaJ (Hsp40) homolog, subfamily B, member 1
Protéines Chaperonnes Co-
chaperonne des proté ines HSP70
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B18 (B10, B19) 30 19 50,3 53 1,9 1,9
Q5RKT7 Q5RKT7_HUMAN 18292,59 Ubiquitin Dégradation des protéines par la  voie Ubiquitine protéasome 
B34 (B10, B04, B31, B17, B14, 
B27, B22, B19, B09, B20, B13, 
B03, B08, B11, B02, B24, B07, 
B05, B32, B25, B18, B12, B26, 
B23, B06, B16)
22 10 62,2 402 1,9 1,9
P28065 PSB9_HUMAN 23000 Proteasome subunit beta type-9 mature Sous-unité de l'immunoprotéasome 
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome 1,8 1,5
Q53FC7 Q53FC7_HUMAN 71416,34 Heat shock 70kDa protein 6 Protéines Chaperonnes de la famille des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B08 15 8 11,5 24 1,7 NQ
O00762 UBE2C_HUMAN 19753,96 Ubiquitin-conjugating enzyme E2 C 
Enzymes de conjugaison de 
l'ubiquitine
Dégradation des protéines par la  voie 






Protéines du complexe oxoglutarate 
déshydrogenase Metabolisme des lipides B14, B13 8 2 15,5 1,6 NQ
P41567 EIF1_HUMAN 12838,61 Eukaryotic translation initiation factor 1 
Facteurs d'élongation. Protéines 
impliquées dans la réponse au stress Régulation de la traduction B34 (B33, B32) 11 7 54,9 31 1,6 NQ
O60739 EIF1B_HUMAN 12929,7 Eukaryotic translation initiation factor 1b Facteurs d'élongation Régulation de la traduction B34 (B33) 12 6 43,4 28 1,6 NQ
P38159 HNRPG_HUMAN 42306,33 Heterogeneous nuclear ribonucleoprotein G 
Protéines de liaison à l'ARN impliquées 
dans l'epissage des pré-ARNm Régulation de la transcription B31 (B22, B23) 13 10 23,3 25 1,6 NQ
Q14978 NOLC1_HUMAN 73559,63 Nucleolar phosphoprotein p130 Protéines de liaison à l'ARN Régulation de la transcription B03 (B04, B02, B01, B33) 21 14 22,7 102 1,6 NQ
O14579 COPE_HUMAN 34688,43 Coatomer subunit epsilon 
Protéines impliquées dans le transport 
rétograde des vésicules du  golgi vers 
le RE
Transport des protéines B20 (B21) 20 13 57,1 54 1,5 NQ
Q96CP2 FWCH2_HUMAN 14668,59 FLYWCH family member 2 Autres B25 (B26) 4 3 30 10 1,5 NQ
P17931 LEG3_HUMAN 26229,09 Galectin-3 Protéines de la famille des Galectines. Apoptose B22 8 6 28 10 1,5 NQ
Q8WU25 Q8WU25_HUMAN 13588,98 LOC93622 protein Autres B32 (B31) 6 5 37 13 1,5 NQ
Q15185 TEBP_HUMAN 18970,53 Prostaglandin E synthase 3 Enzyme B27 (B31, B28, B29, B30, B25, B26) 20 10 55,6 149 1,5 NQ
Q6NVW3 Q6NVW3_HUMAN 29577,4 YRDC protein Autres B23 17 12 50,4 21 1,5 NQ
Q9NRD1 FBX6_HUMAN 34310,03 F-box only protein 6 Protéines E3 ligase de la famille des F-box. Elles se lient à SKP1 et CUL1
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B20 3 2 10,2 4 1,4 NQ
Q92598  HS105_HUMAN  97716 Heat shock protein 105 kDa   Protéines chaperonnes de la famille des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B1, B2, B5, B4 80 61 80 1,4 1,4
Q9Y2Q9 RT28_HUMAN 21000,87 Mitochondrial 28S ribosomal protein S28 Protéines ribosomales Synthése des protéines B29 (B28) 12 7 41,2 22 1,4 NQ
Q2VIK8 Q2VIK8_HUMAN 35435,34 RcNSEP1 Autres B09 (B04, B17, B27, B22, B08, B05, B25, B26) 11 8 15,7 77 1,4 NQ
P31350 RIR2_HUMAN 45133,91 Ribonucleoside-diphosphate reductase subunit M2 
Protéines regulées par E2F1, RRM2, 
RB1, EGF, doxorubicin, CDKN2A, 
cisplatin, NFYA, CCND1, E2f, Lmp2a, 
GRP, prostaglandin E1, 8-bromo-
cAMP, forskolin
Replication  de l'ADN. B16 (B17, B14, B15, B19, B13) 29 19 57,8 113 1,4 NQ




form pI 5.3] 
Protéines qui interagissent avec le 
CMH I et qui sont impliquées dans la 
réponse immuntaire
Réponse immuntaire B33 (B34) 12 6 47,9 38 -1,6 -1,6
Q6DKI2 Q6DKI2_HUMAN 40063,97 Galectin-9-like protein Similar to galectin 9 short isoform
Protéines de la famille des Galectines.  
Elles sont impliquées dans de 
nombreux processus : apoptose, cycle 
cellulaire et leur expression est altérée 
dans de nombreux cancer.  Elles 
interagissent avec BCl-2 in vitro 
(Ducommun). Il existe différentes 
formes et structures: Gal3 est localisée 
dans la mitochondrie alors que les 
autres sont localisées dans le cytosol 
et le noyaux.   La galectine-7 
sensibilise les cellules à l'apoptose en 
augmentant la libération de Cyt C,  la 
production d'espèce  oxygénées 
réactives et l'activation de Bax et de 
JNK a également été démontrée 
comme étant une conséquence de 
l'expression de la galectine-7




Transmembrane BAX inhibitor 
motif-containing protein 5
Autres B24 (B23) 8 6 16,8 13 -1,8 NQ
P49207 RL34_HUMAN 13512,56 60S ribosomal protein L34 Protéines ribosomales Synthése des protéines B31 5 3 20,5 5 -2 NQ
Q8WYQ3 CV016_HUMAN 14367,9
Chromosome 22 open reading 
frame 16,  mitochondrial 
precursor 
Autres B30 2 2 22,5 4 -2,2 NQ
P28065 PSB9_HUMAN 23363,58 Proteasome subunit beta type-9 precursor Sous-unité de l'immunoprotéasome 
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B27 (B24, B25, B26) 13 7 39,7 50 -3,5 NQ
Q9Y6H1 CHCH2_HUMAN 15730,79
Coiled-coil-helix-coiled-coil-
helix domain-containing protein 
2, mitochondrial precursor 
Autres B28 (B27, B29, B30) 9 5 40,4 39 -3,8 -4,1

























obtenus QS*  
(effet drogue) 
P14635 CCNB1_HUMAN 48591,16 G2/mitotic-specific cyclin-B1 
Protéines formant  avec la protéines 
p34(cdc2)   le complexe maturation-
promoting factor (MPF) Régulation du cycle cellulaire.
B17 (B10, B14, B15, B13, B12, 
B16) 14 11 29,6 66 2,5 NQ
Q13415 ORC1_HUMAN 98372,01 Origin recognition complex subunit 1 (ORC1)
Protéines appartenant au complexe 
ORC, ce dernier est formé de 6 sous-
unités (ORC1; ORC4L, ORC1L, 
ORC3L, ORC2L, ORC5L). Il est 
essentiel pour l'initiation de la 
replication de l'ADN chez les 
eucaryotes
Replication de l'ADN. B17 (B14, B26) 5 3 3,7 21 2,4 NQ
P06493 CDC2_HUMAN 34130,9 Cell division cycle 2, G1 to S and G2 to M
Sous-unité catalytique du complexe M-
phase promoting factor (MPF), 
essentielle pour les transitions G1/S 
and G2/M du cycle cellulaire
Régulation du cycle cellulaire. B16 (B17) 34 18 57,9 98 2,2 NQ
Q4LE45 Q4LE45_HUMAN 234731,74 MYH10 variant protein Protéines du cytosquelette B02 37 25 11,5 43 2,1 NQ
P36776 LONM_HUMAN 106935,59 Lon protease homolog, mitochondrial precursor Peptidases mitochondriales,Enzymes Autres B07 (B20) 14 12 11,6 23 1,9 NQ
P35579 MYH9_HUMAN 227646,06 Myosin-9 Protéines du cytosquelette B02 (B04, B06, B05, B03, B01, B07) 169 99 47,1 430 1,9 NQ
P08107 HSP71_HUMAN 70294,14 Heat shock 70 kDa protein 1 Protéines chaperonnes de la famille des HSP
Réponse au stress cellulaire, repliement des 
protéines B08 48 33 53,2 69 1,9 NQ
Q6ZRT8  Q6ZRT8_HUMAN  21171.29  Ubiquitin C   Dégradation des protéines par la  voie Ubiquitine protéasome 1,9 1,9
Q59GZ3 Q59GZ3_HUMAN 10174,82 Eukaryotic translation initiation factor 2 beta variant (EIF-2)
Protéines impliquées dans la synthèse 
des protéines en formant un complexe 
ternaire : GTP, initiateur tRNA et sous 
unité 40S du ribosome
Régulation de la traduction B11 3 2 32,6 4 1,8 NQ
Q9NVX2 NLE1_HUMAN 53746,26 Notchless protein homolog 1 Differenciation cellulaire B11 26 17 38,6 34 1,8 2,3
O95235 KI20A_HUMAN 101241,78 Kinesin-like protein KIF20A Transport des protéines. B20 (B21, B14, B19, B08, B05, B18, B12, B06) 5 4 3,7 70 1,8 NQ
Q7Z6Z7 HUWE1_HUMAN 485523,13
E3 ubiquitin-protein ligase 
HUWE1  (HECT, UBA and 
WWE domain containing 1)
Ubiquitine ligase E3. Ces protéines 
régulent le facteur de transcription 
TP53
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome_régulation de la 
transcription
B10 (B24, B23) 16 14 3,2 34 1,7 NQ
Q8NEJ9 NGDN_HUMAN 35872,01 Neuroguidin( EIF4E binding protei) Régulation de la traduction B17 (B15, B13, B25, B26, B23) 3 2 10,2 25 1,7 NQ
A8MTP9 A8MTP9_HUMAN 55467,78 Uncharacterized protein Autres B10 (B08) 34 21 42,8 84 1,6 NQ
Q8N567 ZCHC9_HUMAN 31141,48 Zinc finger CCHC domain-containing protein 9 Autres B21 (B22, B24, B18, B23, B16) 3 2 7 22 1,6 NQ
Q56A73 SPIN4_HUMAN 28698,86 Spindlin-4 Autres B20 4 3 10 4 1,6 NQ
Q5JTH9 RRP12_HUMAN 145036,63 RRP12-like protein _ribosomal RNA processing 12 Processing de l'ARNr
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome 
B06 (B10, B04, B20, B13, B03, 
B02, B07, B05, B16) 26 18 16 147 1,6 NQ
Q9P287 BCCIP_HUMAN 36298,84 BRCA2 and CDKN1A-interacting protein 
Protéines régulant l'activité des  
kinases  CDK2  par p21. Co-facteur 
important des suppresseur de tumeur 
BRCA2
Protéines régulatrices des kinases B11 8 7 27,4 8 1,6 NQ
Q13895 BYST_HUMAN 49798,08 Bystin Protéines impliquées dans la biosynthèse des ribosomes Adhésion cellulaire 
B10 (B17, B14, B15, B13, B11, 
B24, B18, B16) 23 16 37,8 133 1,5 NQ
Q9NSI2 CU070_HUMAN 25440,81 Chromosome 21 open reading frame 70 Autres B19 (B24, B18) 8 5 20,4 22 1,5 NQ
Q8TAA3 Q4G1B8_HUMAN  23652.41  PSMA8 protein Sous-unité du corps catalytique du protéasome  20 S
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B19 3 2 12,4 3 1,5 NQ
Q8WUU5 GATD1_HUMAN 29014,6 GATA zinc finger domain-containing protein 1 Facteur de transcription B19 (B21, B17, B20) 3 2 12,3 14 1,5 NQ
A5D8W6 A5D8W6_HUMAN 37351,32
Mortality factor 4 like 1 - 
Mortality factor 4-like protein 1 
(MORF-related gene 15 
protein) (Transcription factor-
like protein MRG15) (MSL3-1 
protein
Facteur transcription B13 26 13 36,5 36 1,5 NQ
Q15014 MO4L2_HUMAN 32344,79
MORF-related gene X variant 
MORF4L2 :Mortality factor 4 
like 2 (MRGX)
Facteur transcription B15 (B17, B16) 11 7 22,6 13 1,5 NQ
Q8N9M2 Q8N9M2_HUMAN 59793,97
cDNA FLJ36887 fis, clone 
BNGH42005504, highly similar 
to 26S PROTEASOME 
REGULATORY SUBUNIT S3 
Sous-unité du  protéasome 26S protéines de la voie Ubiquitine protéasome. B08 13 10 19,6 15 1,5 NQ
Q15428 SF3A2_HUMAN 49338,39 Splicing factor 3A subunit 2 Protéines du complexe SPF3a impliquées dans l'epissage des ARNm Régulation de la transcription. B11 (B13, B26) 10 7 16,4 32 1,5 1,75
P20290 BTF3_HUMAN 22211,44 Transcription factor BTF3 (basic transcription factor 3)
Protéines de la famille des facteurs de 
transcription  RNA polymerase II. Elles 
forment un complexe stable avec la 
RNA pol IIB et sont requises pour 
l'initiation de la transcription
Régulation de la transcription. B20 (B23) 4 4 20,4 9 1,5 NQ
P62310 LSM3_HUMAN 11838,02 U6 snRNA-associated Sm-like protein LSm3 Processing des ARNm Régulation de la transcription. B25 4 2 32,4 8 1,5 NQ
O43929 ORC4_HUMAN 50744,23 Origin recognition complex subunit 4 ( ORC4)
Protéines appartenant au complexe 
ORC. Ce dernier est formé de 6 sous 
unités (ORC1; ORC4L, ORC1L, 
ORC3L, ORC2L, ORC5L), il est 
essentiel pour l'initiation de la 
replication de l'ADN chez les 
eucaryotes
Replication de l'ADN. B12 26 18 37,8 35 1,5 NQ
P52292 IMA2_HUMAN 58168,08
Importin subunit alpha-2 
(karyopherin alpha 2 (RAG 
cohort 1, importin alpha 1)
Protéines impliquées dans l'import des 
protéines possédant une séquence 
NLS
Transport des protéines. B10 (B17, B14, B15, B09, B11, B16) 51 23 46,9 150 1,5 1,4
Q05DH1 Q05DH1_HUMAN 26868,15 Proteasome subunit alpha type Sous-unité du corps catalytique du protéasome  20 S
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B18 (B19) 18 11 38,2 33 1,4 NQ
Q9Y324 FCF1_HUMAN 23810,41 rRNA-processing protein FCF1 homolog Processing de l'ARNr
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B22 (B21, B20) 4 2 7,1 21 1,4 NQ
P28066 PSA5_HUMAN 26565,27 Proteasome subunit alpha type-5 
Sous-unité du corps catalytique du 
protéasome  20 S
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B18 (B19) 10 6 32,4 20 1,4 NQ
Q5JNW6 Q5JNW6_HUMAN 30092,42 Proteasome subunit beta type Sous-unité du corps catalytique du protéasome  20 S
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B21 (B20) 8 5 18,4 11 1,4 NQ
Q6IB22 Q6IB22_HUMAN 29203,21 Proteasome subunit beta type Sous-unité du corps catalytique du protéasome  20 S
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B19 5 4 17,2 10 1,4 NQ
Q9NX24 NOLA2_HUMAN 17532,04 H/ACA ribonucleoprotein complex subunit 2 Processing des ARNr Régulation de la traduction B22 (B21, B24, B25, B23) 10 5 37,9 61 1,4 NQ
Q9H9Y2 RPF1_HUMAN 40200,16 Brix domain containing 5 Processing de l'ARNr Régulation de la transcription B12 21 14 39,8 28 1,4 NQ
Q9Y4Z0 LSM4_HUMAN 15510,96 U6 snRNA-associated Sm-like protein LSm4 Processing des ARNm Régulation de la transcription. B25 5 3 17,3 8 1,4 NQ
Q9NQS7 INCE_HUMAN 106448,08 Inner centromere protein 
Protéines impliquées dans la formation 
des centroméres durant la télophase et 
la mitose
Régulation du cycle cellulaire. B25 5 4 5,3 11 1,4 NQ
Q92896 GSLG1_HUMAN 138382,12 Golgi apparatus protein 1 precursor 
Protéines se liant au facteur de 
transcription NFKB2 Adhésion cellulaire B03 (B04) 13 11 9,7 18 -1,5 NQ
Q13620 CUL4B_HUMAN 102804,83 Cullin-4B 
Protéines du complexe E3 ubiquitine 
ligase. Elles interagissent avec les 
protéines Ring finger. Ce complexe est 
important pour la dégradation par le 
protéasome des protéines associées à 
la replication de l'ADN, au remodelage 
de la chromatine et de la cyclin E
Dégradation des protéines par la  voie 
Ubiquitine protéasome B05 51 35 35,4 68 -1,5 NQ
P20671 H2A1D_HUMAN 14098,94 Histone H2A type 1-D Protéines de la famille des histones,modification de la chromatine Régulation de la transcription
B25 (B10, B04, B21, B17, B14, 
B22, B15, B19, B09, B20, B13, 
B08, B03, B11, B02, B24, B07, 
B05, B18, B12, B26, B23, B06, 
B16)
22 8 58,5 2773 -1,6 -3,7
Q14691 PSF1_HUMAN 23258,73 DNA replication complex GINS protein PSF1 
Protéines formant le complexe GINS 
essentiel pour l'initiation de la 
replication de l'ADN
Replication de l'ADN. B22 3 2 14,8 3 -1,7 NQ
Q0D2M2 Q0D2M2_HUMAN 13825,54 Histone H2B 
Protéines de la famille des histones 
impliquées dans la modification de la 
chromatine
Régulation de la transcription B21 (B22, B09, B05, B16, B06) 22 10 63,5 122 -1,8 NQ
Q9H3K2 GHITM_HUMAN 37351,67 Growth hormone-inducible transmembrane protein Autres B20 (B19) 9 5 15,1 22 -1,9 NQ
P16104 H2AX_HUMAN 15135,41 Histone H2A.x 
Protéines de la famille des histones 
impliquées dans la modification de la 
chromatine 
Régulation de la transcription B25 (B26) 17 8 62,2 776 -1,9 NQ
Q14527 HLTF_HUMAN 114883,05 Helicase-like transcription factor 
Protéines codant pour la famille des 
protéines  SWI/SNF.  Ces protéines 
sont des hélicases qui possédent une 
activityé ATPase et régulent la 
transcription de certains génes en 
altérant la structure de la chromatine 
autour de ces génes
Facteur de transcription B20 (B22, B12) 6 5 5,3 21 -2 NQ
Q71UI9 H2AV_HUMAN 13500,53 Histone H2AV 
Protéines de la famille des histones 
impliquées dans la modification de la 
chromatine
Régulation de la transcription B25 (B22, B20, B26) 13 6 53,9 844 -2,1 -1,98
P62988 UBIQ_HUMAN 8559,62 Ubiquitin Dégradation des protéines par la  voie Ubiquitine protéasome 
B22 (B10, B04, B01, B25, B18, 
B15, B12, B19, B23, B03, B13, 
B02, B11)
16 7 77,6 198 -2,3 -2,8
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Le système ubiquitine protéasome joue un rôle important dans la régulation de 
nombreux processus cellulaires. L'inhibition du protéasome induit l’apoptose de nombreuses 
cellules tumorales, mais pas ou peu des cellules saines. Cependant, les mécanismes 
moléculaires précis mis en jeu restent à ce jour peu connus. L’objectif de mon travail de thèse 
était d'élucider ces mécanismes. Sur un modèle cellulaire de LAM arrêtées à différents stades 
de maturation, j’ai montré que le traitement par les inhibiteurs du protéasome conduit, 
contrairement aux agents cytotoxiques classiques, à un taux d’apoptose plus important des 
cellules les plus immatures. L’étude du contenu en protéasome de ces cellules montre que sa 
quantité et son activité diffèrent. Ces études ont été complétées par une analyse protéomique 
quantitative différentielle à grande échelle de type SILAC. Cette étude a conduit à 
l’identification de l’interleukine 32 et de la protéine SIVA qui varient uniquement dans les 
cellules KG1a, plus sensibles aux inhibiteurs du protéasome et qui pourraient être impliquées 
dans la réponse différentielle des cellules au traitement. Ces résultats ouvrent de nouvelles 
pistes et permettent d’envisager l’identification de nouvelles cibles pharmacologiques pour le 




The ubiquitin-proteasome pathway plays a critical role in the regulated 
degradation of proteins involved in cell cycle control, signal transduction and tumor growth. 
Proteasome inhibitors possess potent antitumor activity against a broad spectrum of human 
tumor types. However, the effects at the molecular level of these compounds still have to be 
clearly determined. Our aim is to elucidate these mechanisms. We demonstrated that the 
proteasome status between KG1a and U937 cells differed. To go further into the 
understanding of the effect of proteasome inhibitors on these cell lines, we investigated their 
protein expression profile, before and after proteasome inhibition, using quantitative 
proteomic analyses based on SILAC labelling. We identified interleukin-32 and SIVA 
proteins in KG1a cells, which could play a putative role in differential apoptotic response in 
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